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El rápido desarrollo de la nanotecnología ha abierto la puerta a la obtención de productos 
y aplicaciones innovadoras para una amplia gama de sectores de la industria y el consumo. Se 
estima que de todos los nanomateriales utilizados en productos para el consumo, las 
nanopartículas de plata (AgNPs) son las que tienen un mayor grado de comercialización. Sin 
embargo, a pesar de las innumerables aplicaciones que presentan, poco se sabe sobre su 
toxicidad, planteando un riesgo para la salud humana y el medio ambiente debido a sus 
propiedades específicas y su potencial uso y exposición. Es por ello que el objetivo principal 
de este trabajo de investigación ha consistido en “Evaluar los riesgos toxicológicos de 
nanopartículas de plata (AgNPs) de diferentes tamaños en líneas celulares humanas y en 
Drosophila melanogaster. Así como, en determinar los posibles mecanismos de acción por 
los que estas AgNPs ejercen su efecto tóxico”. 
 
Para realizar una correcta evaluación de la seguridad de las nanopartículas (NPs) se 
requiere previamente su caracterización, mediante un estudio de sus propiedades 
fisicoquímicas, en las que se incluye el tamaño, la distribución del tamaño, la morfología y la 
aglomeración de NPs, entre otros, ya que se ha observado que todos estos parámetros pueden 
influir en la toxicidad de las mismas. En la fase inicial de este trabajo, se caracterizaron las 
AgNPs de tamaño 4.7, 42 y 157 nm en solución acuosa y tras la incubación en medio de 
cultivo, utilizando el microscopio electrónico de transmisión (MET) y la dispersión de luz 
dinámica (DLS). Las AgNPs de 4.7 y 42 nm presentaron una morfología esférica, de 
múltiples facetas y bien dispersas, mientras que las AgNPs de 157 nm presentaron una 
morfología más ovalada. El tamaño primario de las AgNPs coincidió con el proporcionado 
por el fabricante, excepto en las AgNPs de 157 nm en las cuales obtuvimos un tamaño 
ligeramente menor al del proveedor. Por otra parte, se observó la aglomeración de las AgNPs 
después de la incubación de las mismas a 37ºC durante 24 horas en medio de cultivo libre de 
células. 
 
A continuación, para evaluar la citotoxicidad inducida por las AgNPs de 4.7, 42 y 157 
nm de tamaño se utilizaron líneas celulares humanas, diana de la exposición de las mismas: 
hepatoma (HepG2), leucemia (HL-60), fibroblastos de piel (NHDF) y fibroblastos de pulmón 
(HPF), empleando los métodos MTT y LDH. Las AgNPs de 4.7, 42 y 157 nm disminuyeron 
significativamente la viabilidad celular de manera dosis y tiempo dependiente en las cuatro 
líneas, excepto las de 157 nm en las células NHDF, en las cuales no se observó efecto 
citotóxico. Como era de esperar, las AgNPs de menor tamaño (4.7 nm) fueron las más 
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citotóxicas. Además, se observó claramente que las células HepG2 fueron mucho más 
sensibles al tratamiento con las AgNPs que las otras tres líneas celulares. Las AgNPs de 157 
nm fueron descartadas de nuestro estudio debido a su tamaño (superior a 100 nm) y a la 
imposibilidad de determinar el valor IC50 (concentración de inhibición del 50% de la 
viabilidad celular).  
  
Seguidamente, se evaluó el daño al ADN de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las líneas 
celulares HepG2, HL-60, NHDF y HPF. Para ello se utilizó el método de la electroforesis 
alcalina de células individuales o ensayo Cometa, incluyendo además una modificación, que 
consistió en utilizar las enzimas formamidopirimidina-DNAglicosilasa (Fpg) y endonucleasa 
III (Endo III), que reconocen las purinas y las pirimidinas oxidadas, respectivamente. Ambas 
AgNPs indujeron una ruptura significativa de las cadenas de ADN después de 24 horas de 
tratamiento en las cuatro líneas celulares, siendo las AgNPs de 4.7 nm más genotóxicas que 
las de 42 nm. Además, cuando las células fueron incubadas conjuntamente con las enzimas 
Fpg y Endo III y las AgNPs, se observó un incremento elevado del daño oxidativo al ADN, 
excepto en las células HPF tratadas con las AgNPs de 42 nm. La genotoxicidad de las AgNPs 
de 4.7 y 42 nm también fue evaluada in vivo empleando el ensayo de mutación y 
recombinación somática (SMART Test) en alas de Drosophila Melanogaster. Ninguna de las 
dos AgNPs evaluadas indujeron un incremento significativo en la frecuencia de clones 
mutantes en las alas de las moscas adultas. Sin embargo, observamos defectos en la 
pigmentación de la cutícula y reducción de la capacidad de movimiento de las moscas adultas 
después de la ingestión de las AgNPs durante la fase larvaria, sugiriendo una respuesta frente 
al estrés oxidativo.  
 
Posteriormente, estudiamos los posibles mecanismos de acción por los que estas AgNPs 
ejercen su efecto tóxico. Se utilizó el diacetato de 2´,7´-diclorodihidrofluoresceína 
(H2DCFDA) para detectar la producción intracelular de las especies reactivas del oxígeno 
(EROs) inducida por las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las cuatro líneas celulares y la N-
acetilcisteína (NAC) como antioxidante. La producción de las EROs aumentó después de la 
exposición de las células a las AgNPs (4.7 y 42 nm) y fue dependiente del tamaño de las 
AgNPs y de la línea celular, siendo las AgNPs de 4.7 nm las que indujeron la mayor 
producción de las EROs en las células HepG2. El pretratamiento con la NAC inhibió 
completamente la citotoxicidad inducida por las AgNPs de 4.7 y 42 nm. La acción de 
moléculas intracelulares antioxidantes (glutatión) y la regulación de la actividad de enzimas 
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antioxidantes, como la superoxido dismutasa (SOD) también fueron evaluadas. Ambas 
AgNPs provocaron una drástica disminución del contenido total de glutatión en las cuatro 
líneas celulares. Aunque los niveles de SOD también disminuyeron, su descenso no fue 
estadísticamente significativo en ninguna de las líneas evaluadas. 
 
Finalmente, determinamos la inducción de apoptosis por las AgNPs de 4.7 y 42 nm en 
dos líneas tumorales humanas, HepG2 y HL-60, utilizando diferentes técnicas como la 
microscopía de fluorescencia y la citometría de flujo (ensayo Anexina V/IP, TUNEL y 
activación de caspasas). La línea celular HepG2 mostró una mayor sensibilidad a la 
inducción de apoptosis por las AgNPs de 42 y 4.7 nm, presentando estas últimas AgNPs un 
mayor efecto apoptótico. Además, la apoptosis inducida por las AgNPs de 4.7 y 42 nm fue 
dependiente de la activación de las caspasas en ambas líneas celulares, actuando las caspasas 
-3 y -7 como caspasas efectoras. 
 
En conclusión, las AgNPs de 4.7 y 42 nm son citotóxicas y genotóxicas en las líneas 
celulares HepG2, HL-60, NHDF y HPF. El efecto tóxico de las AgNPs es dependiente del 
tamaño, presentando las AgNPs más pequeñas un potencial tóxico mayor. Además, el efecto 
tóxico de las AgNPs depende de la línea celular, siendo las células HepG2 las más sensibles. 
El principal mecanismo de toxicidad de estas AgNPs es el estrés oxidativo, a través de la 
producción de las EROs y la reducción de enzimas y moléculas antioxidantes. Ambas AgNPs 
indujeron apoptosis dependiente de caspasas. 
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 The rapid development of nanotechnology has opened the door to innovative 
products and applications for a wide range of industry and consumer sectors. It is 
estimated that of all the nanomaterials used in consumer products, silver nanoparticles 
(AgNPs) currently have the highest degree of commercialization. However, despite the 
innumerable applications they present, little is known about their toxicity, posing a risk 
to human health and the environment due to its specific properties and potential use and 
exposure. For this reason, the main objective of this research work was to “Evaluate the 
toxicological risks of silver nanoparticles (AgNPs) of different sizes in human cell lines 
and in Drosophila melanogaster. As well as, determine the possible mechanisms of 
action by which these AgNPs exert their toxic effect ". 
 
 To evaluate the safety of the nanoparticles (NPs), their characterization is needed 
previously, through a study of their physicochemical properties, including size, size 
distribution, morphology and agglomeration of NPs among others, since it has been 
observed that all these parameters can influence the toxicity thereof. First, AgNPs of 
size 4.7, 42 and 157 nm are characterized in the aqueous solution and incubation in the 
culture medium, using the transmission electron microscope (TEM) and dynamic light 
scattering (DLS). The AgNPs of 4.7 and 42 nm had a spherical morphology, multi-
faceted and well dispersed, whereas the AgNPs of 157 nm presented a oval 
morphology. The primary AgNPs size coincided with the supplier by the manufacturer, 
except for the 157 nm AgNPs in which we obtained a slightly smaller supplier size. 
Agglomeration of AgNPs was observed after incubation of the AgNPs at 37 ° C for 24 
hours in cell-free culture medium. 
 
 Next, to evaluate the cytotoxicity induced by AgNPs of 4.7, 42 and 157 nm in size, 
human target cell lines were used for their exposure: hepatoma (HepG2), leukemia (HL-
60), skin fibroblasts (NHDF) and lung fibroblasts (HPF), using the MTT and LDH 
methods. AgNPs of 4.7, 42 and 157 nm significantly decreased cell viability in a dose 
and time dependent manner in the four lines, except those of 157 nm in the NHDF cells, 
in which no cytotoxic effect was observed. As expected, smaller AgNPs (4.7 nm) were 
the most cytotoxic. In addition, it was clearly observed that HepG2 cells were much 
more sensitive to treatment with AgNPs. AgNPs of 157 nm were discarded from our 
study because of their size (greater than 100 nm) and the inability to determine the IC50 
value (inhibition concentration 50% of cell viability). 
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 Then, the DNA damage of AgNPs of 4.7 and 42 nm was evaluated in the HepG2, 
HL-60, NHDF and HPF cell lines. For this purpose, the alkaline electrophoresis method 
of individual cells or the Cometa assay was used. The Comet assay was modified using 
enzymes formamidopyrimidine-DNA glycosylase (Fpg) and endonuclease III (Endo 
III), which uncover the oxidized purines and pyrimidines, respectively. Both AgNPs 
induced a significant DNA strand breaks after 24 hours of treatment in the four cell 
lines. AgNPs of 4.7 nm were more genotoxic than 42 nm. In addition, the cells exposed 
to AgNPs and incubated with Fpg or Endo III enzymes showed a high oxidative DNA 
damage, except in HPF cells treated with the 42 nm AgNPs. In vivo genotoxicity of 
AgNPs of 4.7 and 42 nm was also evaluated using the Somatic Mutation and 
Recombination Test (SMART) on Drosophila Melanogaster wings. None of the two 
AgNPs tested induced a significant increase in the frequency of mutant clones in the 
wings of adult flies. However, defects in cuticle pigmentation and reduced movement 
ability of adult flies were observed after ingestion of AgNPs during the larval phase, 
suggesting a response to oxidative stress. 
 
 Subsequently, the feasible mechanisms of action by which these AgNPs exert their 
toxic effect were analysed. Reactive oxygen species (ROS) production induced by 
AgNPs of 4.7 and 42 nm was determined using 2´,7´-dichlorodihydrofluorescein 
diacetate (H2DCFDA) in the four cell lines and N-acetylcysteine (NAC) was used as an 
antioxidant. The production of ROS occurred immediately after exposure of cells to 
AgNPs (4.7 and 42 nm) and in a size and cell line-dependent manner. AgNPs of 4.7 nm 
induced the highest production of EROs in HepG2 cells. The pretreatment with NAC 
completely inhibited the cytotoxicity induced by AgNPs of 4.7 and 42 nm. The action 
of intracellular antioxidant molecules (glutathione) and regulation of the activity of 
antioxidant enzymes such as superoxide dismutase (SOD) were also evaluated. Both 
AgNPs caused a dramatic decrease in total glutathione content in the four cell lines. 
Although SOD levels also decreased, their decline was not statistically significant in 
any of the lines evaluated. 
 
 Finally, the induction of apoptosis by AgNPs of 4.7 and 42 nm was investigated in 
two human tumour cell lines: HepG2 (hepatoma) and HL-60 (leukemia), using different 
techniques such as fluorescence microscopy and flow cytometry (Annexin V/PI, 
TUNEL assays and Caspase activation). HepG2 cells was the most sensitive cell line to 
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the induction of apoptosis by AgNPs 4.7 and 42 nm, and AgNPs of 4.7 nm seems to 
have higher apoptotic effect than AgNPs of 42 nm. The apoptosis induced by both 
AgNPs was caspase-dependent pathway in HepG2 and HL-60 cell lines, being both 
caspase-3 and -7 the efector caspases. 
 
 In conclusion, the AgNPs of 4.7 and 42 nm are cytotoxic and genotoxic in the 
HepG2, HL-60, NHDF and HPF cell lines. The toxic effect of AgNPs is size dependent, 
with smaller AgNPs having a higher toxic potential. In addition, the toxic effect of 
AgNPs depends on the cell line, with HepG2 cells being the most sensitive. The main 
mechanism of toxicity of these AgNPs is oxidative stress, through the production of 
ROS and the reduction of antioxidant enzymes and molecules. Both AgNPs induced 
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En la actualidad, cada vez es mayor el uso de los nanomateriales (NMs) en productos de 
consumo gracias a las numerosas ventajas que presentan y que hacen que los productos que 
los contienen sean más competitivos en el mercado. Así, se ha pasado en muy poco tiempo de 
una situación en la que prácticamente no existían NMs en nuestro entorno, a estar rodeados 
por una gran variedad de productos que los contienen en su composición. A día de hoy, se 
conocen más de 1814 productos que contienen nanomateriales distribuidos en diferentes 
sectores (Vance y col., 2015). Se estima que de todos los NMs utilizados en productos para el 
consumo, las nanopartículas de plata (AgNPs) son las que tienen un mayor grado de 
comercialización (Piao y col., 2011). Se utilizan en electrónica, ropa, pinturas, cosméticos, 
bactericidas, biofungicidas, aplicaciones biomédicas, en la industria médico-farmaceútica y 
alimentaria (Bartlomiejczyk y col., 2013)..  
 
El desarrollo de la nanotecnología, no obstante, tiene que ir acompañado de estudios de 
toxicidad que permitan conocer los efectos que estas NPs van a tener tanto en la salud 
humana como en el medio ambiente. Sin embargo, a pesar de las innumerables aplicaciones 
que presentan, actualmente poco se sabe sobre su toxicidad, planteando un riesgo para la 
salud humana y el medio ambiente debido a sus propiedades específicas y su potencial uso y 
exposición (Amenta y col., 2015). Por el momento, no existe ninguna legislación específica 
sobre la nanotecnología y los NMs, aunque éstos están dentro de la definición de “sustancia” 
incluida en la Regulación Europea de Sustancias Químicas (REACH). En este sentido, la 
Autoridad Europea para la Seguridad Alimentaria publicó una Guía de Orientación para 
evaluar los riesgos de las aplicaciones de la nanociencia y de las nanotecnologías en los 
alimentos y en la cadena alimentaria (EFSA Comité Científico, 2011a). Una de sus 
recomendaciones consistía en la necesidad de evaluar el riesgo potencial de las NPs caso por 
caso de forma individual, teniendo en cuenta entre otras características el NM y su tamaño.  
 
Considerando todo lo expuesto, el objetivo principal de esta Tesis Doctoral ha consistido 
en “Evaluar los riesgos toxicológicos de nanopartículas de plata (AgNPs) de diferentes 
tamaños en líneas celulares humanas y en Drosophila melanogaster. Así como, en determinar 
los posibles mecanismos de acción por los que estas AgNPs ejercen su efecto tóxico”. Para 
lograr el objetivo principal del trabajo de esta Tesis Doctoral ha sido necesario desarrollar y 
alcanzar los siguientes objetivos parciales: 
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1. Caracterización de nanopartículas de plata de diferentes tamaños, 4.7, 42 y 157 nm, 
utilizando el microscopio electrónico de transmisión y la dispersión de luz dinámica. 
 
2. Evaluación de la citotoxicidad de las nanopartículas de plata de 4.7, 42 y 157 nm de 
tamaño en las líneas celulares humanas tumorales de hepatoma (HepG2), leucemia (HL-
60) y fibroblastos humanos de piel (NHDF) y de pulmón (HPF). 
 
3. Evaluación de la genotoxicidad de las nanopartículas de plata de 4.7 y 42 nm de tamaño. 
 
3.1. Evaluación de la genotoxicidad in vitro (ruptura de las cadenas de ADN y daño 
oxidativo al ADN) de las AgNPs en las líneas celulares humanas HepG2, HL-60, 
NHDF y HPF, utilizando el ensayo Cometa. 
 
3.2. Evaluación de la genotoxicidad in vivo de las AgNPs empleando el Test de 
Mutación y Recombinación Somática (SMART) en alas de Drosophila 
Melanogaster.  
 
4. Mecanismos de acción implicados en la toxicidad de las nanopartículas de plata de 4.7 y 
42 nm de tamaño. 
 
4.1. Inducción de la producción de especies reactivas de oxígeno en las líneas celulares 
humanas HepG2, HL-60, NHDF y HPF. 
 
4.2. Reducción de los niveles del glutatión y la actividad de la superóxido dismutasa en 
las líneas celulares humanas HepG2, HL-60, NHDF y HPF.  
 


















II.1. INTRODUCCIÓN A LA NANOTECNOLOGÍA 
 
La materia presenta fenómenos únicos en la escala nanométrica (1-100 nm). Llegar a 
conocer y comprender estos fenómenos y disponer de herramientas y métodos para generar 
materia con unas propiedades específicas, es el propósito conjunto de la ciencia, la ingeniería 
y la tecnología de la escala nano. El avance en paralelo de la nanociencia, la comprensión del 
comportamiento de la materia en la nanoescala, y de la nanotecnología, con el desarrollo de 
instrumentos y métodos para la manipulación de la materia en la escala nanométrica, han 
permitido producir nuevas estructuras, materiales y dispositivos, que básicamente 
reestructurarán las tecnologías de uso actual para la industria, la medicina, la defensa, la 
producción de energía, la gestión del medio ambiente, el transporte, la comunicación, la 
computación y la educación. Los nanomateriales (NMs) se incorporan cada vez más a los 
productos comerciales (Vance y col., 2015). 
 
La nanotecnología promete ser la tercera revolución industrial. Se perfila como un 
conjunto de revoluciones tecnológicas multidisciplinarias que permitirá a la sociedad 
maximizar la eficiencia en los procesos productivos y sociales (Cornejo, 2014). El futuro 
alcance de los posibles desarrollos es desconocido, ya que se encuentra en una constante 
evolución con resultados asombrosos, no obstante esta base innovadora es la razón de ser de 
la importancia de esta nueva industria para la sociedad, con un considerable impacto en la 
mayoría de los sectores industriales y potencial de aplicaciones en cualquier tipo de producto. 
 
Los nuevos avances tecnológicos ya han abierto en los últimos años una industria 
multimillonaria. Las fabulosas expectativas generadas por el potencial de bienestar, 
innovación y de impacto económico de la nanotecnología se reflejan en la creciente inversión 
tanto pública como privada en I+D en todos los países, la continua producción científica, la 
intensa actividad en el campo de la regulación y normativa, actualmente en fase de 
desarrollo, y el establecimiento de estrategias y políticas nacionales y de alianzas entre los 
principales agentes implicados, tanto a nivel gubernamental, industrial y de investigación 
(Galera, 2015). Tanto es así, que entre 2001 y 2008 el número de descubrimientos, patentes, 
trabajadores en nanotecnología, programas de financiación de la I+D y de mercados, creció a 





Se estima que en los próximos años se producirá un crecimiento espectacular del 
mercado asociado al producto nanotecnológico, incrementando la tendencia existente en los 
primeros años de vida de esta industria emergente. En concreto, partiendo de un mercado de 
200 mil millones de € en 2009, en 2015 se alcanzarán los 2 billones de € (Forfás, 2010). Así 
mismo, previsiones como la publicada por la consultora Lux Research en Febrero de 2014, 
indican que las ventas relacionadas con el sector nanotecnológico (incluyendo todo tipo de 
productos) ascenderán a 4,4 billones de € en 2018 (Lux Research, 2014). Todavía no se 
dispone de información suficiente para evaluar si dichas estimaciones se han ido cumpliendo 
hasta la fecha, sin embargo, los estudios más recientes indican unas ligeras diferencias en 
negativo con respecto a las estimaciones anteriores (Lux Research, 2014). Parece probable 
que en dicha diferencia tengan influencia las problemáticas reglamentarias surgidas como 
respuesta al cierto nivel de alerta en relación a la toxicidad de las nanopartículas (NPs), y que 
pueden haber frenado sensiblemente tal incremento. En todo caso, no cabe duda que las 
ventajas asociadas a la inversión en nanotecnologías, compensarán cualesquiera que sean los 
gastos relacionados con la implementación de las medidas reglamentarias que sean 
obligatorias. 
 
Estas aplicaciones serán esenciales para la competitividad de una amplia gama de 
productos de la UE en el mercado mundial. También existen muchas PYME y empresas 
semilla de reciente creación en este ámbito de la alta tecnología. Cabe destacar además, el 
beneficio a nivel de creación de empleo en el sector. En 2012, el empleo directo en los 
sectores nanotecnológicos en la UE oscilaba entre 300.000 y 400.000 puestos de trabajo, con 
tendencia al alza (Comisión Europea, 2012). La mayor parte de la actividad relacionada con 
la nanotecnología se lleva a cabo en los países de mayor grado de industrialización. Pese a 
que las economías emergentes muestran una rápida progresión en términos de producción y 
desarrollo, éstas se mantienen en un segundo plano con respecto a las tres principales 
potencias nanotecnológicas que son Estados Unidos, Unión Europea y las regiones del este 
de Asia (Japon, Korea, China y Taiwan) (StatNano, 2015).      
 
En términos de número de patentes en al ámbito nanotecnológico, Estados Unidos se 
encuentra claramente a la cabeza, tal y como muestra la Figura 1. Cabe destacar que el 
lanzamiento de nuevos productos nanotecnológicos se distribuye entre las potencias 
mencionadas, donde Estados Unidos se sitúa como líder en solitario (Figura 2). Sin embargo, 




adolece de falta de detalle. En términos de impacto industrial y de exposición pública los 
principales NMs presentes en el mercado, requieren de la creación inmediata de un marco 
regulatorio. 
Figura 1. Número de patentes de nanotecnología en la 
EPO (European Patent Office) en 2015 (StatNano, 2015). 
 
 
Figura 2. Número de productos nanotecnológicos por 
zonas geográficas (Palmberg y col., 2009). 
 
Según los estudios de mercado realizados hasta la fecha, la cantidad global de NMs 
comercializados a nivel mundial se encuentra sobre los 11,5 millones de toneladas, con un 
valor de mercado aproximado de 20 mil millones de € (Comisión Europea, 2012). El negro 















NMs que existen actualmente en el mercado, y se vienen utilizando en una amplia gama de 
aplicaciones. En la actualidad, el grupo de materiales que más reclama la atención está 
constituido por el nanodióxido de titanio, el nanóxido de zinc, los fullerenos, los nanotubos 
de carbono y la nanoplata (Comisión Europea, 2012). Dichos materiales se comercializan en 
cantidades manifiestamente más pequeñas que los materiales tradicionales, pero la utilización 
de algunos de ellos va en rápido aumento. Al mismo tiempo, se van desarrollando otros 
nuevos NMs y aparecen nuevos usos. Muchos se utilizan en aplicaciones innovadoras como 
los catalizadores, la electrónica, los paneles solares, las baterías y las aplicaciones 
biomédicas, incluyendo el diagnóstico y las terapias oncológicas (Arivalagan y col., 2011).  
 
La política Europea en materia de Nanotecnología se inició con el “Plan de acción para 
Europa 2005-2009 en nanociencia y nanotecnología”. Durante el periodo 2007-2011 dentro 
del séptimo Programa Marco (7PM), se destinaron 2.560 millones de € a la investigación en 
nanociencia y nanotecnología. El esfuerzo en inversión para afianzar la nanotecnología como 
motor de innovación no sólo se mantiene, sino que ha aumentado. De especial significación 
ha sido la designación del programa Grafeno como uno de los dos buques insignia de la 
investigación europea, con una dotación de 1.000 millones de € para una duración de 10 años 
(Comisión Europea, 2013). 
 
Hay sin embargo un aspecto no resuelto y es el de las consecuencias ambientales y sobre 
la salud humana asociados a la nanotecnología. La importancia de los aspectos de seguridad y 
salud humana y ambiental en relación con la nanotecnología, radica en que es el factor 
limitante del crecimiento del mercado de los productos y servicios con nanotecnología 
aplicada. Ante el panorama de desarrollo nanotecnológico descrito se deriva que las primeras 
personas expuestas a potenciales riesgos nano serán las que, de un modo u otro, sintetizan (la 
síntesis de NMs es una de las principales fuentes de potencial riesgo), manejan o están en 
contacto con NMs, componentes o productos ya acabados, en sus puestos o lugares de 
trabajo. En este terreno, el de la seguridad y salud en el trabajo (SST), impera la 
incertidumbre sobre el impacto potencial para la salud de los trabajadores expuestos a NMs 
en las empresas donde se fabrican o utilizan. La organización mundial del trabajo (OIT) ha 
llamado la atención acerca del enorme desfase entre el conocimiento en las aplicaciones de la 
nanotecnología y el de su impacto en la salud, brecha que la Agencia Europea para la 




titulado “Prioridades para la investigación sobre seguridad y salud laboral en Europa: 2013-
2020”. 
 
II.1.1. Historia de la nanotecnología 
 
Puede que la palabra “nanotecnología” haga pensar que es algo actual, cosa de hace 
pocos días o incluso del futuro, pero lo cierto es que esta estrategia de llegar a la dimensión 
más diminuta de una partícula es posible y se lleva utilizando desde hace muchísimo tiempo. 
Desde hace millones de años en la naturaleza existen una multitud de entidades y procesos 
que funcionan en la escala nanométrica, algunos ejemplos son las partículas de negro humo, 
bacterias que sintetizan NPs en su interior o flagelos pluricelulares que funcionan como 
nanomotores de engranajes, etc. 
 
La nanotecnología fue usada en siglos pasados por el hombre, aprovechando las 
propiedades ópticas y medicinales de las NPs, sin saber que se trataba de una nueva y 
revolucionaria tecnología (Schmid, 2005). Respecto a sus primeros usos puede citarse el caso 
de la cultura egipcia, que, en el año 4000 a.C., empleaba NPs de sulfuro de plomo (de 5 nm) 
como tintes para el cabello. También usaban NPs de oro como coloides medicinales para 
conservar la juventud y mantener buena salud y la civilización china, que además de 
utilizarlas con fines curativos, también las empleaban como colorantes inorgánicos en 
porcelanas. Otros ejemplos significativos son las vidrieras coloreadas con NPs de oro de las 
catedrales góticas, las espadas de Damasco, cuyo acero estaba reforzado por nanotubos de 
carbono por su peculiar fabricación y el increíblemente bien conservado color azul de los 
objetos arqueológicos de origen Maya, debido a que el colorante se incrustaba en 
nanocavidades de filosilicatos que lo han preservado de los agentes atmosféricos durante 
siglos (Figura 3) (Reibold y col., 2006; Reyes-Valerio, 1993). Un caso especialmente 
curioso es el vaso de Lycurgus, creado por los romanos en el siglo IV d.C. (Freestone y col., 
2007). Este vaso aún se muestra en exhibición en el Museo Británico y tiene una 
característica muy interesante; a la luz del día presenta colores verdosos, y cuando es 
iluminado desde su interior adquiere un color rojizo, como se observa en la Figura 4. Los 
análisis de este vaso muestran que está compuesto de una matriz de vidrio que contiene una 







Figura 3. Vidriera gótica con NPs de oro (A), espada de Damasco (B) y pintura con azul 
maya (C). 
 











Las ideas y conceptos de la nanotecnología surgieron tras una conferencia titulada “Hay 
mucho sitio al fondo” del físico Richard Feynman en una reunión de la Sociedad Americana 
de Física en el Instituto de Tecnología de California (Caltech), el 29 de diciembre de 1959. 
En ella, Feynman describió un proceso por el cual los científicos serían capaces de manipular 
y controlar átomos y moléculas individuales. Una década más tarde, el profesor Norio 
Taniguchi acuñó el término de nanotecnología, aunque no fue hasta 1981, con el desarrollo 
del microscopio de efecto túnel cuando se pudieron “observar” los átomos individuales, 
cuando comenzó la nanotecnología moderna. Un breve resumen de la historia cronológica de 
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Figura 4. Vaso de Lycurgus. Vista con 






Figura 5. Historia cronológica de la Nanotecnología. 
 
 
II.1.2. Definición de nanotecnología 
 
Actualmente, no existe un consenso sobre la definición de nanotecnología, sin embargo, 
una de las más ampliamente utilizadas es la adoptada por la Royal Society and the Royal 
Academy of Engineering (2004), la cual la define como el diseño, caracterización, producción 
y aplicación de estructuras, dispositivos y sistemas controlando el tamaño y la forma a escala 
nanométrica. La Tabla 1 muestra una visión general de alguna de las definiciones de 
nanotecnología usadas por la comunidad científica, organismos de financiación y propiedades 
intelectuales del mundo.  
 
 “Nano” es un prefijo griego que significa diminuto, enano, pequeño. Este prefijo se 
utiliza en el sistema internacional (S.I.)  de unidades para indicar un factor de 10-9 es decir, la 
millonésima parte de algo. Por tanto, un nanómetro es la millonésima parte de un milímetro, 
una longitud 60.000 veces más pequeña que el diámetro de un cabello humano y 10 veces el 
diámetro de un átomo de hidrógeno (Corbertt y col., 2000). La Figura 6 muestra diferentes 
objetos con sus tamaños característicos. 
 
 
Taniguchi introduce el termino 
de Nanotecnología. 	
1977  
Drexler crea el concepto de 
Nanotecnología molecular. 
1985  
Se descubren los fullerenos. 
1959 
Feyman realiza la primera referencia 
sobre la Nanotecnología. 
1991  
Se descubren los 
nanotubos de carbono. 
   1997 
Se funda la primera compañía 
en Nanotecnología.  
   
2001 
Primer informe sobre la 
Industria Nanotecnológica.  
1974  
    
   1986 
Se inventa el Microscopio de  
Fuerza Atómica.  
  1981 
Se crea el Microscopio 
de efecto TUNEL.   
 Premio Nobel de Química 
por el desarrollo de 





Tabla 1. Definiciones de nanotecnología. 
 Fuente Definición 
 International patent 
classification (IPC) subclase 
B82B 
“Nanoestructura” es “un ordenamiento atómico preciso de la materia 
que tiene una configuración particular de la forma incluyendo al 
menos un elemento integral esencial que: 
(i) está formada exclusivamente a partir de un átomo, una 
molécula o una colección muy limitada de átomos o 
moléculas, colección que en su totalidad es indetectable por 
un microscopio óptico; y 
(ii) se ha formado por tener sus átomos o moléculas manipuladas 
individualmente como discretas unidades durante su 
fabricación” 
 physics.about.com “El desarrollo y la utilización de dispositivos que tienen un tamaño de 
sólo unos pocos nanómetros” 
 hyperdictionary.com “La rama de la ingeniería que se ocupa de las cosas menores de 100 
nm (especialmente con la manipulación de las moléculas 
individuales)” 
 NASA “Nanotecnología es la creación de materiales funcionales, dispositivos 
y sistemas a través del control de la materia en la escala nanométrica 
(1-100 nm), y la explotación de nuevos fenómenos y propiedades 
(físicas, químicos, biológicos, mecánicos, electricos…) en esta misma 
escala” 
 International standard 
organization (ISO, 2010) 
“Aplicación del conocimiento científico para manipular y controlar la 
materia a escala nanométrica con el fin de hacer uso de sus 
propiedades y fenómenos relacionados con su tamaño y estructura, a 
diferencia de los asociados con átomos o moléculas individuales o con 
materiales a granel”  
 Fundación española para la 
ciencia y tecnología 
(FECYT) 
“Tecnología generada con objetos cuyo tamaño oscila desde una 
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Según la recomendación de la Comision Europea del 18 de octubre de 2011a, 
nanomaterial se define como “un material natural, secundario o fabricado que contenga 
partículas, sueltas o formando un agregado o aglomerado y en el que el 50% o más de las 
partículas en la granulometría numérica presente una o más dimensiones externas en el 
intervalo de tamaños comprendido entre 1 nm y 100 nm”. Los términos partícula, aglomerado 
y agregado se definen como: 
«partícula»: una parte diminuta de materia con límites físicos definidos. 
«aglomerado»: un conjunto de partículas débilmente ligadas o de agregados en que la 
extensión de la superficie externa resultante es similar a la suma de las extensiones de 
las superficies de los distintos componentes. 
 «agregado»: una partícula compuesta de partículas fuertemente ligadas o fusionadas. 
 
Según la ISO TS 80004-1, un nanomaterial es un material que presenta al menos una 
dimensión en la escala nanométrica o que posee una estructura interna o de superficie en 
dicha escala. 
 
Las fuentes de NPs pueden ser clasificadas como naturales o como derivadas de 
actividades antropogénicas intencionales o accidentales (Figura 7). Los NMs artificiales o 
manufacturados, son aquellos de producción humana intencional con propósitos de aplicación 
precisos y con unas propiedades específicas. Algunos de ellos llevan años instalados en el 
mercado en tonelajes significativos como el negro de carbón, el dióxido de titanio, el 
aluminio, el carbonato de calcio o la sílice amorfa. Otros, más recientes se fabrican en 
cantidades mucho menores, como los nanotubos de carbono, los dendrímeros, las gotas 
cuánticas o el grafeno. Estos pueden ser fabricados a través de dos métodos principales; “top-
down” moliendo materiales a granel o “bottom-up” mediante la síntesis química o auto-
ensamblaje de compuestos más pequeños (Figura 8) (Forough y Farhadi, 2010; Pal y col., 
2011). Los NMs accidentales son también de origen humano, pero se distinguen de los 
artificiales en que no han sido producidos de forma intencionada, sino que son resultado, 
generalmente, de procesos mecánicos o térmicos como los humos de soldadura, los humos de 




volcánicas o la sal de mar en suspensión en el aire (Galera, 2015).  
 








En teoría, los NMs o NPs pueden ser procesados a partir de casi cualquier sustancia 
química (Dreher, 2004), por lo que su diversidad es muy extensa. Los principales tipos de 
NMs son los basados en metales, en carbono, dendrímeros y nanocompuestos (Gutierrez-
















II.2.2.1. Nanomateriales basados en metales 
 
En ellos se incluyen los puntos cuánticos y NPs de metales como la plata y oro y óxidos 
de metales, tales como el dióxido de titanio.  
 
II.2.2.1.1. Puntos cuánticos 
 
Los puntos cuánticos consisten en cristales coloidales semiconductores muy compactos, 
compuestos por cientos o miles de átomos ordenados en una estructura cristalina de forma 
habitualmente esférica. Son ampliamente utilizados en el sector biomédico, especialmente en 
el ámbito del análisis clínico, no obstante, existe un gran potencial de aplicación en ámbitos 
como la nanomedicina regenerativa, terapia genética y oncológica, entre otros. Así mismo, se 
vislumbran aplicaciones a nivel de optoelectrónica, criptografía o computación cuántica y 
energías renovables (Pombo y Goyanes, 2011). 
 
II.2.2.1.2. Nanopartículas de dióxido de titanio 
 
El dióxido de titanio es uno de los pigmentos minerales sintéticos más utilizados en el 
mundo en las últimas décadas, sus aplicaciones destacan en el campo de las pinturas, 
cosméticos, plásticos, papel y tintas, entre otros, y tiene una presencia masiva en el ámbito 
alimentario. Así mismo, sus propiedades fotocatalíticas le permiten descomponer una gran 
variedad de materias orgánicas e inorgánicas, haciendo que su utilización sea creciente en 
nuevos ámbitos, como por ejemplo el de la construcción, dadas sus características 
autolimpiadoras y antipolutivas (Ruiz, 2015).  
 
II.2.2.1.3. Nanopartículas de oro 
 
Las NPs de oro (AuNPs) destacan especialmente por sus propiedades fototerapéuticas. 
En presencia de luz láser las AuNPs se activan y desprenden calor, siendo muy útiles en el 
tratamiento selectivo de células tumorales (Jain y col., 2008).  Además de su extraordinario 
potencial como agentes fototerapéuticos, las AuNPs pueden utilizarse en la elaboración de 
partículas nanoestructuradas para el transporte y la vectorización selectiva de fármacos y 
macromoléculas terapéuticas, así como en terapia génica (vehiculización de plásmidos, DNA, 




industria de los alimentos, donde se las utiliza como parte integrante de nanocompuestos 
poliméricos. Estos se utilizan en la fabricación de envases con propiedades antimicrobianas o 
para incrementar la resistencia a la abrasión de los envases (Chaudhry y col., 2008). 
Asimismo, ya se han elaborado indicadores de tiempo-temperatura a partir de AuNPs 
(Robinson y Morrison, 2010).  
 
II.2.2.1.4. La plata 
 
La plata (Ag) es un elemento químico de número atómico 47 situado en el grupo 1b de la 
tabla periódica de los elementos. Su símbolo es Ag (procede del latín: argentum). Es un metal 
de transición blanco, brillante, blando, dúctil y maleable. Se encuentra en la naturaleza 
formando parte de distintos minerales (generalmente en forma de sulfuro) o como plata libre. 
La mayor parte de su producción se obtiene como subproducto del tratamiento de las minas 
de cobre, zinc, plomo y oro. La plata ha sido ampliamente utilizada desde hace millones de 
años en la historia de la humanidad, en aplicaciones como la joyería, utensilios, fotografía, 
etc. (Chen y Schluesener, 2008). Incluso civilizaciones antiguas como los griegos utilizaban 
la plata para cocinar y mantener la seguridad del agua. Sus propiedades antimicrobianas ya se 
explotaban antiguamente con la medicina tradicional (Behera y col., 2011).  
 
Las referencias a la plata como protectora contra las infecciones son continuas a lo largo 
de la historia, aunque no fue hasta 1893 cuando Karl Wilhelm von Nageli, botánico suizo, 
hizo pública la primera investigación demostrando las características antimicrobianas de la 
plata. La plata se introduce en el interior de las células de los microorganismos a través de 
unos transportadores de metales presentes en su membrana compitiendo con ellos por los 
lugares de captación. El mecanismo de acción de los iones de plata está estrechamente 
relacionado con su interacción con los grupos tiol (Furr y col., 1994). Los iones de plata 
actúan interfiriendo en la permeabilidad gaseosa de la membrana (respiración celular) y una 
vez en el interior de la célula, alteran su sistema enzimático, inhibiendo su metabolismo y 
producción de energía y modificando su material genético (Schreurs y Rosenberg, 1982; 
Thurman y Gerba, 1989). El microorganismo pierde rápidamente toda capacidad de crecer y 
reproducirse (Richards y col., 1984). De esta manera se evita el desarrollo de 
microorganismos patógenos como Salmonella, Legionella, Escherichia coli y Staphylococcus 





Una de las virtudes de la plata es que constituye un antimicrobiano de amplio espectro. 
La plata iónica destruye las bacterias, hongos, virus y protozoos, aunque es menos activa 
frente a microorganismos más resistentes, como las esporas. Además, los estudios revelan 
que es muy poco probable que los microorganismos desarrollen algún tipo de resistencia al 
tratamiento, ya que los iones de plata quedan atrapados en un sustrato matriz o film protector 
desde donde actúan (Brown y Smith, 1976). Sin embargo, la exposición a la plata está 
asociada con síntomas clínicos específicos, tales como la argiria, la cual causa una coloración 
grisácea de la piel (Payne y col., 1992). Se sabe que las áreas más expuestas a la luz solar 
(tales como la cara y las manos) experimentan una decoloración más pronunciada, sugiriendo 
que existe algún componente fotosensible (Wadhera y Fung, 2005). El origen de este 
fenómeno es incierto, pero se piensa que deriva de la estimulación de la plata a los 
melanocitos (Chang y col., 2006). No obstante, este fenómeno es reversible ya que con la 
finalización del tratamiento la coloración de la piel vuelve a ser normal. Por lo tanto, la 
duración y alcance de la exposición a la plata es crítico para el desarrollo de argiria (Johnston 
y col., 2010). 
 
II.2.2.1.4.1. Nanopartículas de plata  
 
En los últimos años, la plata ha ganado mucho interés debido a su buena conductividad, 
estabilidad química y actividad catalítica y antibacteriana. Por ello, las AgNPs se están 
convirtiendo en una de las categorías de productos de mayor crecimiento en la 
nanotecnología, según un informe de investigación de mercado realizado por Bourne research 
(http://www.bournereseach.com). Debido a su fuerte actividad antimicrobiana las AgNPs 
están siendo una alternativa en sustitución a los iones de plata. La formación de complejos de 
iones de plata es limitado y el efecto de los iones se mantiene de alguna manera sólo por un 
corto período (Méndez-Vilas, 2011). Sin embargo, este inconveniente se ha resuelto mediante 
la aplicación de las AgNPs, ya que presentan mayores propiedades antibacterianas mediante 
la inducción de la síntesis de especies reactivas del oxígeno (EROs) tales como peróxido de 
hidrógeno (Mohammed, 2015). La alta eficacia de las AgNPs se debe principalmente a la 
mayor relación de superficie-volumen para las interacciones, facilitando la penetración de las 
AgNPs en las células bacterianas, en comparación con los iones de tamaño micro de plata 





El mecanismo exacto de la actividad antibacteriana de las AgNPs aún no se ha 
determinado, la Figura 9 muestra un resumen. Li y colaboradores (2008) han propuesto tres 
posibles mecanismos:  
- El crecimiento y la proliferación bacteriana se inhiben por la adhesión de las AgNPs a 
la pared celular produciendo cambios en la misma. 
- La captación de las AgNPs por la célula bacteriana conduce a daños en el ADN, o 
incluso la muerte celular, mediante la alteración del funcionamiento normal del ADN 
bacteriano. 
- La interacción de AgNPs con las proteínas que contienen azufre presentes en la pared 
celular bacteriana causa irreversiblemente su destrucción.  
 
 
Figura 9. Posible mecanismo de actividad antibacteriana por las AgNPs. 
 
Las AgNPs se pueden incorporar en una amplia gama de aplicaciones tales como agentes 
antisépticos en la industria médica, cosméticos, envases de alimentos, la bioingeniería, la 
electroquímica, la catálisis, y usos ambientales (Figura 10).  
 
Debido a las diferentes actividades catalíticas de las AgNPs, estas son aplicadas como 
catalizadores en diversos tipos de procesos como por ejemplo, la descomposición de H2O2 a 
oxígeno (Merga y col., 2007), la emisión de quimioluminiscencia de luminol-H2O2 y la 
reducción de colorantes por borohidruro de sodio (NaBH4) (Guo y col., 2008). En el ámbito 
médico, existen apósitos para heridas, dispositivos anticonceptivos, instrumental quirúrgico y 
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(Cohen y col., 2007; Tran y col., 2013). Por sus propiedades plasmónicas, las AgNPs también 
pueden ser explotadas como biosensores para detectar diversas anomalías o enfermedades del 
ser humano, como por ejemplo células tumorales (Morley y col., 2007). Además, también se 
está evaluando la utilización de las AgNPs contra el tratamiento de enfermedades que 
requieren una concentración mantenida de fármaco en sangre o con un direccionamiento 
específico a células u órganos (Panyman y col., 2003), como ocurre con el virus del VIH-1, 
ya que ha sido demostrado que el tratamiento in vitro con AgNPs interacciona con el virus e 
inhibe su capacidad para unirse a las células del huésped (Elechiguerra y col., 2005). En la 
vida diaria los consumidores pueden tener contacto con las AgNPs contenidas en aerosoles, 
detergentes, frigoríficos, lavadoras, chupetes, sistemas de purificación de aguas, pinturas para 
paredes y productos cosméticos para el tratamiento por ejemplo del acné (Zhang y Sun, 2007; 
Kokura y col., 2010). Las AgNPs también se emplean en la industria textil para la fabricación 
de prendas de vestir, ropa interior y calcetines (Lee y col., 2007). Su utilización en fibras 
sintéticas o naturales potencia la actividad iónica gracias a la mayor cantidad de iones plata 
que son liberados. El resultado es la obtención de rápidos efectos antimicrobianos ó antiolor 
(Chen y Chiang, 2008). 
 
 




Finalmente, las AgNPs también tienen su aplicación en el sector alimentario, con su 
utilización en todas las etapas de la cadena alimentaria. Dentro del campo de la agricultura, 
las AgNPs se emplean para prolongar la conservación de frutos, ya que además de su 
actividad antibacteriana presentan un efecto antifúngico que retarda el crecimiento de hongos 
fitopatógenos. Estas NPs pueden aplicarse junto con un recubrimiento biodegradable en los 
frutos, mediante la inmersión de los mismos en la solución formadora de recubrimiento 
(Aguilar, 2009). Como aditivos alimentarios, las AgNPs se están desarrollando para ser 
utilizadas como conservantes para mejorar el sabor (Berekaa, 2015). Por último, una de sus 
principales aplicaciones en el sector alimentario es la fabricación de materiales en contacto 
con los alimentos, eliminando hasta en un 90% el crecimiento de microorganismos en los 
alimentos (ObservatoryNANO, 2009), siendo una alternativa a otros métodos de 
conservación de alimentos que emplean la radiación, tratamiento térmico, almacenamiento a 
baja temperatura, o la introducción de aditivos antimicrobianos (Brody y col., 2008; Sekhon, 
2010). 
 
II.2.2.2. Nanomateriales basados en carbono 
 
Estos NMs están compuestos principalmente por carbono, generalmente formando 
esferas, elipses y tubos huecos. Tienen muchas aplicaciones potenciales, incluyendo películas 
mejoradas y recubrimientos, obteniendo materiales más fuertes y ligeros.  
 
II. 2.2.2.1. Fullerenos 
 
Los fullerenos son estructuras cerradas y huecas formadas por 
átomos de carbono dispuestos en forma de pentágonos y 
hexágonos, adoptando una estructura quasi-esférica (estrictamente 
un poliedro con un elevado número de caras) (Figura 11). Entre 
sus propiedades físicas destaca su alta resistencia a presiones 
extremas, recuperando su forma original cuando cesa la presión. 
Son muy prometedores en aplicaciones biomédicas, ya que tienen 
propiedades antioxidantes, además pueden ser una herramienta 
muy útil para la administración de fármacos a nivel celular, por su 
capacidad para ligarse a proteínas y moléculas más complicadas 
(González, 2011).  




II.2.2.2.2. Nanotubos de carbono 
 
Los nanotubos de carbono (CNTs) están 
constituidos por redes hexagonales de carbono 
curvadas y cerradas, formando tubos de carbono 
nanométricos con una serie de propiedades físicas 
de gran valor que fundamentan el interés que han 
despertado en numerosas aplicaciones 
tecnológicas (Figura 12). Son sistemas ligeros, 
huecos y porosos que tienen alta resistencia 
mecánica, y por tanto, interesantes para el 
reforzamiento estructural de materiales y formación de “composites” de bajo peso, alta 
resistencia a la tracción y enorme elasticidad. Electrónicamente, se ha comprobado que los 
nanotubos se comportan como hilos cuánticos con comportamiento aislante, semiconductor o 





Consisten en polímeros de tamaño nano construidos a partir de unidades ramificadas. La 
superficie de los dendrímeros tienen numerosos extremos de cadena, que pueden ser 
adaptados para realizar funciones químicas específicas. Existe una gran variedad de 
dendrímeros, y cada uno tiene propiedades biológicas tales como la polivalencia, 
interacciones electrostáticas, estabilidad química, baja citotoxicidad, y solubilidad. Estas 
características hacen que los dendrímeros sean una buena elección en el campo de la 
medicina, como por ejemplo para la administración de fármacos dentro de sus cavidades 




Estos compuestos poseen NPs con otras NPs o con materiales más grandes. Un ejemplo 
son las nanoarcillas, las cuales se añaden a productos que van desde piezas de automóviles a 
materiales para el envasado, mejorando propiedades mecánicas, térmicas, barreras y 
retardantes de llama (Uddin, 2008). 




II.3. APLICACIONES DE LA NANOTECNOLOGÍA 
 
El interés de la nanotecnología radica en el hecho de que las propiedades exhibidas por 
los NMs son inmensamente diferentes a las que exhiben estos mismos materiales en una 
macroescala (Jos y col., 2009). Las NPs poseen una mayor relación de superficie-volumen y 
por tanto una mayor superficie de contacto con el entorno (Maurer-Jones y col., 2010). Por 
esta capacidad ventajosa que les otorga este distinto comportamiento, las NPs pueden formar 
parte de la composición de productos y aportarles nuevas propiedades. Así, se ha pasado en 
muy poco tiempo de una situación en la que prácticamente no existían NMs en nuestro 
entorno, a estar rodeados por una gran variedad de productos que los contienen en su 
composición. Sin embargo, esta diferencia de comportamiento puede igualmente inducir 
riesgos potenciales (Maurer-Jones y col., 2013). 
 
La rápida evolución y crecimiento de la nanotecnología se ha convertido en una pieza 
clave para el fomento de la innovación competitiva, la aparición de nuevos negocios y 
perspectivas para muchos sistemas económicos. Representan una revolución de dispositivos 
con precisión atómica, a través del tratamiento de átomos y moléculas, teniendo aplicaciones 
en medicina y diversos tipos de industria como la automoción, textil, aeroespacial, 
informática y alimentaria entre otras (Tabla 2) (Ricaud y Witschger, 2012). En la actualidad, 
el inventario de productos para el consumo indica que hay 1814 productos que contienen 
NMs (Vance y col., 2015). Estos productos se agrupan bajo ocho grupos inspirados en los 
sistemas de clasificación de productos para el consumo (Figura 13) (Maynard y Michelson, 
2006), siendo la categoría de salud y bienestar la mayoritaria (42% del total de los 
productos).  
 
De los 1814 productos enumerados, el 47% (846 productos) de ellos anuncian la 
composición de al menos un componente nanomaterial. En dicho  inventario hay 39 tipos 
diferentes de NMs que son agrupados en 5 categorías; metales, carbonosos, silicio, no 
informan del NM y otros (Figura 14). Los metales y los óxidos metálicos comprenden el 








Tabla 2. Aplicaciones de la nanotecnología por sector de actividad. 
 Sector de Actividad Ejemplos de aplicaciones actuales y potenciales 
 Automóvil, aeronáutica y 
aeroespacial 
Materiales reforzados y ligeros, pinturas con prestaciones 
especiales (color, resistencia física y química), sensores para la 
optimización del rendimiento de las motorizaciones, detectores 
de hielo en las alas de aeronaves, aditivos para diesel que 
permitan una mejora de la combustión, neumáticos de mayor 
durabilidad.  
 Electrónica y 
comunicaciones 
Memorias de alta densidad y procesadores miniaturizados, 
células solares, bibliotecas electrónicas de bolsillo, 
ordenadores y juegos electrónicos ultrarrápidos, pantallas 
planas.  
 Agroalimentaria Etiquetado y embalaje inteligente, aditivos, antiaglomerante, 
colorantes, emulsionantes.  
 Química y materiales Pigmentos, cargas, polvos cerámicos, inhibidores de la 
corrosión, catalizadores multifuncionales, textiles y 
revestimientos antibacterianos y ultrarresistentes.  
 Construcción Cementos autorreparables y antipolución, vidrios 
autolimpiables, pinturas, barnices, colas, masillas.  
 Farmacia y salud Medicamentos y agentes activos, superficies adhesivas 
médicas antialérgicas, medicamentos de liberación controlada 
en órganos específicos, superfícies biocompatibles para 
implantes, vacunas orales, radiología.  
 Cosmética Cremas solares transparentes, pastas dentífricas abrasivas, 
maquillajes mejorados.  
 Energía Células fotovoltaicas de nueva generación, nuevos tipos de 
baterías, ventanas inteligentes, materiales aislantes de alta 
eficacia, almacenamiento de hidrógeno combustible.  
 Medioambiente Disminución de emisiones de CO2, producción de agua 
ultrapura a partir de agua marina, pesticidas y fertilizantes de 
alta efectividad y menos perjudiciales, analizadores químicos 
específicos.  
 Defensa Detectores de agentes químicos y biológicos, sistemas de 
vigilancia miniaturizada, sistemas de guía más precisos, 
textiles ultraligeros y autoreparables.  










Figura 14. (a) Composición de los NMs que figuran en el inventario agrupados en cinco 
categorías principales: no se anuncian, metal, NMs carbonosos, NMs basados en silicio 
y otros. (b) Composición elemental de los NMs que figuran en el categoría metales: 
plata, titanio, zinc, oro y otros metales. (c) NMs carbonosos (Vance y col., 2015). 
 
Figura 13. Número de productos con 
NMs disponibles en el tiempo en las 
diferentes categorías de productos de 




II.3.1. Aplicaciones de la nanotecnología en la industria alimentaria 
 
La nanotecnología brinda 
grandes oportunidades para la 
obtención de productos y 
aplicaciones innovadoras en el 
sector agroalimentario. Estas 
aplicaciones se están estudiando, 
desarrollando e incluso utilizando 
en las diferentes etapas de la 
cadena de producción de 
alimentos, como se ilustra en la 
Figura 15. 
 
Generalmente, los NMs usados para la alimentación se divididen en 3 grupos; NMs 
orgánicos, NMs combinando orgánico/inórganico (superficie modificada) y los NMs 
inorgánicos (Figura 16). La mayoría de las aplicaciones con NMs orgánicos se debe a la 
encapsulación de aditivos (vitaminas, antioxidantes, colorantes, etc.), y en menor medida a 
pesticidas y fármacos veterinarios. Estos nanoencapsulados consisten generalmente en 
micelas, liposomas o nanoesferas, y suelen ser considerados como materiales seguros (Peters 
y col., 2011). El principio fundamental en el que se basa la obtención de sustancias orgánicas 
de tamaño nanométrico es su mayor ingestión y absorción y la mejor biodisponibilidad en el 
organismo, en comparación con los homólogos ordinarios a escala micro o macroscópica. 
Los NMs combinados, también llamados NMs funcionalizados de superficie son NMs que 
añaden cierto tipo de funcionalidad a la matriz, como puede ser cierta actividad 
antimicrobiana. Un ejemplo de este material son las nanoarcillas, usadas para el desarrollo de 
envases alimentarios (Singla y col., 2012). Finalmente, los NMs inorgánicos constan de 
metales, principalmente NPs de metales oxidados cuya aplicación mayoritaria consiste en el 
desarrollo de envases de alimentos. Entre los metales más usados encontramos las NPs de 
plata, hierro, calcio y magnesio, selenio, dióxido de silicio y dióxido de titanio (Weir y col., 
2012). 
 
En la actualidad la mayoría de los NMs empleados en la industria agroalimentaria se 








Figura 15. Cadena de producción de alimentos 




nuevas aplicaciones los NMs inorgánicos (principalmente la plata) son los mayoritarios 
(RIKILT y JRC, 2014). Dentro de las aplicaciones en la industria agroalimentaria, los 






Los NMs son utilizados en la industria agroalimentaria para prevenir el deterioro 
microbiano de los alimentos envasados, para mejorar los colores, sabores y texturas y 
aumentar la biodisponibilidad de vitaminas y minerales. Además, la aplicación de NMs 
también ha permitido el desarrollo de materiales de embalaje innovadores que pueden 
mejorar la seguridad y la vida útil de los productos. Estas perspectivas han llevado a 
desarrollos innovadores en la agricultura, alimentación y sectores relacionados. La Tabla 3 
muestra diferentes ejemplos de futuras aplicaciones del uso de NMs en el sector 
agroalimentario (RIKILT y JRC, 2014). 
 
II.3.1.1. Producción agrícola 
 
En referencia a la aplicación de la nanotecnología en la producción agrícola destacan la 
mejora de la productividad, optimizando el uso del agua, los fertilizantes y los productos 
fitosanitarios y la protección de los cultivos y el medio ambiente. En la actualidad solo unos 
pocos productos están comercializados, y la mayoría de las aplicaciones se encuentran en la 
etapa de desarrollo (Perlatti y col., 2012). 
 
Una de las principales aplicaciones son los pesticidas, como por ejemplo el uso de nano-
encapsulados para la liberación de pesticidas y otras sustancias químicas (Kah y col., 2012), 
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Figura 16. Principales tipos de NMs usados para la alimentación y 




con la  ventaja de controlar mejor su liberación en el medio ambiente y su movimiento. Es 
decir, los recubrimientos pueden permitir que las partículas no se adhieran a las plantas 
debido a su afinidad y así no se produzca la acumulación de esta sustancia tóxica en la planta. 
También la liberación del compuesto se produce más lentamente y por tanto no hay 
problemas de sobredosis temporal, minimizando la contaminación. Actualmente algunos de 
estos pesticidas ya están siendo aplicados, como por ejemplo, Nanocid® (Gholami-
Ahangaran y Zia-Jahromi, 2013) y Quitosano (Cota-Arriola y col., 2013).  
 
Tabla 3. Potenciales aplicaciones del uso de NMs en la industria agroalimentaria.  
 Campo de 
aplicación 
Potenciales aplicaciones 
 Agricultura  Nanocápsulas para una mayor eficiencia de distribución de 
pesticidas, fertilizantes y otros agroquímicos. 
 Nanomateriales para detección de plagas. 
 Alimentos y 
piensos 
 Nanocápsulas para mejorar la dispersión, biodisponibilidad y 
absorción de nutrientes. 
 Nanomateriales como potenciadores de color. 
 Nano-encapsulado como potenciadores de sabor. 
 Nanotubos y nanopartículas como agentes de gelificación y 
viscosidad. 
 Nanopartículas para detección de patógenos de los alimentos. 
 Envases de 
alimentos 
 Nanopartículas para detectar metabolitos de patógenos 
alimentarios. 
 Nanosensores biodegradables para monitorizar temperatura y 
humedad. 
 Nanoarcillas y nanofilms como materiales de barrera para 
prevenir el deterioro y la absorción de oxígeno. 




 Suspensión de nanopartículas como antimicrobianos. 
 Nano-encapsulación para la entrega selectiva de nutracéuticos. 
 
Además, la nanotecnología no solo se estudia y se aplica para proteger los cultivos y 
productos alimenticios de plagas, sino que también se emplea para aumentar la producción y 
calidad de los cultivos (Kole y col., 2013; Wang y col., 2012). Fertilizantes en forma de 
nanoemulsiones se utilizan para aumentar la potencia de ingredientes activos o para reducir 
potencialmente la cantidad de fertilizante que debe ser aplicado (Barati, 2010). Otras de las 
aplicaciones de los NMs en la agricultura son la gestión de residuos agrarios (mediante 





II.3.1.2. Procesado de alimentos, aditivos y suplementos alimentarios 
 
En la actualidad, muchas empresas están invirtiendo en el estudio de la nanotecnología 
para lograr alimentos más saludables, nutritivos y de más sabor. Su principal uso en la 
alimentación es la incorporación de aditivos alimentarios. Entre los aditivos más empleados 
se encuentran:  
 
El óxido de silicio (E551), principalmente usado en forma de precipitado con un tamaño 
primario entre 30 y 50 nm. Estas NPs de SiO2 se unen mediante fuerzas de van der Waal´s 
formando agregados con un tamaño de 100 nm a 100 μm. Este aditivo es usado como agente 
anti-aglomerante en productos alimenticios en polvo y en piensos de animales. Estudios 
recientes han observado que al menos una parte de este material se encuentra en un tamaño 
nano en los alimentos (Peters y col., 2012; Athinarayanan y col., 2014). 
 
El óxido de titanio (E171), frecuentemente usado para mejorar el color blanco de ciertos 
alimentos, como los productos lácteos y dulces. Además, también es usado como aditivo 
alimentario para mejorar el sabor en una variedad de alimentos que no son blancos, 
incluyendo legumbres, nueces, semillas, mostaza, así como cerveza y vino. Al igual que con 
el silicio, las partículas se agregan con un tamaño medio de 200-300 nm, sin embargo se ha 
observado que hasta un 36% del óxido de titanio presente en productos alimenticios contiene 
partículas con un tamaño inferior a 100 nm (Weir y col., 2012). 
 
Las nanoestructuras de hierro, como el óxido de hierro (E172), son útiles para enriquecer 
ciertos alimentos y compuestos con este metal, ya que la deficiencia de este micronutriente en 
la salud humana es una de las más comunes (Hilty y col., 2011). 
 
Otros muchos metales en forma de NPs están también disponibles como aditivos 
alimentarios, entre los que se incluyen nano-selenio (Xu y col., 2007), nano-calcio (Hanning 
y Hanning, 2010) y suspensiones coloidales de partículas metálicas (cobre, oro, plata, platino, 
etc.) (Park y col., 2006). 
 
A largo plazo, se prevé que el uso de la nanotecnología se dirija a la liberación 
controlada de ingredientes alimentarios o nutrientes encapsulados. La nano-encapsulación 




pequeñas vesículas a escala nano. La incorporación de estos biocompuestos puede proteger 
contra la degradación, mejorando la estabilidad y solubilidad y por tanto puede aumentar la 
biodisponibilidad y liberación a células y tejidos (Magnuson y col., 2011; Taylor y col., 
2005). En el caso de las aplicaciones para la industria alimentaria, solo polímeros aptos para 
uso alimentario basados en lípidos, proteínas y polisacáridos pueden ser utilizados 
(Graveland-Bikker y de Kruif, 2006). De estos tres tipos, las NPs basadas en lípidos son de 
las NPs orgánicas más utilizadas ya que se pueden producir usando ingredientes naturales o a 
una escala industrial y tienen la habilidad de encapsular compuestos de diferentes 
solubilidades. 
 
Además de aditivos y suplementos alimenticios, los NMs están siendo empleados en los 
recubrimientos de equipos de producción de alimentos. También se emplean NMs con 
propiedades antimicrobianas en los útiles de cocina como cacerolas, sartenes, vajillas, así 
como en los sistemas de filtrado de aire de algunos frigoríficos (Chen y col., 2010).  
 
II.3.1.3. Materiales en contacto con alimentos 
 
Las aplicaciones de la nanotecnología en los materiales en contacto con los alimentos y 
en el envasado de alimentos constituyen el porcentaje más elevado del mercado actual y del 
previsto a corto plazo por lo que se refiere a las aplicaciones al sector alimentario (Chaudhry 
y col., 2008). Si bien, la mayor parte de las aplicaciones de la nanotecnología en los sectores 
agroalimentarios están actualmente en fase de investigación y desarrollo, o a punto de 
comercializarse, las aplicaciones en el envasado de alimentos se están convirtiendo 
rápidamente en una realidad comercial. Los factores que contribuyen a este desarrollo son los 
beneficios observados por lo que se refiere al peso ligero y a la resistencia del material, la 
duración de conservación prolongada de los alimentos envasados y la probabilidad de menos 
riesgos para los consumidores atribuibles al carácter fijo o adherido de los nanomateriales 
artificiales en los polímeros plásticos. 
 
El uso de la nanotecnología en este área permite desarrollar nuevos materiales dotados de 
propiedades antimicrobianas, barreras gas/UV, láminas reforzadas mecánicamente y frente a 
la temperatura, etc. Todo esto permite, a su vez, reducir el espesor y peso de los materiales 
utilizados manteniendo, o mejorando, sus propiedades. También permite el desarrollo de 




diversas aplicaciones (Wang y col., 2009a), así como el desarrollo de recubrimientos que 
repelen la suciedad, mediante el uso de superficies hidrófobas formadas por nanopirámides 
de cera que repelen el agua (Uriarte y Bald, 2008). Además, también se están desarrollando 
nanosensores biodegradables para controlar la temperatura y humedad y así hacer un 
seguimiento durante el transporte y almacenamiento de los alimentos envasados. Con 
respecto a los NMs más usuales, destacan las nanoarcillas y las NPs de plata. 
 
Las nanoarcillas son usadas como capas impermeables en materiales de envasado, 
especialmente para botellas de plástico, ya que debido a su morfología en forma de plaquetas 
ofrece una resistencia mecánica, formando una barrera frente a los gases, componentes 
volátiles (como aromatizantas) o humedad. El principal mineral de las nanoarcillas es la 
montmorillonita, una arcilla natural obtenida de cenizas y piedras volcánicas (AESAN, 
2009). 
 
Las NPs de plata debido a sus propiedades antimicrobianas, son de las más usadas para 
el envasado de alimentos (De Azeredo, 2013). Se suelen utilizar de varias maneras, como por 
ejemplo en forma de partículas dispersas incrustadas en recipientes y recubrimientos 
(Martinez-Abad y col., 2012). Estos envases permiten que el alimento se mantenga durante 
más tiempo en óptimas condiciones para su consumo. Un ejemplo son los comercializados 
por la empresa DokDo Co, Ltd. (www.centerforfoodsafety.org). 
 
II.1.4.4. Productos comerciales con nanomateriales  
 
Muchas de las compañías de alimentos más grandes del mundo, incluidas Heinz, 
Nestlé, Unilever y Kraft, están explorando las posibilidades que ofrece la nanotecnología 
para el procesamiento y envasado de alimentos. La Tabla 4 muestra algunos ejemplos de 
productos comerciales con NMs en la industria agroalimentaria. 
 
II.4. RIESGOS TÓXICOS DE LA NANOTECNOLOGÍA EN LA SALUD Y EN EL 
MEDIO AMBIENTE 
 









En virtud de las numerosas aplicaciones de los NMs, debemos asumir que la exposición 
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repercusiones para la salud y el medio ambiente (Aschberger y col., 2011). En este contexto 
nace la “Nanotoxicología”, una disciplina emergente dentro del ámbito toxicológico, que 
evoluciona del conocimiento obtenido de la toxicidad de las partículas ultrafinas y cuyo 
objetivo es con el estudio de la seguridad y los riesgos potenciales para la salud producidos 
por los NMs y los dispositivos o sistemas de dimensión en la nanoescala (Singh y col., 2009).  
 
El término “Nanotoxicología” fue utilizado por primera vez en 2004 en un editorial de 
Donaldson y col. (2004). Algunos miembros de la Sociedad de Toxicología formaron una 
sección especializada titulada "Nanotoxicología" en 2007 y la revista llamada 
“Nanotoxicología” fue lanzada en el mismo año. Desde este momento, ha habido una 
explosión en la investigación toxicológica nano tanto in vitro como in vivo (Warheit y col., 
2007; Gopee y col., 2007; Shvedova y col., 2008; Baker y col., 2008; Muller y col., 2009; 
Robbens y col., 2010; Sayes y col., 2010; Porter y col., 2010). El Consejo Internacional de 
Nanotecnología (ICON), una institución de la Universidad de Rice (Estados Unidos) que 
investiga sobre riesgos de los NMs, tiene una base de datos al respecto. De 2000 a 2010 esta 
base de datos registró un aumento sostenido de artículos publicados en revistas científicas 
dedicados a analizar los potenciales riesgos de los NMs en la salud humana y/o en el medio 
ambiente (Figura 17) (Foladori y col., 2013).  
 
 
Figura 17. Evolución de la cantidad de artículos científicos sobre riesgos de los 




Las nuevas propiedades fisicoquímicas que presentan los NMs debido, principalmente a 
su pequeño tamaño, hacen que no sea posible inferir su toxicocinética y perfil de toxicidad 
por extrapolación a partir de datos de sus equivalentes no nanoestructurados (EFSA Comité 
Científico, 2011a). Su estudio, que se encuentra en desarrollo, es imprescindible para una 
correcta evaluación del riesgo, dadas las múltiples incertidumbres existentes como por 
ejemplo la caracterización de los NMs, realización de ensayos de toxicidad a largo plazo, 
métodos de determinación, datos reales de exposición humana y de animales, etiquetado que 
informe al consumidor de su presencia en alimentos, etc. 
 
La evaluación de los potenciales riesgos de la nanotecnología para los consumidores 
mediante el modelo convencional (Figura 18): identificación del peligro, caracterización del 
peligro, evaluación de la exposición y caracterización del riesgo, se considera aceptable 
según diversos informes de expertos y Comités (SCENIHR, 2007; SCPP, 2007; FDA, 2007; 
FSAI, 2008). El Comité Científico de la EFSA considera que el proceso de evaluación de 
riesgos potenciales de los NMs específicos se encuentra en fase de desarrollo y que deben 
tenerse en cuenta propiedades específicas de los NMs.  
 
   Figura 18. Fases de la evaluación del riesgo 
 
La EFSA publicó en 2011 una “Guía para evaluar el riesgo de la aplicación de la 
nanociencia y la nanotecnología en alimentos y en la cadena alimentaria” (EFSA Comité 
Cientifico, 2011a), proporcionando un enfoque práctico para evaluar los riesgos potenciales 




enzimas, aromatizantes, materiales en contacto con los alimentos, nuevos alimentos, aditivos 
de piensos y pesticidas. En ella se facilita una orientación sobre los métodos de 
caracterización físico-química y métodos in vivo e in vitro para identificar y caracterizar los 
peligros derivados de las propiedades nano.  
 
Para determinar la inocuidad/peligrosidad de los NMs, así como sus diferentes usos en 
alimentación humana y animal, se recomienda que los NMs se analicen atendiendo a los 5 
estados en los que nos los podemos encontrar: estado originario (de fabricación), el de 
comercialización para uso en alimentación, el estado en el que se podría encontrar en los 
alimentos y en el estado que podría encontrarse en los tejidos y fluidos biológicos, una vez 
ingerido. El riesgo que pudieran ocasionar, es valorado en función de su composición 
química, características físico-químicas, su capacidad de interacción con los tejidos y los 
niveles de exposición posibles, es decir, la cantidad de NMs a la que se podría exponer 
teóricamente la población. 
 
Antes de la comercialización para su uso en alimentación su posible riesgo debe ser 
evaluado en cada uno de los escenarios posibles y se deben acometer estudios in vivo e in 
vitro para obtener la dosis respuesta que ayude a definir los límites que no habría que rebasar 
para que los NMs sean inocuos. Sin embargo, la Guía de la EFSA, al igual que otras de la 
UE, no son parte de la legislación y por tanto no es jurídicamente vinculante.  
         
II.4.1.1.  Factores que afectan a la toxicidad intrínseca de los nanomateriales 
 
Además del pequeño tamaño, principal característica de los NMs, otros parámetros 
físico-químicos son importantes para determinar las propiedades y los posibles efectos 
biológicos de los NMs (por ejemplo, la forma, la solubilidad y la carga y reactividad 
superficial) (Figura 19) (Nel y col., 2009; Rivera y col., 2010; SCENIHR, 2010).  
 
II.4.1.1.1. Factores químicos 
 
-  Composición química. Uno de los principales factores a tener en cuenta a la hora de 
determinar la toxicidad de un NM es su composición química. En general, cuanto más tóxico 
sea el material en la escala no nano, mayor será también su toxicidad a tamaño nanométrico. 




impurezas de síntesis (hidrocarburos aromáticos policíclicos y metales de transición), puede 
afectar a la toxicidad. En este sentido, los metales de transición intervienen en la formación 
de EROs que tienen un papel esencial en los procesos de inflamación (Gálvez y Tanarro, 
2010). 
 
Figura 19. Principales factores físico-químicos que afectan a 
la toxicidad intrínseca de las AgNPs. 
 
-  Solubilidad. La solubilidad en fluidos biológicos (diferentes pH, o presencia de sales) 
es el segundo factor químico en orden de importancia en la evaluación toxicológica de los 
NMs. Cuando las NPs se disuelven pierden su estructura de NPs y las propiedades 
toxicológicas específicas de estas, siguiendo entonces consideraciones toxicológicas similares 
a las de otro contaminante con efectos sistémicos.  Las NPs insolubles o poco solubles en los 
fluidos biológicos mantendrán las características toxicológicas relacionadas con su forma 
nano. Por este motivo, las partículas insolubles o poco solubles serán de mayor peligrosidad 
(INSHT, 2015). 
 
-  Carga superficial. Las propiedades ácido-base y el potencial redox del conjunto de 
átomos de superficie y su interrelación, definen el nivel de carga y energía superficial de las 
NPs, así como el comportamiento reactivo de las mismas. Existen estudios donde se ha 
observado una correlación directa entre la carga superficial y la toxicidad de las NPs. El 




superficiales negativas fueron menos citotóxicas que las AgNPs con cargas superficiales 
positivas estabilizadas con polietilenimina ramificada. 
 
II.4.1.1.2. Factores físicos 
 
-  Tamaño y superficie específica. El reducido tamaño de las NPs es un factor crítico en 
la evaluación toxicológica. Muchas publicaciones han mostrado que la toxicidad de las NPs 
depende del tamaño (Kim y col., 2012; Kumar y col., 2015). Además, el tamaño de las NPs 
también influye en la distribución tisular (De Jong y col., 2008), en la penetración dermal e 
intestinal (Sonavane y col., 2008) y en la captación celular (Chithrani y col., 2006). En 
general, mayores efectos tóxicos han sido observados con las NPs más pequeñas.  
 
El tamaño y la superficie específica de las NPs están en estrecha relación, ya que 
conforme disminuye el tamaño de las NPs la superficie específica aumenta dejando un mayor 
número de átomos expuestos en la superficie, que estarán disponibles para las reacciones 
redox, reacciones fotoquímicas y para interacciones físico-químicas con las células. Además, 
también puede fomentar la disolución de los materiales, y por tanto dar lugar a liberación de 
iones, que pueden ser potencialmente tóxicos (Kittler y col., 2010; Asharani y col., 2009).  
 
-  Estado de aglomeración y agregación . La estabilidad de las NPs también influye en 
la toxicidad de estas. Las NPs tienen una tendencia natural a formar aglomerados o agregados 
(Oberdörster y col., 2005). Los aglomerados son grupos de partículas unidas mediante 
fuerzas relativamente débiles de tipo van der Waals, electroestáticas o de tensión superficial, 
que pueden resdispersarse por medios mecánicos. Mientras que los agregados son grupos de 
partículas fuertemente asociadas cuya redispersión por medios mecánicos no resulta fácil. 
Estos dos fenómenos pueden cambiar el lugar de depósito de las NPs en el organismo, ya que 
un agregado o aglomerado de NPs se deposita en unas zonas u otras debido al distinto 
diámetro hidrodinámico. Además, también modifica la toxicidad, ya que al ser una estructura 
relativamente compacta, el área superficial es menor y por tanto la toxicidad también será 
menor (Gálvez y Tanarro, 2010). 
 
-  Forma. Se ha comprobado que las formas de triangulo truncado son más tóxicas que 
las formas esféricas y alargadas, ya que contienen más caras y por tanto son más reactivas 




necesita disponer de información sobre la forma en que el material se ingiere, se absorbe y 
permanece, ya que si bien los NMs suelen encontrarse de forma aglomerada en los alimentos, 
dichos aglomerados pueden romperse en el propio alimento, el tracto grastrointestinal (GI) y 
los tejidos biológicos, además de interaccionar con biomoléculas (proteínas, lípidos, ácidos 
nucleicos, etc.). 
 
La primera etapa para una correcta evaluación del riesgo de los NMs es disponer de una 
adecuada identificación y caracterización de los NMs (EFSA Comité Científico, 2011a).  
Esto es muy importante ya que como hemos mencionado, NMs de la misma composición 
química pero diferentes tamaños y formas pueden presentar diferentes toxicidades, y en 
definitiva, influir en el resultado de evaluación del riesgo. Por tanto, es importantísimo 
realizar una caracterización detallada de cada una de las NPs antes de realizar cualquier otro 
ensayo de toxicidad, con el fin de entender las influencias celulares exactas de cada una de 
ellas, además de comprender y controlar la síntesis y las aplicaciones de las NPs. Para ello, es 
imprescindible desarrollar metodologías analíticas adecuadas para la detección y 
cuantificación de los NMs. La selección de un método óptimo para medir los parámetros 
fisicoquímicos dependerá del tipo de NM, y del entorno de medición (p.e. si es un líquido, 
una matriz alimentaria o un envase alimentario). Por ejemplo, la caracterización química de 
un NM metálico necesitará un método analítico diferente comparado con un encapsulado 
orgánico. Por lo tanto, la elección del método y los parámetros a medir se deben elegir caso 
por caso (EFSA Comité Científico, 2011a).  
 
Se dispone de métodos para la detección y caracterización de NMs que generalmente 
consisten en la combinación de varias técnicas. Principalmente se pueden observar tres 
categorías: técnicas de imagen, de separación y espectroscópicas (Tabla 5) (Bouwmeester y 
col., 2014).  
 
Dentro de las técnicas por imagen, el microscopio electrónico de transmisión (MET) es 
usado para determinar el tamaño del núcleo metálico, el microscopio de fuerza atómica 
(MFA), para medir el tamaño de la NP y su distribución, la dispersión de luz dinámica (DLS) 
para determinar el radio hidrodinámico, esto es, el tamaño de la NP, núcleo + corona + capa 
de disolvente y por último el análisis de seguimiento de nanopartículas (NTA) usado para 
obtener la distribución de tamaño y la concentración de las NPs (Choi y col., 2007; Yoosaf y 




fraccionamiento campo-flujo (FFF) y la dispersión de luz de ángulo múltiple (MALS) son 
técnicas de separación que determinan el tamaño de las NPs por fraccionamiento (HDC y 
FFF) y el peso molecular de los NMs (MALS) (Bouwmeester y col., 2014). La composición 
de las NPs se puede determinar utilizando la espectroscopia de fotoelectrones emitidos por 
rayos X (XPS) la cual mide el estado de oxidación del elemento metálico, por espectrometría 
de dispersión de energía de rayos X (EDX) que determina el peso atómico del elemento y su 
cantidad relativa y por último por espectrometría de emisión atómica con fuente de plasma de 
acoplamiento inductivo (ICP) y espectrometría de absorción atómica (FAAS), ambas 
determinan la concentración de metal. Otras técnicas que también se podrían emplear para la 
caracterización de las NPs son la espectrometría de infrarrojo (IR) y la espectrometría de 
ultra violeta (UV), entre otras (Anghel y col., 2013; Liu y col., 2013). 
 
Tabla 5. Técnicas para la detección y caracterización de NMs en alimentos, piensos y otras 
muestras biológicas. 
 Categoría Técnicas 
 Imagen  Microscopio electrónico de transmisión (TEM). 
  Microscopio de fuerza atómica (AFM). 
 Dispersión de luz dinámica (DLS). 
 Análisis de seguimiento de nanopartículas  (NTA). 
 Separación  Cromatografía hidrodinámica (HDC). 
 Fraccionamiento campo-flujo (FFF). 
 Dispersión de luz de ángulo multiple (MALS). 
 Espectroscopía  Espectrometría de fotoelectrones emitidos por rayos X 
(XPS). 
 Espectrometría de dispersión de energía de rayos X (EDX). 
 Espectrometría de masas con plasma acoplado 
inductivamente (ICP-MS).  
 Espectrometría de absorción atómica (FAAS). 
 
 
II.4.1.2. Exposición a los nanomateriales 
 
En vista de las diversas aplicaciones de las AgNPs, la exposición humana a las mismas 
puede tener lugar a través de los alimentos, el aire y por contacto (Figura 20), por lo que las 




Otra vía de exposición que está aumentando en importancia es a través del tracto genital 
femenino, ya que están incorporando AgNPs en productos de higiene materna (Zhang y Sun, 
2007).   
 
II.4.1.2.1. Vía inhalatoria 
 
El sistema respiratorio es la principal vía de entrada para las partículas ambientales. La 
inhalación de las NPs, está asociada con efectos pulmonares y cardiovasculares adversos 
(Pope y Dockery, 2006). 
 
Figura 20. Principales vías de exposición de las NPs. 
 
La deposición de las NPs en las vías respiratorias dependerá principalmente del diámetro 
aerodinámico de las mismas, el cual depende en gran medida del estado de agregación y 
aglomeración (Galvéz y Tanarro, 2010; Warheit y col., 2007). En función del tamaño las NPs 
podrán depositarse en el sistema respiratorio o ser directamente exhaladas. Normalmente se 
definen tres zonas de depósito de NPs en el sistema respiratorio (Figura 21): 
- Nasofaríngea o extratorácica (nariz, boca, laringe y faringe). 
- Traqueobronquial (tráquea y bronquios). 





Las partículas que se depositan en una de las tres regiones del tracto respiratorio se 
distribuyen según su tamaño. Por ejemplo, el 90% de las partículas de 1 nm de tamaño se 
depositan en la región nasofaríngea, mientras que únicamente el 10% de las mismas se 
depositan en la región traqueobronquial y prácticamente ninguna en la alveolar. Por otro lado 
las NPs de 5 nm de tamaño se depositan casi en las mismas proporciones en las tres zonas de 
depósito, en cambio las partículas de 20 nm se depositan en un mayor porcentaje en la zona 
alveolar, mientras que en las otras regiones se depositan apenas en un 15% (Ostiguy y col., 
2006). Estas NPs depositadas provocan una respuesta inflamatoria, ya que la fagocitosis de 
las NPs puede conducir a la activación de macrófagos alveolares y la liberación de 
quimiocinas, citoquinas, EROs y otros mediadores que originan como resultado una continua 
inflamación (Sung y col., 2009). 
 
 
Figura 21. Deposición teórica total en el pulmón en función del diámetro de 
partículas. (UNE-ISO/TR 12885:2010 IN). 
 
II.4.1.2.2. Vía oral 
 
Otra de las potenciales vías de entrada de nanocompuestos en el organismo es la vía oral 
por medio de la ingestión. Esta puede ocurrir de manera accidental, por el manejo de estas 
partículas al pasar de las manos a la boca por una falta de higiene o también puede 
acompañar a la exposición por inhalación, debido a la deglución de NPs retenidas en las vías 
altas del sistema respiratorio a través del sistema mucociliar. Así mismo, los NMs pueden 




Varios estudios han investigado la absorción intestinal potencial y de translocación de las 
NPs y ésta tiene lugar principalmente en el tracto gastrointestinal  (Houdy y col., 2011). Las 
NPs administradas oralmente son usualmente absorbidas a través de las células epiteliales de 
las placas de Peyers del tejido linfoide intestinal y también a través de los enterocitos 
intestinales (Ragnarsson y col., 2008). Por otro lado, nuevos estudios indican que la 
administración oral de NPs puede ser absorbida por el tracto digestivo y a través de los 
nódulos linfáticos alcanzar el hígado y el bazo. Se sugiere que los macrófagos contenidos 
dentro del sistema reticuloendotelial, son los principales responsables de eliminar las NPs de 
la circulación (Johnston y col., 2010). 
 
La ingestión de partículas de plata en suspensión está asociada con una serie de 
consecuencias perjudiciales, incluyendo ulceras intestinales y argiria (Wadhera y Fung, 
2005). Luoma (Luoma, 2008), sugirió que tras la ingestión de la plata es probable que se 
convierta en su forma iónica debido al pH ácido del estómago. Debido a la mayor área 
superficial de las nanopartículas, esto podría ocurrir también con las AgNPs. Además, la 
captación también puede tener lugar transcelularmente a través de los enterocitos o a través 
de vías paracelulares (Jani y col., 1990). Varias investigaciones sugieren que tras la 
exposición oral de las AgNPs, es probable que las AgNPs ó los iones plata se trasladen desde 
el intestino al torrente sanguíneo, por tanto pasen a la vía sistémica y a partir de ahí causen 
síntomas como la argiria y consecuencias perjudiciales como daño en el hígado. Además 
también se han observado depósitos de AgNPs en los riñones, cerebro, pulmones y testículos 
(Kim y col., 2009; Van der Zande y col., 2012). A pesar de estas investigaciones, se 
requieren más estudios para esclarecer la toxicocinética de estas AgNPs. 
 
II.4.1.2.3. Vía dérmica 
 
Otra de las principales vías de entrada potencial de NPs en el organismo es la vía 
dérmica, es decir, la absorción de las partículas a través de la piel. Los factores a considerar 
son la zona y las condiciones de la piel expuesta así como las propiedades fisicoquímicas de 
los NMs. Algunos estudios muestran que partículas de tamaño igual o inferior a 40 nm 
pueden penetrar el estrato córneo de una piel íntegra. Por otra parte, las partículas de forma 
esférica tienen mayor capacidad de penetración que las de forma elíptica (Gautam y col., 




la piel y pasar a través de las células, de los folículos capilares o de las glándulas sudoríparas 
(Monteiro-Riviere e Inman, 2006). 
 
La penetración  transdermal de NPs a través de la piel intacta ha sido documentada 
(Tinkle y col., 2003). La permeabilidad de las NPs dentro de la piel normal puede estar 
influida por su habilidad para acceder a capas más profundas de la piel a través de folículos 
pilosos o conductos de sudor, donde la función barrera de la piel está alterada y es más débil 
(Hoet y col., 2004). Los poros, la irritación local (rascado, eczema, entre otros), las lesiones 
inflamatorias o traumáticas además de la flexión repetida de la piel son también factores que 
pueden favorecer la penetración dérmica de NPs (Gálvez y Tanarro, 2010). Las NPs pueden 
ser fagocitadas por los queratinocitos epidérmicos desencadenando una respuesta 
inflamatoria (Monteiro-Riviere y col., 2005). Además se ha observado un aumento de 
enzimas hepáticas que sugiere que el hígado ha sido dañado como consecuencia de un 
tratamiento con AgNPs. Este hecho pone en evidencia la disponibilidad de las NPs en la vía 
sistémica después del contacto dermal (Trop y col., 2006). Por tanto, es probable que la 
exposición de NPs en la piel dañada permita el acceso de estas y a través de los capilares 
dermales a la circulación sanguínea y así ejercer su toxicidad en sitios distales, ya que la 
estructura y la función del estrato córneo está comprometida. 
 
II.4.1.2.4. Otras vías 
 
La exposición humana a NPs también puede ocurrir a través de inyecciones intravenosas, 
como por ejemplo en la liberación y/o direccionamiento de fármacos. Se ha observado que 
las AgNPs interaccionan con las células endoteliales de diferentes maneras. A bajas 
concentraciones actúan como factores antiproliferativos/ vasoconstrictores que perjudican la 
producción de óxido nítrico (NO), sin embargo, a dosis altas estimulan la proliferación/ 
vasorrelajación mediada por NO, por lo que los niveles de exposición de las NPs juegan un 
papel significativo en la toxicidad y puede tener otro impacto fisicoquímico. Además, las NPs 
también pueden tener acceso al sistema reproductivo a través de una variedad de productos 
comerciales como dispositivos anticonceptivos y productos de higiene femenina. Existen 
muy pocos estudios sobre los efectos de las NPs en el tracto reproductivo. Braydich-Stolle y 
col. (2005) mostraron que las AgNPs causaban toxicidad en las células madre de líneas 
germinales in vitro. Este hecho es importante porque las AgNPs pueden acceder a los 




requiere una amplia investigación en la cinética de absorción y distribución así como en la 
progresión de la toxicidad de las NPs expuestas a través de la vía reproductiva. 
 
Los principios de evaluación de la exposición de los NMs son los mismos que los de los 
materiales no nano-estructurados (EFSA, 2009). La Tabla 6 muestra los parámetros que 
podrían ser identificados como relevantes para la evaluación de la exposición de los 
productos de consumo (Danish Ministry of the Environment, 2015). Los parámetros 
cualitativos son principalmente para caracterizar el escenario de exposición de un producto, 
mientras que los parámetros cuantitativos se pueden utilizar en un algoritmo para obtener una 
estimación cuantitativa de la exposición. Sin embargo, ha de tenerse en cuenta que en la 
actualidad muchos de los productos comercializados con NMs no indican las características 
necesarias (por ejemplo, tamaño de NPs, concentración, etc.) para una correcta evaluación de 
la exposición. 
 
Existen diferentes herramientas para evaluar la exposición de los NMs (ECETOC TRA, 
NanoRiskCat), sin embargo, en la actualidad no es posible determinar los NMs en la matriz 
del alimento o el pienso mediante un análisis de rutina. La tendencia a la agregación de los 
NMs en el medio biológico es una complicación que hace casi imposible medir el número de 
partículas o el área superficial y por tanto estimar las dosis reales de exposición (FSAI, 
2008). Por otro lado, los NMs pueden modificarse en la cadena de producción del alimento o 
pienso y durante su procesado o almacenamiento, debido a sus interacciones con las 
proteínas, lípidos y otras sustancias presentes en la matriz del mismo. Además, para la 
evaluación de la exposición, hay que considerar también los posibles efectos de la digestión u 
otras causas de degradación de la matriz de los NMs. Todas estas limitaciones indican las 
dificultades que presenta la evaluación de la exposición de los NMs en la industria 
agroalimentaria.  
 
II.4.1.3. Toxicidad de los nanomateriales 
 
Estudios in vivo e in vitro recientes han evaluado los efectos de los NMs sobre diversos 
sistemas biológicos, proporcionando datos de gran utilidad para poder comprender las 









La idoneidad de los estudios de toxicidad in vivo con respecto a los NMs, fue discutida y 
aceptada, bajo determinados requerimientos relacionados con la nanoescala, por el Comité 
Ciéntifico de Riesgos Emergentes y de Nueva Identificación sobre la Salud (SCENIHR, 
2009). Mediante estudios in vivo se pueden evaluar los posibles efectos tóxicos de mayor 
relevancia, tanto a nivel pulmonar como cardiovascular, atendiendo a efectos tales como la 
proliferación celular y el estrés oxidativo. Así mismo, pueden ser investigados los efectos 
sobre cualquier otro órgano como el cerebro, hígado, corazón y riñones. Si bien los resultados 
obtenidos de la experimentación in vivo en animales, no pueden ser trasladados directamente 
a nivel de biología humana, debiendo ser interpretados adecuadamente, la información 
obtenida es de gran valor de cara a una mayor comprensión del ciclo de vida y la cinética 
toxicológica de las NPs (EU-OSHA y col., 2009). 
 
En general, los datos disponibles de toxicidad in vivo de los NMs son escasos, 
centrándose básicamente en los metales insolubles y los óxidos metálicos. Estos se indican en 
la Tabla 7, mencionando los principales órganos afectados. Además, se observa que en muy 




distintas escalas (nano, micro o macro escala), por lo que los datos son insuficientes para 
llegar a conclusiones generales.  
 
Tabla 7. Estudios de toxicidad in vivo de NMs. 
 
Nanopartículas Tamaño  Evidencia experimental de toxicidad Referencia 
Ag 20- 40 nm Sin toxicidad en las condiciones ensayadas. Munger y 
col., 2014 
Ag 18- 19 nm Provocó una respuesta inflamatoria en los alveolos y 
alteraciones en la función pulmonar. Se observaron 
depósitos de AgNPs en hígado, bulbo olfatorio, cerebro y 
riñón. 
Sung y col., 
2009 
Au 13.5 nm Con concentraciones altas > 1100 µg/kg de peso 
disminuyó el peso corporal. 




(MP) de Fe2O3   
30 nm y 
micro escala 
30 nm Fe2O3 NPs produjo cambios histopatológicos en 
hígado, riñón y bazo. Inhibición de la acetilcolinesterasa 
cerebral, afectando a la conducción de transmisión 
sináptica y el nervio. 
Kumari y col., 
2012 
NP y MP de Al2O3 30, 40 nm y 
micro escala 
30 y 40 nm Al2O3NPs fueron más tóxicas (mayor aumento 
del estrés oxidativo y mayores lesiones en el hígado) que 
Al2O3  a macroescala. 
Prabhakar y 
col., 2012 
TiO2 21 nm Provocó un aumento del daño al ADN en los globulos 
blancos, de los niveles de 8-oxodG en el híago y del 




Si 37 y 83 nm No se observó inflamación pulmonar, o efectos 
histopatológicos pulmonares significativos. 
Sayes y col., 
2010 
SiO2 y sílice 
amorfa sintética 
(SAS)  
202 nm Tras 84 días de tratamiento aumentó  la incidencia de 
fibrosis hepática con las SiO2NPs. El SAS se acumuló en 
el bazo. 
Van der Zande 
y col., 2014 
NP, MP e iones de 
Cu 
23.5 nm y 17 
µm 
DL50 de CuNPs= 413 mg/kg y CuMPS= > 5000 mg/kg. 
Los órganos diana fueron el hígado, riñón y bazo. 
Presentaron glomerulitis, degeneración y necrosis del 
túbulo renal, presencia de líquido proteico en el túbulo 
renal, esteatosis del tejido hepático, atrofia del bazo, 
reducción de unidades esplénicas y fibrosis. 




10-60 nm Sin toxicidad en las condiciones ensayadas. Shi y col., 
2006 
NP y MP de ZnO 20 nm y 
micro escala 
Provocaron lesiones microscópicas en hígado, páncreas, 
corazón y estómago a dosis bajas. 
Pasupuleti y 
col., 2012 
ZnO 100  nm Provocó cambios significativos en los análisis 
hematológicos y bioquímicos de la sangre. Efectos 
adversos en estómago, páncreas, ojos y glándula 
prostática. 
Kim y col., 
2014 




















La experimentación mediante metodologías in vitro, es otra de las prácticas principales 
en el estudio de la toxicidad orientada a la evaluación de riesgos sobre la salud humana.  Los 
estudios in vitro que se realizan sobre tejidos, células o componentes celulares aislados, 
pueden evaluar y ayudar a comprender los mecanismos de acción que desencadenan los 
posibles daños, en caso de existencia de dicha toxicidad (SCENIHR, 2009). Sin embargo, los 
problemas típicos de estos estudios proceden de la administración de dosis no relevantes 
fisiológicamente, agregación de partículas, exposición directa de las células al NM, así como 
la interpretación de los resultados (EFSA, 2009).  
 
A día de hoy existen numerosos estudios in vitro que han demostrado la toxicidad de una 
amplia gama de NMs en células humanas y animales (Tabla 8). En general, los NMs inducen 
efectos tóxicos diversos, tales como la disminución de la viabilidad celular, alteración en la 
integridad del ADN, daño genotóxico al ADN, producción de especies reactivas del oxígeno, 
etc.  
 
Actualmente los efectos toxicológicos resultan muy difíciles de determinar, 
particularmente en el ser humano, ya que los datos son muy limitados. Además es necesario 
considerar las propiedades físico-químicas de las NPs, las vías de exposición, las dosis, la 
respuesta del organismo y los efectos de la duración y la frecuencia de exposición de los 
NMs en la población (Hoet y col., 2004). La guía de la EFSA de 2011 para evaluar el riesgo 
de la aplicación de la nanociencia y la nanotecnología en los alimentos y en la cadena 
alimentaria, recomienda una serie de pruebas para estudiar la toxicidad de los NMs tanto in 
vitro como in vivo, sugiriendo ensayos para evaluar la integridad de la membrana como por 
ejemplo, la liberación de la LDH, reducción del MTT, generación de las EROs o resistencia 
transepitelial. Además también considera necesario realizar pruebas de genotoxicidad tales 
como el micronúcleo o el ensayo cometa (EFSA Comité Científico, 2011a). 
 
II.4.1.3.1. Mecanismos de toxicidad 
 
La mayoría de los estudios científicos existentes designan al estrés oxidativo como el 
mecanismo central del efecto toxicológico de las NPs manufacturadas. Dicho estrés 
desencadena una serie de eventos celulares y moleculares que tienen diferentes 
consecuencias: respuesta inflamatoria, modulación de la proliferación y diferenciación 




Tabla 8. Estudios de toxicidad in vitro de NMs. 
 
Nanopartículas Tamaño  Evidencia experimental de toxicidad Referencia 
Ag 10, 30, 60 nm Disminución de la viabilidad celular y cambios en el perfil 
metabólico de queratinocitos de piel (HaCaT). 
Carrola y 
col., 2016 
Ag 20, 40 y 100 
nm 
Inducción de estrés oxidativo, activación de la actividad 
lisosomal, interrupción del citoesqueleto de actina, 
estimulación de la fagocitosis e inhibición de Na-K-
ATPasa en hematocitos de mejillón y células branquiales. 
Katsumiti y 
col., 2015 
Au 25- 52 nm Daño en la integridad de la membrana celular y aumento 
de la liberación de LDH y en la producción de EROs en 
las células humanas de epitelio alveolar basal (A549). 




30 y 40 nm 
50, 80 y 120 
nm 
AlNPs disminuyerón la viabilidad celular y la capacidad 
fagocítica de los macrófagos alveolares de rata (NR8383). 
Wagner y 
col., 2007 
ZnO 26, 62, 90 nm Disminución de la viabilidad celular debido al estrés 
oxidativo por disminución de los niveles de glutatión y 
aumento de EROs y lactato deshidrogenasa (LDH). 
Deleción de las células Caco-2 en la fase G1 y 
acumulación de células en las fases S y G2/M. 
Kang y col., 
2013 
Fe3O4 6 nm Disminución de la viabilidad celular, alteración del 
potencial de membrana mitocondrial y producción de 
EROs en células de carcinoma cervical humano (HeLa), 




Fe3O4 8 nm Provocaron daño al ADN y presentaron actividad 




BaO Nd Aumentó los niveles de peroxidación de lipidos, catalasas 
y superoxido dismutasa, acompañado de un incremento de 
las EROs y activación de las caspasas-3, además de daño 









0.7 nm (C60) 
0.9- 1.7 nm 
(SWCNT) 
14 nm (NC) 
No provocaron muerte celular. SWCNT disminuyó la 
proliferación celular y detuvó el ciclo celular  en la fase G1 
de las células FE1. 
Jacobsen y 
col., 2008 
SiO2 9, 15, 30 y 55 
nm 
Provocaron daño en el ADN en las células V79 y A549. Maser y 
col., 2015 
TiO2 10 nm Disminución de la actividad clonogénica y formación de 




TiO2 24.4 nm No produce daño al ADN en células del tejido gonadal de 
truchas arco iris. 
Vevers y 
Jha, 2008 
Cu 7 nm Disminución de la viabilidad celular, daño oxidativo al 
ADN y aumento de la frecuencia de formación de 
micronúcleos en macrófagos de ratón RAW 264.7 y 
linfocitos de sangre periférica. 
Di 
Bucchianico 
y col., 2013 
Si 12, 5-10, 
10-15 nm y 2 
µm 
Disminución de la viabilidad celular, aumento en la 
formación de micronúcleos y cambios significativos en la 
expresión de genes implicados en funciones lisosomales 




Mo 40 nm Disminución de la viabilidad, aumento de la producción de 
EROs  y disminución de los niveles de GSH y catalasa en 







En concreto, la toxicidad de las AgNPs parece estar asociada con su naturaleza oxidativa 
e inflamatoria (Cho y col., 2009), la cual genera genotoxicidad (Asharani y col., 2009) y 
citotoxicidad (Husain y col., 2005). La Figura 22 muestra un esquema de los mecanismos de 
toxicidad de las NPs. 
 
Los seres humanos y la mayoría de los organismos eucariotas necesitan oxígeno para 
mantener una producción de energía suficiente para sobrevivir, aunque su utilización implica 
la formación de EROs. En el organismo debe existir un equilibrio entre las EROs y los 
sistemas de defensa antioxidante. Cuando dicho equilibrio se rompe a favor de las EROs se 
produce el denominado estrés o daño oxidativo (Kohen y Nyska, 2002). 
 
Los radicales libres son especies químicas que poseen un electrón desapareado en su 
última capa, lo que les permite reaccionar con un elevado número de moléculas de todo tipo, 
primero oxidándolas y después atacando sus estructuras (Namiki, 1992; Vicario, 1997; Van 
Haaften y col., 2003). Dentro de este concepto genérico, las formas parcialmente reducidas 
del oxígeno se denominan EROs, ya que generalmente son más reactivas que la molécula de 
oxígeno en su estado fundamental (Chandra y col., 2000). EROs es un término global 
utilizado para referirse tanto a radicales libres oxigenados como a otros derivados del oxígeno 
no radicales con capacidad de generar radicales libres. Las EROs se pueden generar en todo 
el organismo a partir de fuentes endógenas, como son los productos de la respiración celular 
o de la respuesta inflamatoria, y también proceder de fuentes exógenas como consecuencia 
por ejemplo de la acción de las NPs. Hay tres hipótesis principales según las cuales las NPs 
pueden inducir estrés oxidativo. 
 
1. Las NPs pueden ser redox-activas o tener superficies o propiedades que catalicen 
la actividad redox, provocando estrés oxidativo y la generación de exceso de las 
EROs (Petersen y Nelson, 2010). 
2. Las NPs pueden ser biopersistentes, lo que significa que una vez que entran en el 
sistema biológico éstas no se degradan o se descomponen a lo largo del tiempo, si 
no que permanecen en el sistema induciendo una inflamación en el sitio 
específico o una inflamación sistemática, esta inflamación inicia el reclutamiento 





3. Las NPs pueden entrar en la célula e interactuar físicamente causando daño 
estructural en orgánulos como la mitocondria. El daño a la mitocondria puede 
permitir la disrupción de la cadena trasportadora de electrones y la producción de 
adenosina trifosfato (ATP), lo que provoca la generación de un exceso de EROs 
(Petersen y Nelson, 2010). 
 
 
Figura 22. Mecanismos de toxicidad inducidos por NPs. Adaptado de Horie y col., 2012. 
 
En el caso concreto de las AgNPs,  además pueden interaccionar con proteínas y enzimas 
con grupos tioles de las células de mamífero. Estas proteínas y enzimas como glutatión, 
tiorredoxina, superoxido dismutasa (SOD) y peroxidasa de tiorredoxina, son componentes 
claves para el mecanismo de defensa antioxidante de las células, que es el responsable de 
neutralizar el estrés oxidativo de las EROs generadas por las NPs (Ahamed y Siddiqui, 2007). 
Por tanto, se sugiere que las AgNPs pueden disminuir los mecanismos de defensa 
antioxidante, a través de la reducción de glutatión, inactivación de la SOD, promoviendo la 





En consecuencia, la acumulación de las EROs  y el estrés oxidativo provocan una gran 
cantidad de eventos fisiológicos y celulares incluyendo estrés, perturbación y destrucción de 
la mitocondria, apoptosis, inflamación y daño al ADN  (Ahamed y col., 2010). Las EROs 
atacan todo tipo de moléculas biológicas, incluyendo sustratos lipídicos, proteínas y ARN 
aunque el ADN es la principal molécula diana de los procesos oxidativos (Kawanishi y col., 
2006). La generación de las EROs tienen la capacidad de atacar al ADN a través de diferentes 
mecanismos para generar aberraciones cromosómicas, roturas de cadena simple, roturas de 
cadena doble, e inducir daño oxidativo a las bases, entre otras lesiones (Petersen y Nelson, 
2010; Li y col., 2012; Nymark y col., 2013; Kim y col., 2011; Mei y col., 2012; Ghosh y col. 
2012). Las roturas del ADN bloquean la transcripción y la replicación dando como resultado 
una aceleración de la citotoxicidad y la inestabilidad genómica (Khanna y Jackson, 2001). 
Además del papel de las EROs en el daño al ADN, también es posible que las propias NPs 
interactúen directamente con las proteínas y el ADN causando efectos genotóxicos (Foldbjerg 
y Autrup, 2013). 
 
La mitocondria parece ser la diana sensible de la toxicidad de las NPs (Manke y col., 
2013). Las mitocondrias son centros importantes de señalización durante la apoptosis, y la 
pérdida de la integridad mitocondrial puede ser inducida o inhibida por muchos reguladores 
apoptóticos (Indran y col., 2011). La apoptosis es una muerte fisiológica que se produce por 
activación de una serie de mecanismos que provocan que la célula no pierda la integridad de 
la membrana, y sólo se va a presentar pérdida de dicha integridad al final del proceso 
(Elmore, 2007). Se acompaña de otras características morfológicas y bioquímicas típicas 
como la condensación de la cromatina, la fragmentación internucleosomal del ADN, la 
activación de las caspasas y el burbujeo de la membrana plasmática. Durante el proceso de 
apoptosis, las caspasas son consideradas como el factor central que desencadena la cascada 
de eventos de escisión proteolítica. Existen dos vías de activación de las caspasas: la vía de 
los receptores de la muerte celular o extrínseca en la que participan los miembros de la 
familia de receptores del factor de necrosis tumoral (TNFR) localizados en la superficie 
celular, y la vía mitocondrial o intrínseca que está controlada por los miembros de la familia 
de proteínas Bcl-2 (Debatin y Krammer, 2004). La ruta de activación del receptor de muerte 
está mediada con un complejo de señalización inductor de la muerte, que consta de un 
dominio de muerte asociado a Fas y la procaspasa-8, que activan la caspasa-8 (Kim y col., 
2002). La caspasa-8 activa la caspasa-3, lo que lleva a la apoptosis. La vía mitocondrial 




al citosol. El citocromo c activa la caspasa-3 y caspasa-9 (Elmore, 2007). La caspasa-3, en 
particular, está asociada con la ejecución de la apoptosis e induce el gran número de cambios 
morfológicos característicos de las células que sufren apoptosis (Shi, 2002). 
 
El proceso de apoptosis se puede iniciar también como consecuencia del daño severo en 
el ADN. La activación del gen p53 llamado “guardián del genoma” detiene el ciclo celular en 
la fase G1, posibilitando la reparación del material genético en aquellas células que presentan 
un daño débil en el ADN, antes de la siguiente replicación. Sin embargo, cuando la célula 
presenta un daño tan severo en el ADN que no puede ser reparado, el gen p53 induce la 
muerte celular por apoptosis (Somasundaran y El-Deiry, 2000). 
 
II.4.1.3.2. Biocinética de los nanomateriales 
 
La biocinética abarca la absorción, distribución, metabolismo y la excreción o 
eliminación  (ADME) de sustancias en el organismo. Los datos experimentales de los que se 
dispone hasta ahora indican que es probable que las características de las NPs influyan sobre 
su absorción, distribución, metabolismo, (biotransformación) y excreción/eliminación 
(Roszek y col., 2005; Des Rieux y col., 2006; Singh y col., 2006; Oropesa y Jaurégui, 2012; 
Abdelhalim y col., 2012).  La Figura 23 muestra un esquema de la biocinética de las NPs. 
 
Independientemente de la vía de entrada de las NPs en el organismo, ya sea por vía 
inhalatoria, dérmica o por ingestión, el epitelio constituye la primera barrera física frente a la 
penetración de sustancias externas, gracias a sus características de impermeabilidad. 
Excluyendo situaciones patológicas o exposiciones a sustancias tóxicas que afecten a la 
permeabilidad del epitelio, es poco probable la penetración de NPs, por la vía paracelular o 
intercelular. Por tanto, la penetración del epitelio por parte de NPs debe implicar una 
transferencia transcelular. 
 
II.4.1.3.3. Mecanismo de internalización 
 
Todos los tipos de células del cuerpo usan el proceso de endocitosis para comunicarse 
con los ambientes biológicos. Este proceso es dependiente de energía a través del cual las 
células internalizan iones y biomoléculas (Iversen y col., 2011). Las vías de endocitosis se 




pinocitosis (Oh y Park, 2014). La endocitosis mediada por clatrina y caveolina indica 
endocitosis mediada por receptores. Muchos tipos de células utilizan las vías de endocitosis 
mediadas por clatrina y caveolina para internalizar los materiales a nanoescala, incluyendo 
virus y NPs (Pelkmans y col., 2001; Wang y col., 2009b; Tomatis y col., 2010). Estas vías de 
endocitosis son las vías más importantes para la internalización de NPs en las células debido 
a que las NPs pueden estar recubiertas con proteínas plasmáticas cuando se exponen a 
soluciones fisiológicas (Cedervall y col., 2007; Lynch y Dawson, 2008). La vía de fagocitosis 
se utiliza cuando las células fagocíticas internalizan materiales extraños con tamaños mayores 
de 0,5 μm (Young, 2006) Esta vía depende de la actina y está restringida a fagocitos 
específicos, tales como macrófagos, células dendríticas y neutrófilos. La vía de 
macropinocitosis es un proceso no específico para internalizar fluidos y partículas en la 
célula, mientras que la vía de pinocitosis absorbe los fluidos biológicos del ambiente externo 
de una célula (Geiser, 2010).  
 
 












































Las NPs que circulan en el torrente sanguíneo se encuentran e internalizan en muchos 
tipos de células a través de la membrana plasmática. La membrana plasmática, formada por 
una bicapa lipídica y proteínas, es una membrana selectivamente permeable que transfiere 
materiales que son esenciales para sostener la vida de la célula. Naturalmente, los materiales 
necesarios para la vida de la célula, tales como iones y proteínas de tamaño nanométrico, 
pueden pasar a través de la bicapa lipídica utilizando canales especializados de proteínas de 
transporte de membrana (Woolf y Roux, 1996). Así, la membrana plasmática de las células 
seleccionará las vías de endocitosis de las nanopartículas dependiendo de su tamaño, forma y 
superficie química (Figura 24). 
 
Figura 24. Esquema ilustrativo de los posibles mecanismos de internalización de 
las NPs. 
 
Numerosos estudios han demostrado la rápida internalización de un amplio rango de NPs 
en diferentes tipos de células, contando o no con fagocitosis especializada, sin embargo, los 
mecanismos que entran en juego no han sido detalladamente investigados. Por otra parte, 
muchos de estos estudios han sido realizados in vitro, bajo condiciones donde el contacto 




facilitado la internalización mediante receptores, sin tener en cuenta la tendencia a la 
agregación (Baeza-Squiban y Lanone, 2011). 
 
II.4.1.3.4. Transporte y distribución 
  
Como resultado de las propiedades físico-químicas de las NPs, éstas tienen la capacidad 
de atravesar barreras biológicas mediante el fenómeno de translocación. Dicho proceso 
permite que las NPs puedan depositarse en partes del organismo diferentes a las de su 
entrada, manteniendo su integridad como partícula. En cierto sentido, la capacidad de 
translocación de las NPs es una de las características más apreciadas por la industria 
biomédica y es la clave del diseño de NPs versátiles para su futura aplicación a nivel 
terapéutico. No obstante, esta propiedad específica de las NPs incrementa en gran medida su 
potencial toxicológico cuando la penetración de NPs en el organismo no es deseada. La 
distribución de determinadas NPs en el organismo, puede derivar en su acumulación en 
órganos concretos y provocar el desarrollo de patologías. El proceso de translocación de NPs 
no se produce de una forma completamente arbitraria, si no que aprovecha determinadas 
rutas, que se describen a continuación: 
 
- Translocación a través del sistema circulatorio. 
Dicho proceso tiene lugar cuando las NPs alcanzan el aparato circulatorio. Su llegada al 
torrente sanguíneo se puede producir como resultado de la penetración en diferentes zonas 
del pulmón o del tracto digestivo, a partir de este momento, las partículas pueden acceder al 
torrente sanguíneo por diferentes vías, por ejemplo a través del canal linfático pulmonar o 
torácico o atravesando el epitelio alveolar o GI a cualquier parte del organismo. (Des Rieux y 
col., 2006; Mühlfeld y col., 2008; Bouwmeester y col., 2009). Una vez en el torrente 
sanguíneo, las NPs pueden alcanzar cualquier parte del organismo. El principal órgano diana 
es el hígado, seguido del bazo y otros órganos del retículo endotelial. Algunos estudios han 
demostrado su localización en corazón y riñones.(Kreyling y col., 2002; Johnston y col., 
2010). 
 
- Translocación a través del sistema nervioso. 
La translocación de partículas sólidas en el tracto respiratorio a través de los axones 
neuronales es una vía aparentemente específica de las NPs. Esta translocación es el resultado 




olfativa nasal y el nervio olfativo puede permitir su acceso al sistema nervioso. A partir de 
aquí, las NPs pueden ser transportadas por el nervio olfativo a través de las de las neuronas 
olfativas, distribuyéndose a lo largo del sistema nervioso central (Oberdörster y col., 2005). 
Estudios en animales han demostrado que, tras depositarse en la región nasal después de su 
inhalación, las NPs pueden acumularse en el cerebro mediante el mecanismo de transporte 
mencionado. Otra vía por la cual las NPs podrían acceder al sistema nervioso central es 
mediante algún tipo de transferencia a través de la barrera hematoencefálica, caracterizada 
por la existencia de uniones altamente efectivas entre las células endoteliales, de cara a evitar 
la penetración de partículas por la vía intercelular.  
 
Según se ha comprobado tras la administración por vía oral de NPs de plata y oro, los 
NMs pueden llegar al cerebro (Loeschner y col., 2011; Hillyer y Albrech, 2001). Además, 
parece que ciertos NMs pueden atravesar la placenta, pero no existe información sobre su 




Actualmente, no existen todavía demasiados estudios de metabolización de las NPs, 
aunque se ha indicado que puede depender, entre otros, de la composición química de su 
superficie. En el caso de los poliméricos se destaca la posibilidad que puedan ser 
biodegradables, mientras que para los metales o sus óxidos se indica que su lenta disolución 
puede ser un factor importante en su metabolismo (EFSA, 2009). En el caso de NMs inertes, 
como por ejemplo las NPs de plata, oro, TiO2 o nanotubos de carbono, parece improbable 
que puedan ser metabolizados por el proceso enzimático hepático. No obstante, las NPs 
funcionalizadas pueden perder sus grupos funcionales o simplemente ser modificados 
(Baeza-Squiban y Lanone, 2011). 
 
II.4.1.3.6. Eliminación  
 
Finalmente, la información acerca de la excreción de NMs es aún más limitada. Una vez 
absorbidos, los NMs pueden pasar al hígado y excretarse a través de la bilis al tracto GI o 
pueden eliminarse vía renal (Bouwmeester y col., 2009). El aclaramiento o limpieza renal 
conlleva una filtración glomerular, secreción tubular, y por último, eliminación por la orina. 




NPs. Aquellas con diámetros inferiores a 5.5 nm pueden ser filtradas, ya que corresponden al 
diámetro de los poros de las células endoteliales vasculares. Aquellas mayores de 8 nm se 
mantienen en el torrente sanguíneo y se tratan en el sistema retículo-endotelial. Entre éstos 
dos diámetros, la carga eléctrica es relevante, ya que pueden adsorber moléculas, con lo que 
incrementarán su diámetro hidrodinámico, combinado con el factor de carga negativa de las 
membranas capilares (Longmire y Choyke, 2008).  
 
La filtración glomerular es favorable para las NPs comprendidas en el rango de 6 a 8 nm 
con carga positiva o neutra. A pesar de ello, una vez en el túbulo renal, las NPs filtradas 
pueden ser reabsorbidas por el epitelio tubular, aunque hasta la fecha no existe información 
que respalde o niegue esta afirmación con respecto a la reabsorción. Se sugiere que los NMs 
inorgánicos insolubles (poliestireno, TiO2, etc.) pueden ser retenidos durante largos periodos 
de tiempo y acumularse en el sistema retículo endotelial del hígado y bazo o ser transportados 
a otros órganos (EFSA, 2009). 
 
II.5. LEGISLACIÓN APLICABLE A LA NANOTECNOLOGÍA EN LA INDUSTRIA 
ALIMENTARIA 
 
En el ámbito económico y geográfico de la Unión Europea (UE), es la Comisión Europea 
(CE) el principal organismo a nivel de propuesta reglamentaria y legislativa. En este sentido, 
los estados miembros de la Unión pueden legislar y adoptar medidas vinculantes, aunque 
éstos solo ejercerán su competencia en la medida en que la Unión no lo haya hecho. 
 
La legislación específica del sector proporciona un marco vinculante entre los 
fabricantes, importadores y usuarios para garantizar la seguridad de las sustancias y 
productos del mercado. Los NMs están regulados en la UE por diferentes reglamentos, que se 
refieren a ellos de manera implícita o explícitamente. 
El Reglamento REACH (Registro, Evaluación, Autorización y Restricción de Químicos) 
no contiene disposiciones que se refieran de manera explícita a las NPs, las cuales entran en 
el ámbito de la definición de sustancia contenida en este reglamento (Reglamento (CE) Nº 
1907/2006; Parlamento Europeo y Consejo, 2006). Sin embargo, la guía REACH para los 
`Requisitos de Información y Evaluación de la Seguridad´ en su actualización de 2012 aborda 




El reglamento de productos cosméticos publicado en 2009 (Reglamento (CE) n° 
1223/2009 del Parlamento Europeo y del Consejo) fue la primera legislación europea en 
introducir oficialmente una definición de nanomaterial. Tal definición consideraba a los 
nanomateriales como: “Materiales insolubles, biopersistentes y manufacturados 
intencionadamente, con una o más dimensiones externas, o estructura interna, dentro de la 
escala de 1 a 100 nm”. Según lo establecido en su artículo 13, los fabricantes o distribuidores 
de productos cosméticos están obligados, antes de introducirlos en el mercado, a notificar la 
presencia de NMs en el producto, su identificación química completa y una previsión 
razonable de las condiciones de exposición a las NPs. 
En la UE, los aditivos para alimentos y piensos y los materiales en contacto con los 
alimentos son regulados por varias directivas y reglamentos. Los NMs son específicamente 
mencionados en los siguientes reglamentos recientemente revisados: 
- Reglamento 10/2011 sobre materiales plásticos destinados a entrar en contacto con 
alimentos (Comisión Europea 2011b). 
- Reglamento 450/2009 sobre materiales y objetos activos e inteligentes (Comisión 
Europea 2009). 
- Reglamento 1169/2011 sobre suministro de información alimentaria facilitada al 
consumidor. 
 
En noviembre de 2015, se aprobó el nuevo Reglamento (UE) 2283/2015 del Parlamento 
Europeo y del Consejo Europeo relativo a los nuevos alimentos que proporciona seguridad 
jurídica en este campo. En este reglamento aparecen las definiciones de NMs y se consideran 
a los alimentos que contienen estos NMs como “nuevos alimentos”. 
 
La Tabla 9 muestra una visión general de la legislación actual de la UE en el sector de la 
agricultura, alimentos y piensos en referencia a los NMs. 
 
II.6. ETIQUETADO Y REGISTRO DE PRODUCTOS DE CONSUMO CON 
NANOMATERIALES 
 
Varias partes interesadas, incluyendo el Parlamento Europeo, Estados Miembros de la 
UE, y diferentes ONGs han pedido una mayor transparencia, trazabilidad e información sobre 




contienen NMs o que hacen uso de la nanotecnología y/o con la introducción de registros 
para esos productos. Actualmente, la legislación Europea sobre alimentos, cosméticos y 
biocidas (Tabla 9), obliga al etiquetado del contenido de NMs en dichos productos, 
añadiendo la palabra “nano” entre paréntesis después del nombre de la sustancia en la lista de 
ingredientes. Pero además del etiquetado, que se coloca directamente sobre el producto, la 
información sobre los NMs utilizados se puede recopilar en un registro de productos.  
 




Existe un determinado consenso en referencia a la necesidad de la creación de registros 
de identificación e inventario de nanosustancias o de productos que las contengan. Dicho 
interés es compatible con las medidas de adaptación del Reglamento REACH a nivel de la 
Unión Europea, aunque, la falta de directrices comunes, ha provocado que algunos países 
hayan desarrollado e implementado este tipo de iniciativas. Las primeras iniciativas 
encaminadas a la creación de un registro de nanosustancias tuvieron en su mayoría un 
carácter voluntario. Sin embargo, este tipo de iniciativas de carácter no obligatorio, no 
alcanzaron niveles satisfactorios a nivel de información y de participación de la industria 




creación de planes de registro de información referente a nanomateriales de carácter 
obligatorio. 
 
 Francia publicó un decreto interministerial en 2012 (Ministère de l'Écologie du 
Développement durable et de l'Énergie 2012) sobre el registro obligatorio de NMs, el cual se 
aplica a todas las empresas y laboratorios de investigación que producen, distribuyen o 
importan más de 100 g al año de sustancias a escala nano. Este registro, no accesible al 
público, está considerado como la primera iniciativa regulatoria de duración indefinida con 
impacto directo en la industria de NMs. Otros países europeos como Bélgica y Dinamarca 
también han llevado a cabo un sistema de registro de NMs (un borrador de decreto para el 
registro belga (BiPRO y Öko-Institut 2013) y un proyecto de orden para el registro danés 
(Miljøministeriet y Miljøstyrelsen 2013) se han notificado a la Comisión Europea. Sin 
embargo, Alemania, como también algunos otros estados miembros, prefieren un registro 
europeo sobre los registros nacionales de productos ya que esto llevaría a una gestión más 
uniforme de los NMs en toda la UE (Umweltbundesamt 2014). La Agencia Federal Alemana 
para el Medio Ambiente (UBA) apoya la creación de un registro central de nanoproductos a 
nivel europeo y ha publicado en 2014 un documento titulado: "Concepto para un registro 
europeo de productos que contienen nanomateriales". En el Reino Unido, la Autoridad de 
Seguridad Alimentaria (FSA) ha publicado una lista de los NMs que tienen permiso para ser 
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III.1. LÍNEAS CELULARES HUMANAS 
 
Las principales vías de exposición a las AgNPs en el ser humano son la vía dermal por 
contacto dérmico, el tracto gastrointestinal por ingesta y el tracto respiratorio por inhalación 
(Johnston y col., 2010), en estos lugares las AgNPs pueden pasar a la circulación sanguínea y 
distribuirse por el organismo  (Oberdorster y col., 2005). En este trabajo de investigación 
hemos usado cuatro líneas celulares humanas relevantes en la exposición de las AgNPs. Dos 
líneas tumorales humanas, la línea celular HepG2 que deriva originalmente de un carcinoma 
hepatocelular humano y la línea celular HL-60 que deriva de leucemia humana las cuales se 
obtuvieron de la colección de cultivos celulares del Centro de Investigaciones Biológicas 
(CIB, Madrid). Y otras dos líneas celulares normales humanas, fibroblastos de piel (NHDF) y 
fibroblastos de pulmón (HPF) los cuales se adquirieron de la casa comercial PromoCell 
GmbH (Heidelberg, Alemania). En la Figura 25 se observa la morfología de las líneas 
HepG2, HL-60, NHDF y HPF al microscopio óptico. 
 
 
Figura 25. Morfología de las líneas HepG2 (A), HL-60 
(B), NHDF (C) y HPF (D) al microscopio óptico. 
 
En cuanto a las condiciones de cultivo, las células HL-60 y HepG2 se cultivaron en 
medio RPMI 1640 (Roswell Park Memory Institute) y en medio de cultivo definido de Eagle 
modificado por Dulbecco respectivamente, suplementados con un 10% de suero fetal bovino, 
50 UI/ml penicilina, 50 µg/ml estreptomicina y un 1% v/v L-Glutamina. Las células NHDF y 
A B 
C D 




HPF se cultivaron como una monocapa en un medio basal de fibroblastos suplementado con 
2% v/v de suero fetal bovino, 1 ng/ml de factor de crecimiento de fibroblastos y 5 mg/ml de 
insulina. El crecimiento de las células se realizó a 37ºC en una atmosfera saturada de 
humedad y con un 5% de CO2. En la realización de todos los experimentos incluidos en este 
trabajo se han utilizado subcultivos con un número de pases de 10 a 17. 
 
III.2. DROSOPHILA MELANOGASTER 
 
D. melanogaster (Meigen) es un insecto del orden de los dípteros (dos alas), que se 
caracteriza por tener ojos rojos, un cuerpo de color amarillo marrón y anillos negros 
transversales que cruzan su abdomen. Su ciclo de vida comprende un período de 
embriogénesis dentro del huevo y una sucesión de estadios larvarios que culminan con una 
metamorfosis completa (en el interior de la pupa), de la que finalmente emerge un imago o 
adulto (Figura 26). La duración del ciclo de vida completo es de 9 a 10 días en condiciones 
de laboratorio a 25 ºC de temperatura y una humedad relativa del 60%. 
 
 
Figura 26. Ciclo de vida de D. melanogaster. 
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D. melanogaster es uno de los organismos más usados en la investigación biológica 
siendo un modelo ideal para examinar la toxicidad y genotoxicidad de los NMs in vivo, 
debido al conocimiento de su genética y la genómica, la alta homología entre la mosca y los 
genes humanos y su corta vida (Ong y col., 2015). En el  artículo 6, D. melanogaster se 
utilizó para evaluar el efecto genotóxico in vivo de las AgNPs de 4.7 y 42 nm, usando el 
ensayo SMART. 
 
III.3. COMPUESTOS QUÍMICOS 
 
III.3.1. Nanopartículas de plata 
 
En este trabajo de investigación se han utilizado tres AgNPs diferentes,  AgNPs de 4.7 ± 
1.0 nm de tamaño y recubierta con polieterimida (PEI) y polivinilpirrolidona (PVP) y AgNPs de 
42 ± 9 nm de tamaño sin recubrimiento (desnuda) y AgNPs de 157 nm de tamaño recubiertas 
con citrato. Las características de las  correspondientes NPs se muestran en la Tabla 10.  
 
Tabla 10. Características de las AgNPs utilizadas en este estudio obtenidas por NanoGap y 
Sigma-Aldrich. 
 
ND, datos no disponibles. PEI polieterimida. PVP, polivinilpirrolidona. 
aSegún lo establecido por la empresa. 
 
III.3.2. N-acetilcisteína (NAC) 
  
La NAC es un aminotiol y precursor sintético de cisteína intracelular y la glutatión 
(GSH). Entre los múltiples mecanismos que se le atribuyen destaca su actividad antioxidante, 
y por tanto su capacidad para atrapar o reaccionar con las especies reactivas de oxígeno 
(EROs) (Zafarullah y col., 2003). En los artículos 1, 2 , 3 y 4, la NAC (1, 5, 10 y 20 mM, 1 
h) se empleó para demostrar su efecto protector frente a la citotoxicidad  inducida por las 
Referencia Partículas Tamañoa ± 
DS (nm) 
Solución de dispersión Densidad 
(g ml-1) 
Densidad de 
partícula (part l) 
Color  pH 
2106-W AgNP 4.7 4.7 ± 1  S o l u c i ó n a c u o s a y 
recubiertas con  PEI y 
PVP 
1.024 1.75 x 1019 Negro y amarillo 
( c u a n d o  e s t á 
diluido) 
9.3 
2103-W AgNP 42 42 ± 9  Solución acuosa 1.01 ND Marrón ND 
675318 AgNP 157 157 S o l u c i ó n a c u o s a y 
recubiertas con citrato 
ND ND Rosáceo claro 8.1 




AgNPs de 4.7, 42 y 157 nm en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF, usando el método 
MTT. 
 
III.3.3. Benzopireno (BaP) 
 
El BaP es un importante hidrocarburo aromático policíclico (HAP) carcinogénico, que 
sufre una activación metabólica a través de CYP1A1, CYP1A2, CYP1B1. Durante el proceso 
metabólico, el BaP produce EROs a través del citocromo P4501A1 (CYP1A1) (Burczynski y 
Penning, 2000). Las EROs y sus metabolitos pueden causar daño oxidativo del ADN y 
formar aductos con el ADN. En el artículo 5, utilizamos el BaP como un control positivo de 
genotoxidad (Petković y col., 2011; Han y col.,2012) a la concentración de 100 μM. 
 
III.3.4. Mitomicina C (MMC) 
 
La MMC es un antibiótico natural aislado originalmente de la bacteria Gram-negativa 
Streptomyces caespitosus. Se utiliza habitualmente como agente quimioterapéutico en el 
tratamiento de varios tipos de cáncer, tales como la vejiga, colon, y cánceres de mama 
(Verweij y Pinedo ,1990). La MMC actúa como un agente alquilante del ADN 
desorganizándolo por medio de la formación de complejos con el ADN, además de inhibir la 
división celular interfiriendo en la biosíntesis del ADN (Snodgrass y col., 2010). Se ha 
demostrado que la MMC es capaz de generar mutaciones en el ADN (Ferrera y col., 2006). 
En el artículo 6, utilizamos la MMC como control positivo de genotoxicidad (Vlastos y col., 




El etopósido es un derivado semisintético de la podofilotoxina extraída del Podophyllum 
peltatum o mandrágora americana, que se utiliza como un agente quimioterapéutico frente al 
cáncer (Guevara y col., 2000). Este compuesto actúa inhibiendo la acción de la enzima 
topoisomerasa II, esencial para la replicación y transcripción del ADN. Se ha demostrado que 
el etopósido es capaz de inducir apoptosis en una gran variedad de líneas celulares tumorales 
(Nakaya y col., 1991). En el artículo 7, utilizamos el etopósido como un control positivo de 
apoptosis (Kumala y col., 2003; García y col., 2008, 2009; Mahmood y col., 2010), a la 
concentración de 5 μM en la línea celular HL-60 y de 100 μM en la línea celular HepG2. 
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III.4. CARACTERIZACIÓN DE LAS NANOPARTÍCULAS DE PLATA 
 
La morfología, el tamaño y la agregación de las NPs son algunas de las propiedades 
físico-químicas que influyen en las respuestas toxicológicas de las mismas. Por tanto, estos 
parámetros hay que conocerlos antes de llevar a cabo cualquier ensayo biológico. Para ello 
empleamos dos técnicas diferentes, la microscopía electrónica de transmisión (MET) y la 
dispersión de luz dinámica (DLS). 
 
III.4.1. Microscopía electrónica de transmisión (MET) 
  
La MET es la técnica más importante para caracterizar NPs metálicas, ya que permite 
determinar el tamaño, la forma, estructura interna y, a través de difracción de electrones, las 
especies químicas de las NPs (Baker y col., 2004). 
 
En nuestro estudio, el tamaño y la morfología de las AgNPs fueron examinadas 
empleando un MET (JEOL, modelo JEM 2100, Carl Zeiss, Oberkochen, Alemania) del 
Centro de Microscopía Electrónica de la UCM. Las muestras se suspendieron en etanol para 
prevenir la aglomeración y la oxidación y se sonicaron durante 30 min para distribuir las 
partículas uniformemente (Branson 2510, 40 KHz). Posteriormente se depositó una gota de 
esta suspensión de AgNPs (3 μl) en una rejilla de cobre recubierta de grafito, se dejó secar al 
aire y se observó al MET (Figura 27) . Además, las AgNPs también se observaron al MET 
para determinar si se agregan después de su incubación en medio de cultivo libre de células 
(0.2% v/v) durante 24 h a 37ºC (Artículos 1, 2 , 3 y 4).  
 
El tamaño promedio y la distribución de tamaño se obtuvo al analizar 100 NPs 
aproximadamente de campos visuales aleatorios, empleando el software Image J (Murdock y 
col., 2008). 
 
III.4.2. Dispersión de luz dinámica (DLS) 
 
El DLS es un método que proporciona el diámetro hidrodinámico de las NPs, el cual se 
calcula mediante las diferentes medidas del movimiento browniano de estas (Berne y Pecora, 
2000). La muestra se ilumina con un láser y la intensidad de la luz dispersada se registra 
continuamente, la intensidad fluctuará en función de los tamaños de las partículas (Figura 




28), siendo las partículas más pequeñas más rápidas que las grandes. El diámetro obtenido 
por esta técnica es la de una esfera que tiene el mismo coeficiente de difusión de traslación 
que la partícula que se está midiendo. Esto significa que el tamaño determinado por DLS 
puede ser diferente de uno determinado por microscopía electrónica (Lee y col., 2013a).  
 
 
Figura 27. Determinación de la morfología y el tamaño por el MET. 
 
  
Figura 28. Esquema del fundamento del DLS. 
 
En nuestro estudio el DLS se utilizó para la caracterización de tamaño hidrodinámico de 
las AgNPs después de la incubación en medio de cultivo libre de células durante 24 h, 
llevándose a cabo en el Zetasizer Nano-ZS del Instituto Nacional de Investigación y 
Tecnología Agraria y Alimentaria (INIA), Madrid, España, según lo descrito por Murdock y 
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III.5. DETERMINACIÓN DE LA VIABILIDAD CELULAR 
 
Existen numerosos métodos para evaluar la citotoxicidad in vitro. En este trabajo de 
investigación se utilizaron dos: el método colorimétrico MTT o bromuro de 3-(4,5-dimetil 
tiazol-2-il)-2,5-difenil tetrazolio y el método de la liberación de la lactato deshidrogenasa 




Figura 29. Determinación del tamaño hidrodinámico de NPs con DLS. 
 
III.5.1. Método colorimétrico MTT 
 
El método se basa en la metabolización de la sal de tetrazolio (MTT), de color amarillo, 
a cristales de formazán, de color púrpura, por la acción de las deshidrogenasas 
mitocondriales. La enzima succinato deshidrogenasa mitocondrial (SDH) es la principal 
implicada en esta reacción reductora, así como los cofactores de nucleótidos de la pirimidina  
NADH y NADPH (Figura 30). Esta conversión, por tanto, sólo puede ocurrir en células 
viables (Martinez y col., 1998). Los cristales de formazán formados son solubilizados y la 
solución coloreada resultante se cuantifica espectrofotométricamente (A620nm-A690nm) 
1 
2 Sonicar 30 min 3 
Análisis por DLS 
(700 µl) 
Incubación de AgNPs en medio de 
cultivo a 37ºC , 24h. 




(Mosmann, 1983). Un incremento en el número de células viables está directamente 
relacionado con la cantidad de cristales de formazán formados, reflejado en la absorbancia 
obtenida. 
 
Figura 30. Reacción de metabolización del MTT a 
formazán, mediante la actividad de la enzima succinato 
deshidrogenasa (SDH) en células viables. 
 
En el presente trabajo de investigación utilizamos el kit de proliferación celular I MTT 
(bromuro de 3-(4,5-dimetil tiazol-2-il)-2,5-difenil tetrazolio) de Roche, para evaluar la 
citotoxicidad de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las cuatro líneas celulares, HepG2, HL-60, 
NHDF y HPF (Artículos 1, 2, 3 y 4). Asimismo, también se utilizó para evaluar si la NAC 
tiene un efecto protector frente a la citotoxicidad de las AgNPs. Un esquema del 
procedimiento del método MTT se muestra en la Figura 31. Los resultados se expresaron 
como porcentaje de supervivencia celular (%SDH) de acuerdo a la siguiente fórmula: 
porcentaje de supervivencia celular (%SDH) = 100 (A1/A0), donde la A1 es la absorbancia 
de las células expuestas a las AgNPs, y A0 es la absorbancia del control negativo (células no 
tratadas). 
 
III.5.2. Método de la liberación de la lactato deshidrogenasa (LDH) 
 
El método de la LDH es un ensayo colorimétrico basado en la detección de la actividad 
de la lactato deshidrogenasa (Bopp y Lettieri, 2008). La permeabilidad de la membrana 
plasmática es un parámetro que permite discriminar con facilidad entre células vivas y células 
muertas (Decker y Lohman-Matthes, 1988).  Esto sucede tanto en las células que sufren 
muerte celular por necrosis como en los estadíos más avanzados de apoptosis (Lobner, 2000). 
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La lactato deshidrogenasa es rápidamente liberada al sobrenadante del cultivo cuando las 
células están dañadas y han perdido la integridad de la membrana. El primer paso es la 
reducción de NAD+ a NADH/H+  oxidando el lactato en piruvato catalizado por la enzima 
lactato deshidrogenasa tal como se muestra en la Figura 32, a continuación hay una 
transferencia de iones H/H+  del NADH/H+ a la sal de tetrazolio 2- (4-yodofenil)-3-(4-
nitrofenil) cloruro-5-feniltetrazolium (INT), que se reduce a formazán de color rojo 
(Weyermann y col., 2005). La solución coloreada resultante se cuantifica 
espectrofotométricamente (A 492nm). Un incremento en el número de células dañadas está 




Figura 31.  Procedimiento del método colorimétrico MTT. 
 
 
Figura 32. Reacción de 
metabolización de lactato a 
piruvato y de  tetrazolio a 
formazan, mediante la 
actividad de la enzima LDH 
en las células viables. 
  




En este trabajo hemos utilizado el kit de detección de citotoxicidad (LDH) de Roche, 
para evaluar la citotoxicidad de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las cuatro líneas celulares, 
HepG2, HL-60, NHDF y HPF (Artículos 1, 2, 3 y 4). La liberación de LDH, se determinó 
siguiendo las indicaciones del kit de detección de citotoxicidad (LDH) (Figura 33). Los 
resultados se expresaron como porcentaje de liberación de LDH (%LDH)= 100(AE-A0)/(A1- 
A0), donde AE es la absorbancia de las células expuestas a las nanopartículas de plata, A0 es 
la absorbancia del control negativo (células no tratadas), y A1 es la absorbancia del control 
positivo (células tratadas con 2% Tritón). 
 
 
Figura 33. Procedimiento del método de liberación de LDH. 
 
III.6. EVALUACIÓN DE LA GENOTOXICIDAD 
 
III.6.1. Evaluación de la genotoxicidad in vitro: electroforesis alcalina de células 
individuales (Ensayo Cometa) 
 
La técnica de electroforesis alcalina en células individuales conocida también como 
ensayo Cometa es un método rápido y sencillo que permite detectar roturas de ADN de 
cadena simple y doble, sitios lábiles a los álcalis (apurínicos y apirimidínicos), así como 
roturas ocurridas durante el proceso de reparación por escisión (Karlsson, 2010). El principio 
del ensayo se basa en lisar células fijadas individualmente en una matriz de agarosa y 
someterlas a electroforesis para lograr que el ADN migre hacia el ánodo, semejando la cola 
de un cometa. La imagen que se forma comprende el ADN intacto (la cabeza) y las cadenas 
de ADN dañado (cola) que emigran del núcleo. Las imágenes del cometa sirven para 
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determinar el porcentaje de daño en el ADN, de manera que cometas con colas largas 
suponen un mayor número de roturas del ADN (Figura 34) (Petersen y Nelson, 2010). 
 
 
Figura 34. Ensayo Cometa. 
 
El ensayo Cometa se puede modificar para detectar daño oxidativo al ADN (purinas y 
pirimidinas oxidadas), mediante la incorporación de enzimas que intervienen en la reparación 
por escisión de bases. Para detectar purinas y pirimidinas oxidadas generalmente se utiliza la 
formamidopirimidina glicosilasa (Fpg) y la endonucleasa III (Endo III), respectivamente 
(Petersen y Nelson, 2010). La enzima FPG reconoce diversas purinas oxidas como la 8-oxo-
7,8-dihidro-2-guanosina (8-oxo-G), que representa un importante daño genotóxico en las 
bases, y se considera como un indicador de daño oxidativo en las bases del DNA (Asare y 
col., 2012). Estas enzimas incrementan la especificidad y la sensibilidad del ensayo ya que 
reconocen daños en bases particulares y crean roturas adicionales en el ADN incrementando 
la cantidad de ADN migrado (Karlsson, 2010).  
 
En el presente trabajo de investigación, utilizamos este ensayo para evaluar el daño al 
ADN (ruptura de las cadenas del ADN y daño oxidativo) inducido por las AgNPs de 4.7 y 42 




nm en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF (Artículo 5). El ensayo se realizó de acuerdo 
con el protocolo de Olive y col. (1992) aunque para una mejor una caracterización del origen 
de la ruptura de las cadenas del ADN se utilizaron las enzimas Fpg y Endo III. Los resultados 
se expresaron como porcentaje de ADN en cola. Se evaluaron las imágenes obtenidas de 50 
células por cada tratamiento. 
 
III.6.2. Evaluación de la genotoxicidad in vivo: test de mutación y recombinación 
somática (SMART) en alas de Drosophila Melanogaster 
 
Los ensayos de mutación y recombinación somáticas en D. melanogaster son ensayos in 
vivo que permiten la detección rápida y barata de agentes genotóxicos. Se basan en la 
detección y cuantificación de eventos mutacionales y recombinacionales en células somáticas 
de un organismo eucariota. 
 
Las células diana utilizadas en este ensayo son los discos imaginales, los cuales 
corresponden a los primordios celulares presentes en las larvas y que dan lugar a diferentes 
partes del cuerpo durante el proceso de pupación, en particular, las que dan origen al ala en el 
adulto. Este ensayo se basa en el principio de la pérdida de heterocigosidad de genes 
marcadores (mwh y flr3) en las células de los discos imaginales de las larvas, que pueden dar 
lugar a la formación de clones mutantes que se expresarán como sectores distinguibles por su 
aspecto fenotípico en las alas de los individuos adultos (Figura 35) (Graf y col., 1984). Esta 
prueba tiene la capacidad de detectar un amplio rango de sucesos mutacionales, incluidas la 
recombinación mitótica y la conversión génica. La capacidad de detectar la recombinación 
somática hace que sea de gran interés para la identificación de agentes potencialmente 
carcinogénicos, ya que se ha señalado que la recombinación mitótica puede ser un 
mecanismo importante en la pérdida de heterocigosidad en las células, un proceso que puede 
ser crucial para la carcinogénesis (Stettler y Sengstag, 2001; Wijnhoven y col., 2003; Wang y 
col., 2006).  
 
En el presente trabajo de investigación, utilizamos este ensayo para evaluar el efecto 
genotóxico inducido por las AgNPs de 4.7 y 42 nm en D. melanogaster (Artículo 6). Los 
experimentos se llevaron a cabo siguiendo los principios y los procedimientos básicos 
descritos por Graf y col. (1984) y Würgler y Vogel (1986) (Figura 36). Cualquier aumento 
en la frecuencia del clon en comparación con el control refleja la actividad genotóxica (Graf 
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y col., 1984, 1998). La presencia de sectores simples indican la existencia de una mutación 
puntual, una alteración cromosómica, o la recombinación mitótica. Sin embargo, los sectores 






III.7. MECANISMOS IMPLICADOS EN LA TOXICIDAD DE LAS AgNPs 
 
III.7.1. Determinación de la producción intracelular de las EROs: método del diacetato 
de 2´,7´- diclorodihidrofluoresceína (H2DCFDA) 
 
El H2DCFDA es una sonda que se utiliza para detectar la actividad oxidativa intracelular. 
El H2DCFDA se hidroliza por esterasas intracelulares a diclorodihidrofluoresceína (H2DCF). 
La H2DCF no puede atravesar la membrana celular quedando atrapada en el interior de la 
célula, siendo rápidamente oxidada a dihidrofluoresceína (DCF), compuesto de alta 
Figura 35. Tricomas de la parte dorsal de las alas de D. 
Melanogaster. A. Sectores simples pequeños mwh; B. Sector 














fluorescencia, en presencia de las EROs. La intensidad resultante es proporcional a la 
concentración intracelular de las EROs (LeBel y col., 1992; Zhu y col., 1994) (Figura 37).  
 
 
Figura 36. Ensayo SMART en alas de Drosophila melanogaster. 
 
El H2DCFDA se utilizó para detectar la producción de las EROs inducida por las AgNPs 
4.7 y 42 nm en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF (Artículos 2, 3 y 4). Un resumen 




Figura 37. Hidrólisis del 
H2DCFDA por esterasas 
intracelulares a H2DCF, y 
su posterior oxidación a 
DCF en presencia de las 
EROs. 
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III.7.2. Determinación del contenido total de glutatión (GSSG/GSH) 
  
El glutatión (GSH) es un tripéptido no proteínico constituido por 3 aminoácidos: cisteína, 
glutamato y glicina. El glutatión es el principal antioxidante de las células, es ubicuo y ayuda 
a protegerlas de las EROs como los radicales libres y los peróxidos (Pompella y col., 2003). 
La glutatión reductasa reduce el glutatión oxidado (GSSG)  a glutatión reducido (GSH) en 
presencia de NADPH. Después, los reactivos cromógenos con el grupo tiol de la GSH 
producen un compuesto coloreado que absorbe a 405 nm (Figura 39). Los resultados 
obtenidos se calcularon comparándolos con una curva estándar predeterminada de glutatión. 




Figura 38. Método del diacetato de 2´,7´- diclorodihidrofluoresceína (H2DCFDA). 
 
 
Figura 39. Principio fundamental del ensayo OxiSelect total glutatión. 
Reducción de la GSSG a GSH por acción de la glutatión reductasa. 




En este trabajo hemos utilizado el kit de ensayo colorimétrico OxiSelect total glutatión 
(GSSG / GSH)  de Cell Biolab para evaluar si el estrés oxidativo interviene en la 
citotoxicidad de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las cuatro líneas celulares, HepG2, HL-60, 
NHDF y HPF (Artículos 2, 3 y 4). El contenido total de glutatión se determinó siguiendo las 
indicaciones del kit (Figura 40).  
 
 
Figura 40. Procedimiento del método OxiSelect total glutatión (GSSG / GSH). 
 
III.7.3. Determinación de la actividad de la superóxido dismutasa (SOD) 
 
La SOD cataliza la dismutación de superóxido en oxígeno y peróxido de hidrógeno 
(McCords y Fridovich, 1969). Debido a esto, la SOD es una importante defensa antioxidante 
en la mayoría de las células expuestas al oxígeno. El ensayo empleado en este trabajo, utiliza 
un sistema xantina/ xantina oxidasa (XOD) para generar aniones superóxido, además se 
incluye un cromógeno que produce una sustancia coloreada de formazán soluble cuando se 
produce la reducción de los aniones superóxido. La actividad de SOD se determina como la 
inhibición de la reducción del cromógeno (Figura 41 ).  
 
El kit OxiSelect Actividad de la SOD de Biolabs fue utilizado en este trabajo de 
investigación para evaluar si la actividad de la enzima SOD se ve afectada por las AgNPs de 
4.7 y 42 nm en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF (Artículos 2, 3 y 4). Un esquema 
del procedimiento se muestra en la Figura 42. 
 




Figura 41. Los aniones superóxido (O2
-) son generados por el sistema 
XOD. En presencia de SOD, estas concentraciones de aniones 
superóxido se reducen, dando señal menos colorimétrica. 
 
 
 Figura 42. Procedimiento del método OxiSelect Actividad de la superóxido dismutasa 
(SOD). 
 
III.7.4. Determinación de apoptosis 
 
III.7.4.1. Detección morfológica de apoptosis 
 
La apoptosis es un tipo de muerte celular donde las células sufren cambios morfológicos 
característicos. Estos cambios morfológicos pueden visualizarse al microscopio de 
Célula 




fluorescencia utilizando colorantes vitales que se unen al ADN (Figura 43). La emisión de 
una mayor intensidad de fluorescencia indica una condensación de la cromatina, 
característica del proceso de apoptosis (Ulukaya y col., 2011).  
 
 
Figura 43. Características morfológicas de apoptosis: (A) burbujeo de la 
membrana o “blebbing”; (B) condensación de la cromatina; y (C) formación 
de cuerpos apoptóticos. 
 
En el presente trabajo de investigación hemos utilizado el colorante vital Hoechts 33342 
combinado con bromuro de etidio para la detección de células apoptóticas en las líneas 
celulares HepG2 y HL-60 tras los tratamientos con AgNPs de 4.7 y 42 nm (Artículo 7) 
(Figura 44). El bromuro de etidio sólo difunde al interior de la célula cuando la membrana 
plasmática pierde su integridad, indicando que la célula está necrótica o se encuentra en las 
etapas tardías de la apoptosis. Por tanto, las células necróticas van a adquirir un color rosa 
debido a la unión del bromuro de etidio con el DNA, mientras que las células viables o 
apoptóticas emiten una fluorescencia azul por la unión del Hoechst 33342 al material nuclear. 
Las células apoptóticas se diferencian de las células viables por la morfología del núcleo, que 
aparecerá condensado, fragmentado y con una mayor intensidad de la fluorescencia azul 
(Jerome y Chen, 2000). Se estudiaron 200 células por cada tratamiento diferenciando entre 
células viables, necróticas y apoptóticas. 
 
III.7.4.2. Cuantificación de apoptosis mediante el ensayo Anexina V/IP 
 
La Anexina-V es una proteína que se une específicamente a los fosfolípidos cargados 
negativamente como es la fosfatidilserina (FS), la cual se encuentra en la cara interna de la 
membrana plasmática. Durante las fases iniciales de la apoptosis se producen cambios en la 
superficie celular, uno de éstos es la exposición de la FS en la cara externa de la membrana 
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plasmática el cual se puede cuantificar mediante citometría de flujo utilizando la Anexina V 
conjugada con fluorocromos (Figura 45). Debido a que la FS también se encuentra en la cara 
externa de las células necróticas (Krysco y col., 2004), se emplea la tinción de ioduro de 
propidio (IP). El IP, puede acceder al núcleo de las células necróticas, que tienen dañada la 
membrana plasmática, y unirse al DNA. Por tanto, si la Anexina V conjugada con un 
fluorocromo se utiliza de forma conjunta con el IP, se pueden distinguir las células 
apoptóticas de las necróticas y de las viables (Vermes y col., 1995). 
 
 
Figura 44. Detección morfológica de apoptosis. 
 
En este trabajo de investigación utilizamos el ensayo Anexina V/IP para determinar el 
porcentaje de células HL-60 apoptóticas tras el tratamiento con las AgNPs de 4.7 y 42 nm 
(Artículo 7). Un resumen del procedimiento del método se muestra en la Figura 46. 
 
 
Figura 45. Detección de la fosfatidilserina (FS) por el ensayo 
Anexina V/IP. 
Viva Apoptótica Necrótica 
= fosfatidilserina = Anexina V-Fluorocromo = Ioduro de propidio 
Células 





Figura 46. Ensayo Anexina V/IP. 
 
III.7.4.3. Cuantificación de apoptosis mediante el método TUNEL 
 
 El método de marcaje de los extremos 3’- OH libres del ADN (terminal deoxinucleotidyl 
transferase-mediated deoxyuridine triphosphate-nick end labeling, TUNEL) descrito por 
Gavrieli y col. (1992) está considerado como el más sensible y específico para la 
cuantificación de las células apoptóticas, y su diferenciación con las necróticas. Este método 
se basa en la detección de la fragmentación de ADN debida a cascadas de señalización 
apoptóticas (Lozano y col., 2009). Una vez fijadas y permeabilizadas las células, se incuban 
con la mezcla TUNEL que contiene la enzima deoxinucleotidil transferasa (TdT) y los 
nucleótidos modificados (dUTP-fluoresceína). Durante este período de tiempo, la enzima 
TdT cataliza la incorporación de los dUTP modificados a los extremos 3’-OH libres del ADN 
celular (Figura 47). La fluorescencia incorporada en los lugares dañados del ADN se 
cuantifica utilizando un citómetro de flujo. 
 
En este trabajo de investigación utilizamos el método TUNEL para determinar el 
porcentaje de células HepG2 y HL-60 apoptóticas tras el tratamiento con las AgNPs de 4.7 y 
42 nm (Artículo 7). El método se realizó acorde con las indicaciones del Kit In Situ Cell 
Death Detection, Fluorescein de Roche (Figura 48). 




Figura 47. Incorporación de los nucleótidos dUTPfluoresceína a los extremos 3’-
OH libres del DNA por la acción de la enzima deoxinucleotidil transferasa (TdT). 
 
  
Figura 48. Ensayo TUNEL. 
 
III.7.4.4. Medida de la activación de las caspasas 
Las caspasas son proteínas clave en la transducción y ejecución de la señal apoptótica 
inducida por una gran diversidad de estímulos (Thornberry y Lazebnik, 1998). En el presente 
trabajo de investigación se ha empleado el kit  Vybrant ™ FAM caspasa-3 y -7 para detectar 
la activación de las caspasas -3 y -7 tras el tratamiento con las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las 
células HepG2 y HL-60 (Artículo 7).  
El método se basa en la detección de las caspasas -3 y -7 activas a través de un inhibidor 
fluorescente (FLICA). FAM-DEVD-FMK es un substrato sintético, permeable a la 




membrana y no citotóxico, el cual está conformado por tres compuestos: un grupo de 
carboxifluoresceína (FAM) que está conjugado con el péptido DEVD (aspartil-glutámil-valil- 
aspartato, DEVD) que es la secuencia reconocida por las caspasas -3 y -7 activas y una 
fluorometilcetona (FMK) que se asocia covalentemente con el sitio de las caspasas (Figura 
49). La señal fluorescente verde resultante es la medida directa de la cantidad de caspasas -3 
y -7 activas que están presentes en el momento en que se añade el inhibidor. La Figura 50 
muestra un resumen del procedimiento del método. 
 
 
Figura 49 . Mecanismo de acción del reactivo de FLICA. 
 
 
Figura 50. Detección de caspasas activas. 
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III.8. ANÁLISIS ESTADÍSTICO 
 
Los resultados de esta Tesis Doctoral representan la media y el correspondiente error 
estándar de tres ensayos independientes (cada uno de ellos por triplicado). La comparación 
estadística se realizó con la t- de Student y se consideraron diferencias significativas cuando 
sus medias mostraron una p ≤ 0,05. Para el análisis de los datos se empleó el software 
Statgraphics Plus 5.0. 
 
El análisis estadístico de los datos obtenidos en el ensayo SMART se realizó usando el 
test de multiple decisión (Selby y Olson, 1981; Frei y Würgler, 1988), que se basa en la 
prueba binomial y la prueba de la chi cuadrado (criterio de K. Pearson) (Kastenbaum y 
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Abstract
Silver nanoparticles (AgNPs), which have well-known antimicrobial properties, are extensively
used in various medical and general applications. Despite the widespread use of AgNPs,
relatively few studies have been undertaken to determine the toxicity effects of AgNPs
exposure. The aim of the present work was to study how AgNPs interact with four different
human cell lines (hepatoma, leukemia, dermal and pulmonary fibroblast) in order to
understand the impact of such nanomaterials on cellular biological functions. For toxicity
evaluations, mitochondrial function (MTT assay) and membrane leakage of lactate dehydro-
genase (LDH assay) were assessed under control and exposed conditions (24, 48 and 72 h of
exposure). Furthermore, we evaluated the protective effect of N-acetyl-L-cysteine (NAC) against
AgNP-induced cytotoxicity. Results showed that mitochondrial function decreased in all cell
lines exposed to AgNPs at 6.72–13.45 mg/ml. LDH leakage also increased in all cell lines exposed
to AgNPs (6.72–13.45 mg/ml). However, the cytotoxic effect of AgNPs (13.45 mg/ml) was
prevented by pretreatment of different concentrations of NAC (1–20mM). Our findings indicate
that AgNPs are cytotoxic on human tumor and normal cells, the tumor cells being more
sensitive to the cytotoxic effect of AgNPs. In addition, NAC protects human cells from
cytotoxicity of AgNPs, suggesting that oxidative stress is in part responsible of this effect.
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Introduction
Nanomaterials are generally defined as having one or more
external dimensions or an internal or surface structure on the
nanoscale (about 1–100 nm) (Landsiedel et al., 2009).
Materials at this scale typically exhibit nanostructure-
dependent properties, such as unique physical properties
(optical, electrical and magnetic) and highly chemical
reactivity, which make them more attractive for commercial
and medical applications (Oberdo¨rster et al., 2005).
Therefore, the field of nanotechnology is expanding at a
rapid rate, due to the benefits promised by the incorporation
of nanomaterials into products (Johnston et al., 2010).
Currently, the inventory of consumer products indicates
1317 products containing nanomaterials (www.nanotechpro-
ject.org/Inventories), for example products for electronics,
computers, textiles, food industry and for applications in
medicine (Cheng et al., 2004; Cohen et al., 2007).
Specifically, in the food industry it is applied in areas such
as food quality and safety, development of new food and
packaging (Almengor, 2009). Furthermore, in future year
nanotechnology will have a commercial implementation in
four main areas: smart packaging, nanodevices, ingredients
and additives (Pray & Yaktine, 2009).
However, the same characteristic making nanoparticles
(NPs) so attractive for their exploitation in new products have
led to concerns that NPs may pose a risk for humans and the
environment (Beer et al., 2012). So, an improved under-
standing of the potential risks, comprising of exposure and
hazard assessments, associated with exposure to nanomater-
ials is necessary (Maynard et al., 2006) to check its toxicity or
safety. Although there have been quite a number of
toxicological studies published on NPs, it is still difficult to
draw definite conclusions about their toxicity as a number of
studies have been performed without thorough characteriza-
tion and description of the investigated NPs and the solutions
used under experimental conditions. This is also reflected in
an opinion published by the European Commission Scientific
Committee on Emerging and Newly Identified Health Risks
(SCENIHR, 2006, 2009) who concluded from the existing
studies, that NPs might have different toxicological properties
from the bulk substance, but their risks should be assessed on
a case-by-case basis.
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The main feature of these nanomaterials is: they possess
a higher surface-to-volume ratio compared to bulk
materials, and thus have an enhanced contact area with their
surroundings than do bulk materials at the same mass
(Maurer-Jones et al., 2010). This could mean that catalytic
or other active sites on the particle surface are exposed, in
some cases inducing the formation of reactive oxygen species
(ROS) (Barnard & Xu, 2008). Due to their small size, NPs are
retained in many cells and organs to a larger extent than are
larger particles (Porter et al., 2009). Also, in comparison with
unstructured bulk material, the shape of NPs can play a
crucial role in a determining response (Albanese et al., 2010).
Ag is well known for its antimicrobial activity, and the
Agþ ion is generally recognized as a bioactive species
(Stickler, 2000), therefore silver nanoparticles (AgNPs) are
one of the most commonly used nanomaterials (Piao et al.,
2011). Recently, AgNPs have been used in many commercial
products, such as deodorants, clothing materials, and also in
cleaning solutions and sprays (Kumari et al., 2009).
Additionally, AgNPs have been used to prevent bacterial
colonization on various surfaces such as catheters and
prostheses (Foldbjerg et al., 2009). Therefore, although a
large and growing number of applications exist for AgNPs,
there is a serious lack of information on the mechanisms by
which they act, and consequently their implications for human
health (Rosas-Herna´ndez et al., 2009). Recent studies have
shown that AgNP accumulation in the liver could induce
cytotoxicity via oxidative cell damage (Hsin et al., 2008;
Hussain et al., 2005; Kim et al., 2009).
Food packaging makes up the largest share of current and
short-term predicted markets of the use of nanotechnology in
the food sector. The addition of NPs into shaped objects and
films has been shown to improve properties of the packaging
materials with regard to durability, temperature resistance,
barrier properties and recycling properties (Xu et al., 2006).
There are currently food contact nanosilver available in the
market (food containers with nanosilver for antimicrobial
action). One of the risk of exposure may arise from potential
migration of NPs from food packaging (The Government of the
Hong Kong Special Administrative Region, 2010). Therefore,
EFSA proposes to consider case by case. This fact justifies the
importance of assessing the toxicity of AgNPs.
The exposure to AgNPs could occur through the air, skin,
food and the use of medical devices (Oberdorster et al., 2005).
Thus, it is important to investigate the toxicity of AgNPs in
relevant human tissues. The main goal of the present work
was to study how AgNPs interact with four different human
cell lines (hepatoma, leukemia, dermal and pulmonary
fibroblast) in order to understand the impact of such
nanomaterials on cellular biological functions.
In our study, human hepatoma cells (HepG2) have been
used because the liver is a primary site of AgNP accumulation
following exposure (Johnston et al., 2010). AgNPs have
recently been studied in terms of drug delivery which would
involve intravenous application (Boucher et al., 2008). Thus,
it is crucial to investigate the effect of AgNPs on blood cells.
In this study, we used a tumoral human leukemia cell line
(HL-60). Additionally, normal human dermal fibroblast
(NHDF) and human pulmonary fibroblast (HPF) cell lines
have been used to consider the implication of dermal
exposure to AgNPs (due to the exploitation of these particles
within wound dressings), and to evaluate the pulmonary
toxicity of AgNPs we often focus on the response of epithelial
cells that line the airways or alveoli (due to their prominent
role in particle clearance) (Johnston et al., 2010).
The studies were done in parallel on tumoral and non-
tumoral cells to determine the cytotoxic responses in the
normal cells and to see if the potential toxic effects of the
nanomaterials can be used to kill cancer cells.
Materials and methods
Chemicals
All chemicals were of reagent grade or higher and were
obtained from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO), unless
otherwise specified. Water-based solutions of naked AgNPs
stabilized with a citrate of 157 nm in diameter (data reported
by the manufacturer), pH 8.1 and N-acetyl-L-cysteine (NAC)
were purchased from Sigma-Aldrich (). Stock solutions of
AgNPs were diluted to the required concentrations using the
respective cell culture medium.
Particle characterization
The particle size was characterized using transmission electron
microscopy (TEM) and dynamic light scattering (DLS).
AgNPs solutions were sonicated (Branson 2510 water-bath,
Branson Ultrasonic Corp., Danbury, CT; 40 kHz) for 30min
and then a drop of aqueous AgNP solution was placed onto a
carbon-coated copper grid, air-dried and observed with TEM
(JEOL, JEM 2100, Carl Zeiss, Jena, Germany) from Centro de
Microscopı´a Electro´nica, Complutense University, Madrid,
Spain. In addition, AgNPs were observed after incubation in
cell-free culture media (0.2% v/v) for 24 h at 37 "C. Image J
software (National Institutes of Health, USA) was used to
measure the NPs. The size of particles and agglomerates in the
cell medium was measured by DLS using a Zetasizer nano ZS
(Malvern, UK), from Instituto Nacional de Investigacio´n y
Tecnologı´a Agraria y Alimentaria, Madrid, Spain. The method
yields a hydrodynamic diameter, which the is calculated
particle diameter of a sphere that has the same measured
motion in the solute as the actual particle.
Cell culture
Tumoral human leukemia cells (HL-60) and human hepatoma
cells (HepG2) were obtained from the Biology Investigation
Centre Collection (BIC, Madrid, Spain). HL-60 cells were
maintained in RPMI 1640 Medium and HepG2 cells were
cultured as monolayer in Dulbecco’s modified Eagle’s
medium. The media were supplemented with 10% v/v heat-
inactivated fetal calf serum, 50 mg/ml streptomycin, 50UI/ml
penicillin and 1% v/v L-glutamine. Culture medium and
supplements required for the growth of the human tumoral
cell lines were purchased from GIBCO (Life Technologies
Inc., Gaithersburg, MD).
NHDF and HPF were purchased from commercial
PromoCell GmbH (Heidelberg, Germany). NHDF and HPF
were cultured as monolayer in fibroblast basal medium
supplemented with 2% v/v fetal calf serum, 1 ng/ml basic
fibroblast growth factor and 5 mg/ml of insulin. Culture
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medium and supplements were purchased from PromoCell
GmbH (Heidelberg, Germany). All human cell cultures were




bromide) reduction and lactate dehydrogenase (LDH) leakage
were used as parameters for cytotoxicity assessment. MTT is
based on the mitochondrial reduction of tetrazolium salt
(MTT) into an insoluble formazan product by succinic
dehydrogenase. The assay was assessed according to the
manufacturer’s instructions (Cell Proliferation Kit I, Roche,
Indianapolis, IN). Briefly, HepG2 cells (1" 106 cells/ml),
NHDF (5" 105 cells/ml) and HPF (5" 105 cells/ml) were
plated onto multiwell systems and incubated for 24 h. After
seeding, 100 ml of different concentrations of AgNPs (0.82–
13.45mg/ml) or negative controls (without AgNPs) were added
to the wells, and plates were incubated for 24, 48 and 72 h at
37 !C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere. The optical
density of each well was read at 620 nm (test wavelength) and
690 nm (reference wavelength) by an ELISA with a built-in
software package for data analysis (iEMS Reader MF,
Labsystems, Helsinki, Finland). In experiments with HL-60
cells, the plates were incubated with 1" 106 cells/ml in
complete culture medium and 50 ml of various concentrations
of AgNPs were added to each well (0.82–13.45mg/ml). Plates
were then incubated for different times 24, 48 and 72 h at 37 !C
and 5% CO2 and then proceeded as described above.
Values presented in this paper are mean# SEM. The
percentage of cell survival (% SDH) is defined as the ratio of
the number of cells in the presence of AgNPs to the number in
the absence of AgNPs; it is defined by the following
relationship: % SDH activity¼ (A1/A0)" 100, where A1 is
the absorbance of the cells exposed to the AgNPs and A0 is
the absorbance of the negative control. All the concentrations
were tested in 12 replicates and the experiments were
repeated thrice.
Membrane integrity was assessed by measuring extra-
cellular LDH according to the procedures described in
manufacturer’s instructions (Cytotoxicity Detection Kit
(LDH), Roche, IN). The method is based on the loss of
intracellular LDH and its release into the culture medium
indicating irreversible cell death due to cell membrane
damage. Briefly, HepG2, NHDF and HPF cells were seeded
in 96-well plates at a density of 5" 105 cells/ml culture
medium. 24 h after seeding, 100 ml of different concentrations
of AgNPs (0.82–13.45mg/ml) or negative and positive
controls were added to the wells and the plates were
incubated for 24, 48 and 72 h at 37 !C and 100% humidity
in a 5% CO2 atmosphere. Cell-free culture media was
collected from each well and incubated with a reaction
mixture for 30min. The plates were read with a microplate
reader at 490 nm. A solution of 2% Triton X-100, which lead
to 100% cytotoxicity through cell lysing and thus to maximum
LDH leakage, was used as a positive control. In the assays
with HL60 cell line, the plates were incubated with 5" 105
cells/ml in a culture medium and 100 ml of different
concentrations of AgNPs were added to each well (0.82–
13.45 mg/ml). Plates were then incubated for different times of
24, 48 and 72 h at 37 !C and 5% CO2 and then proceeded as
described above.
The percentage of LDH leakage was calculated as follows:
LDH leakage (%)¼ (experimental value% untreated control) /
(positive control% untreated control)" 100 and represent the
mean of three different experiments, each using 12 replicates
per concentration.
Effect of NAC in AgNP-derived cytotoxicity
NAC is an important antioxidant and serves as a precursor for
the synthesis of glutathione (Nel et al., 2006). The protective
effect of NAC against AgNPs-induced cytotoxicity was
evaluated using the MTT assay. Briefly, HepG2, HL-60,
NHDF and HPF cells were pretreated for 2 h with NAC at
different concentrations (1, 5, 10 and 20mM) prior to a 24 h
treatment with AgNPs (13.45 mg/ml). Then, the procedure is
equal to the MTT assay described above.
Statistical analysis
The Student’s t-test was used for statistical comparison and
differences were considered significant at p& 0.05.
Descriptive and graphical methods were used to characterize
the data. All tests were performed with the software package




As observed by TEM, most of the AgNPs were ovals and
approximately 30–123 nm in diameter in aqueous solution
(Figure 1A) and the particles formed agglomerates after
Figure 1. Representative TEM images of AgNPs. The AgNPs were dispersed in aqueous solution (panel A). Panel B is an image of AgNPs after 24 h
incubation in cell-free culture media. Scale bars represent 100 nm in panel A and 200 nm in panel B.
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incubation in cell-free culture media (Figure 1B). The size
distributions of particles suspended in supplement cell
medium, measured by DLS analysis, showed larger values
than the particles size measured by TEM. AgNPs in cell
culture media showed an average diameter of 191 and 216 nm,
respectively.
Effect of AgNPs on cellular viability
Two cytotoxicity markers, MTT and LDH leakage were used
to evaluate the effects of AgNPs on cellular viability. The
results of the MTT viability assay showed a significant
decrease in the mitochondrial function of HepG2 cells
exposed to AgNPs for 48 and 72 h at a concentration of
13.45mg/ml (42% and 7% of cell survival, respectively)
(Figure 2). HepG2 cell treatment with AgNPs resulted in a
dose-dependent increase of LDH leakage into culture media,
signifying an AgNP-induced compromise of plasma mem-
brane integrity. Similar to the MTT results, AgNPs (13.45 mg/
ml) increased dramatically the percentage of LDH leakage
after 48 and 72 h (50% and 95%, respectively).
Effect of AgNPs on HL-60 cell viability by MTT and
LDH assays is shown in Figure 3. Data obtained by MTT
assay revealed that AgNPs induced significant dose- and
time-dependent inhibition on cell growth in HL-60 cell line.
The highest inhibition of HL-60 cell growth was found after
treatment with 13.45 mg/ml AgNPs for 24, 48 and 72 h
(60%, 46% and 42% of cell survival, respectively). In parallel,
results obtained by LDH assay showed that the percentage of
LDH released was lower than 27% at concentrations ranging
from 0.82 to 6.72 mg/ml and all times of incubation. However,
HL-60 cell treatment with 13.45 mg/ml of AgNPs for 24, 48
and 72 h, increased LDH leakage into culture media (42%,
60% and 64%, respectively).
Figure 4 shows the effect of AgNPs on NHDF cell viability
by MTT and LDH assays. The highest inhibition of NHDF
cell growth was found after treatment (MTT assay) with
13.45 mg/ml AgNPs for 24, 48 and 72 h of incubation (60% of
cell survival). Similar results were obtained by the LDH
assay. The percentage of LDH released increased to 36% at
the concentration of 13.45 mg/ml AgNPs and all times of
incubation.
The results of HPF cell treatment with AgNPs, using the
MTT assay (Figure 5), showed a more pronounced reduction
of cell survival at concentrations of 6.72 and 13.45 mg/ml after
72 h of treatment (64% and 34% of cell viability, respec-
tively). In the LDH assay, concentrations of 6.72 and
13.45 mg/ml for 72 h showed the highest percentage of LDH
released (41% and 63% of LDH leakage, respectively).
Figure 2. Effects of AgNPs 157 nm on HepG2 cell viability by MTT and LDH assays. Cells were cultured with different concentrations of AgNPs for
24 ( ), 48 ( ) and 72 h ( ). C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001, **p! 0.01 and *p! 0.05.
Figure 3. Effects of AgNPs 157 nm on HL60 cell viability by MTT and LDH assays. Cells were cultured with different concentrations of AgNPs for 24
( ), 48 ( ) and 72 h ( ). C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001, **p! 0.01 and *p! 0.05.
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Protective effect of NAC
NAC can interact directly with ROS and nitrogen species
because it is a scavenger of oxygen free radicals (Zafarullah
et al., 2003). In tumoral cells AgNP-induced inhibition of
MTT reduction was largely prevented by NAC (Figure 6).
MTT reduction by HepG2 cells (Figure 6A) pretreated with
20mM NAC prior to a 24 h treatment with 13.45 mg/ml of
AgNPs was almost equivalent to that of untreated controls.
On HL-60 cells (Figure 6B), the pretreatment with 10mM
NAC prior to treatment with 13.45 mg/ml of AgNPs was
sufficient to obtain 98% cell viability. Similarly, results were
obtained with non-tumor cells (Figure 7). Pretreatment with
Figure 6. Protective effects of NAC against treatment with 13.45 mg/mL of AgNPs on HepG2 (A) and HL-60 (B) cell viability by MTT assay. Cells
were cultured with different doses of NAC for 24 h.
Figure 4. Effects of AgNPs 157 nm on NHDF cell viability by MTT and LDH assays. Cells were cultured with different concentrations of AgNPs for
24 ( ), 48 ( ) and 72 h ( ). C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001, **p! 0.01 and *p! 0.05.
Figure 5. Effects of AgNPs 157 nm on HPF cell viability by MTT and LDH assays. Cells were cultured with different concentrations of AgNPs for 24
( ), 48 ( ) and 72 h ( ). C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001, **p! 0.01 and *p! 0.05.
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20mM NAC showed the highest protective effect against the
treatment with 13.45 mg/ml of AgNPs, on NHDF (Figure 7A,
95% of cell survival) and HPF (Figure 7B, 72% of cell
survival) cells. Thus, our results suggest that oxidative stress
is in part primarily responsible for the cytotoxicity of AgNPs.
Discussion
NPs may cause adverse effects because of their small size and
unique properties (Sayes et al., 2006). The NPs are believed to
be highly mobile in the human body or various environments
and appear to penetrate and accumulate in different tissues
(Liu et al., 2008). They are thought to strongly interact with
various protein and nucleic and structures and could either
enhance or limit various cellular functions (Mahmood et al.,
2010). We initially observed the AgNPs morphology and our
results showed that all NPs were ovals. In addition, one of the
most significant factors for the toxicity of nanomaterials is its
size. Usually, the sizes of the primary NPs are determined by
microscopic techniques; however, NPs are easily aggregated
or agglomerated in a cell culture medium for in vitro toxicity
assessment because the high ionic nature of the solution and
the electrostatic/van der Waals interaction between protein
and NPs result in the formation of secondary particles (Horie
et al., 2012; Kato, 2011).
In this study, characterization of NPs showed that AgNPs
in aqueous solution were approximately 30–123 nm in
diameter (TEM). However, the size distributions of particles
suspended in supplement cell medium (DLS) showed an
average diameter of 192–216 nm. Therefore, not only the size
of the primary NPs but the size of the secondary NPs could
also be used as a characteristic parameter to determine the
in vitro toxicity of NPs in a cell culture medium (Kato, 2011).
Our results also demonstrated that human tumoral cells
were more sensitive to the cytotoxic effect of AgNPs than
human normal cells. On tumoral cells, no cytotoxic effect was
found on HepG2, HL-60 cells after treatment with AgNPs
(13.45 mg/ml) for 24 h. However, for 48 and 72 h, a significant
decrease in cell survival was observed. HepG2 cell line was
more sensitive (7%) than HL-60 cells (46% of cell survival),
to the cytotoxic effect of AgNPs for 72 h. According to our
results, Johnston et al. (2010) reported that the liver appears to
be the primary site of accumulation, which is likely to derive
from the uptake of particles by resident liver macrophages,
contained within the reticuloendothelial system, which
remove particles from the circulation. Thus, this could
explain the greater susceptibility of HepG2 cells. Kim et al.
(2009) also studied the cytotoxicity of AgNPs on HepG2
cells. HepG2 showed a strong sensitivity to treatment with
AgNPs (IC50 was 3.38 mg/ml by MTT assay, and 0.53 mg/ml
by LDH). Other authors have compared the cytotoxicity of
AgNPs on different tumor cells lines, as Arora et al. (2008).
They evaluated the cytotoxic effect of AgNPs on human
fibrosarcoma (HT-1080) and human skin carcinoma (A431)
cells. However, their cytotoxicity results did not show
difference between both cell lines.
On human normal cells (NHDF, HPF) no cytotoxicity was
observed for 24, 48 and 72 h of the treatment with AgNPs
(13.45 mg/ml), with the exception of HPF for 72 h where the
percentage of cell survival strongly decreased to 34%. On the
contrary, Arora et al. (2009) also observed a decrease in
the primary mouse fibroblast viability, after 24 h of treatment
with AgNPs (IC50 was 61 mg/ml). In addition to fibroblast, the
toxicity of AgNPs has been investigated in various cell types,
including BRL3A rat liver cells (Hussain et al., 2005), PC-12
neuroendocrine cells (Hussain et al., 2006), human alveolar
epithelial cells (Park et al., 2007) and germline stem cells
(Braydich-Stolle et al., 2005). All of them showed a decrease
in cell viability after treatment with AgNPs.
In this study four types of human cells HepG2 (hepatoma),
HL-60 (blood), NHDF (skin) and HPF (pulmonary) have been
used. These cells are most exposed to in vivo exposure of
AgNps. In vitro investigations often focus on one cell type
from the organ or tissue of interest, in order to understand the
implications of particle exposure. However, a collection of
cells is present within tissues that may not be similarly
affected by particle exposure, so that cell-specific effects may
manifest. Therefore, it is very important to know how these
NPs interact with different types of cells. In addition, it was
revealed that there may be cell types that differ with regard to
their sensitivity to AGNP exposure (Johnston et al., 2010).
Soto et al. (2007) investigated the cytotoxicity of a panel of
NPs, including AGNPs to human and murine lung macro-
phages and epithelial cell lines. Their results showed that
Figure 7. Protective effects of NAC against treatment with 13.45 mg/mL of AgNPs on NHDF (A) and HPF (B) cell viability by MTT assay. Cells were
cultured with different doses of NAC for 24 h.
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murine macrophage cell line was particularly sensitive to the
toxicity of AgNPs, implying that cells vary in their sensitive
to particle toxicity.
In addition, results obtained by LDH assay were slightly
lower than those calculated from the data collected using
MTT, which could suggest that cell membrane integrity is
more readily affected by AgNPs than the tested metabolic
activities. According to our results, Kim et al. (2009) found
that the IC50 of AgNPs determined by the LDH assay was
lower than that calculated from the data collected using the
MTT assay on HepG2 cells.
It has been suggested that the general trend of NP
cytotoxicity is similar among various types of NPs (Jin
et al., 2008) and that nonspecific oxidative stress is one of the
largest concerns in NP-induced toxicity (Colvin, 2003; Nel
et al., 2006; Xia et al., 2006). Consistent with those findings,
the cytotoxicity induced by AgNPs was efficiently prevented
by NAC treatment (Figures 6 and 7). It would appear that the
toxicity of AgNPs is mediated by an increase in ROS
production, which activates oxidant-sensitive signaling path-
ways, and stimulates inflammation and genotoxic events, to
eventually culminate in cell death (Johnston et al., 2010). It is
also relevant that the concentration of AgNPs administered is
able to influence the toxicity that is apparent; specifically, at
low levels of oxidative stress, a protective response is initiated
(Arora et al., 2009), which progresses to a damaging response
(Hussain et al., 2005) with increasing particle concentration,
and therefore oxidant levels (Nel et al., 2006).
Conclusion
Our results suggest that AgNPs are cytotoxic on human tumor
and normal cells, the tumor cells being more sensitive to the
cytotoxic effect of AgNPs. In addition, NAC protects human
cells from cytotoxicity of AgNPs, suggesting that oxidative
stress is in part responsible for this effect.
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Cytotoxicity and ROS production of
manufactured silver nanoparticles of different
sizes in hepatoma and leukemia cells
Alicia Avalosa, Ana Isabel Hazaa, Diego Mateoa and Paloma Moralesa*
ABSTRACT: Silver nanoparticles (AgNPs), which have well-known antimicrobial properties, are extensively used in various
medical and general applications. In spite of the widespread use of AgNPs, relatively few studies have been undertaken to
determine the cytotoxic effects of AgNPs. The aim of this study was investigate how AgNPs of different sizes (4.7 and
42nm) interact with two different tumoral human cell lines (hepatoma [HepG2] and leukemia [HL-60]). In addition, glutathi-
one depletion, inhibition of superoxide dismutase (SOD) and reactive oxygen species (ROS) generation were used to evaluate
feasible mechanisms by which AgNPs exerted its toxicity. AgNPs of 4.7 nm and 42nm exhibited a dramatic difference in
cytotoxicity. Small AgNPs were much more cytotoxic than large AgNPs. A difference in the cellular response to AgNPs was
found. HepG2 cells showed a higher sensitivity to the AgNPs than HL-60. However, the cytotoxicity induced by AgNPs was
efﬁciently prevented by NAC treatment, which suggests that oxidative stress is primarily responsible for the cytotoxicity of
AgNPs. Furthermore, cellular antioxidant status was disturbed: AgNPs exposure caused ROS production, glutathione deple-
tion and slight, but not statistically signiﬁcant inactivation of SOD. Copyright © 2013 John Wiley & Sons, Ltd.
Keywords: silver nanoparticles; cytotoxicity; N-acetyl-cisteine; reactive oxygen species; glutathione; superoxide dismutase
Introduction
Research during the last decades in science and engineering has
resulted in the fabrication of atomically precise structures and
devices in the nanometer scales – this is commonly known as
nanotechnology (Savage et al., 2007). ‘Nanomaterial’ means a
natural, incidental or manufactured material containing parti-
cles, in an unbound state or as an aggregate or as an agglomer-
ate and where, for 50 % or more of the particles in the number
size distribution, one or more external dimensions is in the size
range 1 to 100 nm (Comission recommendation, 2011).
The materials at a ’nano‘ scale show new and different proper-
ties compared with what they exhibit on a macroscale, enabling
unique applications (Jos et al., 2009). This makes nanomaterials
attractive for exploitation within diverse products and, therefore,
the ﬁeld of nanotechnology is expanding at a rapid rate, as a
result of the beneﬁts promised by the incorporation of
nanomaterials into products (Johnston et al., 2010). With the de-
velopment of nanotechnology, the size effects of particles have
gradually been considered to be important (Kim et al., 2011).
Therefore, an improved understanding of the potential risks,
comprising of exposure and hazard assessments, associated
with exposure to nanomaterials is necessary (Maynard et al.,
2006) to check its toxicity or safety.
Even although nanomaterials are currently being widely used
in modern technology, there is a serious lack of information
concerning the human health and environmental implications
of manufactured nanomaterials (Hussain et al., 2005). The main
feature of these nanomaterials is that in comparison with bulk
materials, nanoparticles (NPs) possess a higher surface-to-
volume ratio and thus an enhanced contact area with their
surroundings than do bulk materials at the same mass
(Maurer-Jones et al., 2010). This could mean that catalytic or
other active sites on the particle surface are exposed, in some
cases inducing the formation of reactive oxygen species (ROS)
(Barnard and Xu, 2008). As a result of their small size, NPs are
retained in many cells and organs to a larger extent than are
larger particles (Porter et al., 2009). Some NPs readily travel
throughout the body, deposit in target organs, penetrate cell
membranes, lodge in mitochondria and may trigger injurious re-
sponses (Nel et al., 2006). Also, in comparison with unstructured
bulk material, the shape of NPs can play a crucial role in a deter-
mining response (Albanese et al., 2010).
Silver (Ag) is well known for its antimicrobial activity (Stickler,
2000). The antimicrobial properties of silver nanoparticles are
being increasingly exploited in consumer products such as de-
odorants, clothing materials, bandages and also in cleaning solu-
tions and sprays (Chen and Schluesener, 2008; Tripathy et al.,
2008). It is estimated that of all the nanomaterials used in
consumer products, AgNPs currently have the highest degree
of commercialization (Henig, 2007). In spite of the increasing
use of AgNPs in commercial products, little is known about the
toxicity and cellular responses to AgNPs, and therefore the po-
tential impacts of AgNPs on humans and environmental health.
Some previous research suggests that the toxicity of AgNPs
arises in part from their effect on cellular energy metabolism,
as AgNPs decrease mitochondrial function. AgNP cytotoxicity
has also been shown to be associated with oxidative stress
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(Arora et al., 2008; Carlson et al., 2008; Hussain et al., 2005).
AgNPs were reported to act via ROS generation and glutathione
depletion (Hussain et al., 2005). The depletion of antioxidants in-
cluding glutathione and protein bound sulfhydryl groups and
the increase in activity of various anti-oxidant enzymes indica-
tive of lipid peroxidation have been implicated in oxidative
damage of cell molecules (Ahamed and Siddiqui, 2007).
The exposure to AgNPs could occur through the air, skin, food
and the use of medical devices (Oberdorster et al., 2005). Thus, it
is important to investigate the toxicity of AgNPs in relevant hu-
man tissues. In our study, human hepatoma cells (HepG2) were
used because the liver is a primary site of AgNPs accumulation
after exposure (Johnston et al., 2010). AgNPs have recently been
studied in terms of drug delivery which would involve intrave-
nous application (Boucher et al., 2008). Thus, it is crucial to inves-
tigate the effect of AgNPs on blood cells and in the present
study a tumoral human leukemia cell line (HL-60) was used.
The main goal of the present work was to study how AgNPs of
different sizes (4.7 and 42 nm) interact with two different
tumoral human cell lines (hepatoma and leukemia) in order to
understand the impact of such nanomaterials on cellular
biological functions. In addition, the total glutathione content,
activity of superoxide dismutase (SOD) and ROS generation were




All chemicals were reagent grade or higher and were obtained
from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA), unless otherwise speci-
ﬁed. Water-based solutions of AgNPs of 4.7 and 42 nm in diam-
eter were purchased from Nanogap Subparticles (A Coruña,
Spain). A summary of the characterization according to the man-
ufacturer’s data is available in Table 1. Stock solutions of AgNPs
were diluted to the required concentrations using the respective
cell culture medium. N-Acetyl-L-cysteine (NAC) was purchased
from Sigma-Aldrich, Inc.
Nanoparticles Characterization
To verify the size indicated by the provider, transmission elec-
tron microscopy (TEM) characterization was performed to deter-
mine the primaries sizes of nanoparticles and their morphology.
AgNPs solutions were sonicated (Branson 2510 water bath; 40
KHz) for 30min in order to reduce agglomeration (clusters of
particles held together by weak forces) and then a drop of aque-
ous AgNPs solution (3μl) was placed onto a carbon-coated
copper grid, air dried and observed with TEM (JEOL, JEM 2100;
Carl Zeiss, Oberkochen, Germany) from Centro de Microscopía
Electrónica, Complutense University, Madrid, Spain. In addition,
AgNPs were also observed after incubation in cell-free culture
media (0.2% v/v) for 24 h at 37 °C. Image J software was used to
measure the size of the AgNPs. The mean and standard deviation
(SD) of particle sizes was calculated from measuring over 100
nanoparticles in random ﬁelds of view in addition to the images
showing the general morphology of the nanoparticles, as
previously described (Murdock et al., 2008).
Dynamic light scattering (DLS) was used for characterization of
the hydrodynamic size of AgNPs after incubation in different
cell-free culture media for 24 h, performed on a Malvern Instru-
ments Zetasizer Nano-ZS from Instituto Nacional de Investigación
y Tecnología Agraria y Alimentaria (INIA), Madrid, Spain, as de-
scribed previously by Murdock et al. (2008). The method yields a
hydrodynamic diameter, which is a calculated particle diameter
of a sphere that has the same measured motion in the solute as
the actual particle.
Cell Culture
Tumoral human leukemia cells (HL-60) and human hepatoma
cells (HepG2) were obtained from the Biology Investigation
Centre Collection (BIC, Madrid, Spain). HL-60 cells were
maintained in RPMI 1640 Medium and HepG2 cells were
cultured as monolayer in Dulbecco’s modiﬁed Eagle’s medium
(DMEM). The media were supplemented with 10% v/v heat-
inactivated fetal calf serum, 50μgml–1 streptomycin, 50 UI ml–1
penicillin and 1% v/v L-glutamine. Culture medium and supple-
ments required for the growth of the human tumoral cell lines
were purchased from Gibco (Laboratories Life Technologies
Inc., Gaithersburg, MD, USA). All human cell cultures were incu-
bated at 37 °C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere.
Cytotoxicity Endpoints
A MTT (3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bro-
mide) reduction and lactate dehydrogenase (LDH) leakage were
used as parameters for cytotoxicity assessment. The MTT assay
was assessed according to the manufacturer’s instructions (Cell
Proliferation Kit I; Roche, Indianapolis, IN, USA). Brieﬂy, HepG2
cells (1× 106 cells per ml) were plated onto multiwell systems
and incubated for 24 h. After seeding, 100μl of different concen-
trations of AgNPs (0.84–500μgml–1) or negative (without
AgNPs) and positive controls (20mM of N-nitrosodibutylamine,
NDBA, 5% cell viability; García et al., 2008) were added to the
wells and the plates were incubated for 24, 48 and 72h at 37 °C
and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere. Previously, in order
to reduce agglomeration, the AgNPs suspensions were mixed
using a vortex for 20 s and sonicated for 30min. The optical
Table 1. Characteristics of silver nanoparticles (AgNPs) obtained from NanoGap.







2106-W AgNP 4.7 4.7 ± 1 Aqueous solution with
PEI and PVP
1.024 1.75× 1019 Black, yellow
(when diluted)
9.3
2103-W AgNP 42 42± 9 Aqueous solution 1.01 ND Brown ND
ND, no information provided. PEI, polyetherimide. PVP, polyvinylpyrrolidone
aAs provided by the company.
A. Avalos et al.




density (OD) of each well was read at 620 nm (test wavelength)
and 690nm (reference wavelength) by an ELISA with a built-in
software package for data analysis (iEMS Reader MF; Labsystems,
Helsinki, Finland). In experiments with HL-60 cells, the plates were
incubated with 1× 106 cells per ml in complete culture medium
and 50μl of each of the different concentrations of AgNPs was
added to each well (0.84–500μgml–1). The plates were then incu-
bated for different times (24, 48 and 72h) at 37 °C and 5% CO2 and
then processed as described above.
The percentage of cell survival (% SDH) is deﬁned as the ratio
of the number of cells in the presence of AgNPs to the number
in the absence of AgNPs; it is deﬁned by the following relation-
ship: % SDH activity = (A1/A0)× 100, where A1 is the absorbance
of the cells exposed to the AgNPs, and A0 is the absorbance of
the negative control. All the concentrations were tested in 12
replicates and values presented in this paper are the mean± SD
of three independent experiments.
Membrane integrity was assessed by measuring extracellular
lactate dehydrogenase (LDH) according to the procedures de-
scribed in the manufacturer’s instructions [Cytotoxicity Detection
Kit (LDH), Roche]. Brieﬂy, HepG2 cells were seeded in 96-well
plates at a density of 5× 105 cells per ml culture medium.
Twenty-four hours after seeding, 100μl of different concentra-
tions of AgNPs (0.84-500μg/ml) or negative and positive con-
trols was added to the wells and the plates were incubated for
24, 48 and 72 h at 37 °C and 100% humidity in a 5% CO2 atmo-
sphere. In order to reduce agglomeration previously, the AgNPs
suspensions were mixed using a vortex for 20 s and sonicated for
3min. Cell-free culture media was collected from each well and
incubated with a reaction mixture for 30min. The plates were
read with a microplate reader (iEMS Reader MF, Labsystems,
Helsinki, Finland) at 490 nm. A solution of 2% Triton X-100, which
lead to 100% cytotoxicity through cell lysing and thus to maxi-
mum LDH leakage, was used as a positive control. In the assays
with the HL60 cell line, the plates were incubated with 5× 105
cells per ml in culture medium and 100μl of different concentra-
tions of AgNPs was added to each well (0.84 to 500μgml–1). The
plates were then incubated for different times 24, 48 and 72 h at
37 °C and 5% CO2 and then processed as described above.
The release of LDH leakage was calculated as follows: LDH
leakage (%) = (experimental value – untreated control)/(positive
control – untreated control)× 100. All the concentrations were
tested in 12 replicates and values presented in this paper are
the mean± SD of three independent experiments.
Protective Effect of N-Acetyl-L-cysteine (NAC) Against
AgNPs-induced Cytotoxicity
NAC is an important antioxidant and serves as a precursor for
the synthesis of glutathione (Nel et al., 2006). The protective
effect of NAC against AgNPs-induced cytotoxicity was evaluated
using the MTT assay. Brieﬂy, HepG2 and HL-60 cells were
pretreated for 2 h with NAC at different concentrations (1, 5, 10
and 20mM) prior to a 24-h treatment with the 24-h MTT EC50
(concentration of AgNPs yielding 50% growth inhibition) of the




diacetate (H2DCFDA) from Molecules Probes (Eugene, OR, USA).
H2DCFDA diffuses through the cell membrane and is hydrolyzed
by esterases to non-ﬂuorescent dichloroﬂuorescein (DCFH). In
the presence of ROS, this compound is oxidized to highly ﬂuores-
cent dichloroﬂuorescein (DCF). For these experiments, HepG2 and
HL-60 cells were cultured in RPMI 1640 Medium and DMEM, re-
spectively, without phenol red and without fetal calf serum. After
the seeding of HepG2 and HL-60 cells, 1ml of AgNPs of 4.7 (1.62
and 3.36μgml–1, respectively) and 42nm (13.45μgml–1) or a pos-
itive control (20mM NDBA, 90% ROS production; García et al.,
2008) were added to the wells and the plates were incubated for
48, 24, 3 h, and 30 and 15min. Previously, we performed the assay
with different concentrations of AgNPs of 4.7 and 42nm to select
the highest ROS production. However, with AgNPs a signiﬁcant
ROS production could only be measured at the lower concentra-
tions. Then, 2× 105 cells were washedwith phosphate-buffered sa-
line (PBS) loaded for 30min with H2DCFDA (10μM) and incubated
in a water bath (37 °C). The cells were kept on ice and the ﬂuores-
cence intensity was read immediately with a FACS Calibur ﬂow
cytometer (Becton & Dickinson) (New Jersey, USA) and CellQuest
software (Centro de Microscopía y Citometría, UCM). For each
experiment, 104 cells were analyzed.
Total Glutathione Content
The total glutathione content was measured using a commercial
colorimetric assay kit, OxiSelect Total Glutathione (GSSG/GSH)
(Cell Biolabs, Inc., San Diego, CA, USA). The assay was assessed
according to the manufacturer’s instructions. Brieﬂy, HepG2
and HL60 cells were treated with 24-h MTT EC50 of the corre-
sponding AgNPs for 24, 48 and 72 h. After treatment, cells were
centrifuged and washed with cold 1× PBS. The pellet was
resuspended with 200–500μl ice-cold 0.5% MPA, the cells were
again centrifuged at 137 g for 5min at 4 °C and the supernatant
was collected. Then, 25μl 1× glutathione reductase and 25μl 1×
NADPH were added to 96-well plate and after that 100μl of the
samples was added. Finally, 50μl 1× chromogen was added and
mixed brieﬂy. Immediately, the absorbance was recorded at
405 nm at 2-min intervals for 10min.
The total glutathione content was determined by compari-
son with the predetermined glutathione standard curve. The
results are expressed as a percentage of the total glutathione
(GSSG/GSH) content.
Superoxide Dismutase Activity
The SOD activity was measured using a commercial colorimetric
assay kit, OxiSelect Superoxide Dismutase Activity (Cell Biolabs,
Inc.). Brieﬂy, HepG2 and HL60 cells were treated with 24-h MTT
EC50 of the corresponding AgNPs for 24, 48 and 72 h. After treat-
ment, cells were washed with ice-cold PBS and were then incu-
bated on ice with 1× Lysis Buffer (10mM Tris, pH 7.5, 150mM
NaCl, 0.1mM EDTA, 0.5% Triton-100) for 10min. Later, the cells
were centrifuged at 12 000 g for 10min and the cell lysate super-
natant was collected and added (10μl) to a 96-well plate and
then the master mixture was added. Finally, 10μl 1× Xanthine
Oxidase Solution was added and immediately the absorbance
was read at 490 nm.
The results are expressed as a percentage of SOD activity and
calculated as follows: SOD activity = [(A0 – A1)/A0]× 100, where
A0 is the absorbance of the negative control, and A1 is the absor-
bance of the cells exposed to the AgNPs.
Cytotoxicity of AgNPs





All means were calculated from three independent experiments,
and are expressed in the graphs as the mean and SD. Student’s
t-test was used for statistical comparison and differences were
considered signiﬁcant at P≤ 0.05. Descriptive and graphical
methods were used to characterize the data. All tests were
performed with the software package Statgraphics Plus 5.0.
Results
Nanoparticles Characterization
The particle size and shape of the AgNPs of 4.7 and 42 nm as im-
aged by TEM, in addition to the size distribution in aqueous so-
lution by TEM and in free culture media by DLS are presented in
Figs 1 and 2. As can be seen, the majority of the AgNPs (both
size) were approximately spherical, multi-facetted or slightly
elongated shape and well dispersed. However, after incubation
on cell-free culture media, AgNPs of 42 nm formed agglomerates
(Fig. 2B). The primary size of AgNPs (Fig. 1C and 2C) was found to
be 5.5 ± 2.8 nm (SE) in AgNPs of 4.7 nm, and 41.06 nm±9.3 nm
(SE) in AgNPs of 42 nm by TEM, the statistical results are listed
in Table 2. The reported size of the NPs is deﬁned as the maxi-
mum distance between two points on the particle circumfer-
ence equivalent to the diameter for spherical particles. After
incubation of AgNPs in cell-free culture media, the DLS size anal-
ysis (Fig. 1D and 2D) revealed that AgNPs of 4.7 nm showed ag-
glomeration in HepG2 and HL-60 media, with a major peak size
at 106.2 nm (~80% intensity) and 101 nm (~90% intensity) and
minor peak at 10.6 nm (~10% intensity) and 9.1 nm (~10% inten-
sity), respectively. AgNPs of 42 nm also showed agglomeration
in HepG2 and HL-60 media, with a peak size at 126.5 nm
(~98% intensity) and 102.3 nm (~100%), respectively.
A summary of AgNPs size characteristics by TEM and DLS are
shown in Table 2.
Effect of AgNPs on Cellular Viability
Two cytotoxicity markers, MTT and LDH leakage, were used to
evaluate the effects of AgNPs on cellular viability. The results
of the MTT viability assay showed a signiﬁcant decrease in mito-
chondrial function of HepG2 cells exposed to AgNPs of 4.7 nm at
the concentrations of 3.36, 6.72 and 13.45μgml–1 and all incu-
bation times (14%, 5% and 4% of cell survival, respectively)
(Fig. 3A). HepG2 cell treatment with AgNPs of 4.7 nm resulted
in a dose-dependent increase of LDH leakage into culture media,
signifying an AgNP-induced compromise of plasma membrane
integrity. Similarly to the MTT results, AgNPs at the concentra-
tions of 3.36, 6.72 and 13.45μgml–1 increased dramatically the
percentage of LDH leakage (80%, 98% and 99%, respectively).
Figure 3B shows the cytotoxic effect of AgNPs of 42 nm on
HepG2 cells. Data obtained with the MTT assay showed a slight
inhibition of the HepG2 cell viability for all times of treatment
with 6.72, 13.45 and 26.9μgml–1 AgNPs (90%, 84% and 80% of
cell survival, respectively). However, the concentrations of 100
and 500μgml–1 showed a large decrease in cell viability at all in-
cubation times (33% and 17% of survival, respectively). Out-
comes achieved with LDH show that the percentage of LDH
released was lower than 39% at concentrations of 6.72–26.9μg
ml–1 for all of the treatment times. Whereas the release of LDH
increased to 65% and 95% at concentrations of 100 and 500μg
ml–1, after 48 and 72 h of incubation.
The effect of AgNPs on HL-60 cell viability by MTT and LDH as-
says is shown in Figure 4. The MTT assay revealed that AgNPs of
4.7 nm induced a signiﬁcant dose and time-dependent inhibi-
tion on cell growth in the HL-60 cell line. As can be seen in
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Figure 1. Representative transmission electron microscopy (TEM) images of silver nanoparticles (AgNPs). AgNP 4.7 nm (A) was well dispersed in aque-
ous solution. (B) Image of AgNP after 24-h incubation in cell-free culture media. Scale bars represent 100 nm. Distribution of size of AgNPs in aqueous
solution by TEM (C). DLS size distributions (D) for 24-h incubations of AgNPs in HepG2 media ( ) and HL-60 media (- · - · -).
A. Avalos et al.




treatment with 0.84, 1.68 and 3.36μgml–1 AgNPs for 72 h (67%,
66% and 63% of survival, respectively). However, a strong inhibi-
tion of HL-60 cell viability was found after the treatment with
6.72μgml–1 AgNPs for 72 h (28% of cell survival) and 13.45μg
ml–1 for all incubation times (3% of cell viability). Similarly results
were obtained by the LDH assay. The percentage of LDH
released increased to 73% at a concentration of 6.72μgml–1
for 72 h and 98% at a concentration of 13.45μgml–1 and all incu-
bation times.
The results of the MTT assay with AgNPs of 42 nm showed a
HL-60 cell viability higher than 60% at concentrations of
6.72–100 μgml–1 for all of the treatment times. However,
with a concentration of 500 μgml–1 after 24, 48 and 72 h of
treatment the cell survival decreased to 43%, 39% and 36%,
respectively (Fig. 4B). In the LDH assay, the percentage of
LDH leakage was lower than 50% at the concentrations from
6.72 to 100 μgml–1 and all incubation times, with the excep-
tion of a concentration of 100 μgml–1 AgNPs after 72 h of
treatment, where LDH release increased to 54%. Nevertheless
the concentration of 500μgml–1 showed the highest percentage
of LDH released after 24, 48 and 72h of treatment (60%, 73%
and 84% of LDH released, respectively).
The calculated EC50 values of the AgNPs of 4.7 and 42 nm in
HepG2 and HL-60 cells determined by the MTT and LDH assays
are shown in Table 3. The EC50 of AgNPs of 4.7 nm in HepG2 cells
determined by the MTT and LDH assays was approximately
2.3 ± 0.59μgml–1 at all incubation times. In HL-60 cells, the
EC50 of AgNPs of 4.7 nm determined by the MTT assay at all in-
cubation times (9.46 ± 1.09, 7.78 ± 1.02 and 4.61 ± 0.82μgml–1)
was not signiﬁcantly different from AgNPs of 4.7 nm with respect
to the induction of the LDH assay (8.64 ± 0.94, 7.67 ± 0.81 and
4.02 ± 0.56μgml–1). However, the EC50 of AgNPs of 42 nm in
HepG2 and HL-60 cells determined by the LDH assay was lower
than those calculated from the data obtained by the MTT
(Table 3), which suggests that cell membrane integrity is
more readily affected by AgNPs of 42 nm than the tested
metabolic activities.
Protective Effect of N-Acetyl-L-cysteine (NAC)
NAC can interact directly with ROS and nitrogen species
because it is a scavenger of oxygen-free radicals (Zafarullah
et al., 2003). In both cells lines, AgNP-induced inhibition of
MTT reduction was largely prevented by NAC (Fig. 5). The viabil-
ity of HepG2 cells pretreated with 20mM NAC prior to a 24-h
treatment with 24 h MTT EC50 of AgNPs of 4.7 and 42 nm
increased to 80%. On HL-60 cells, pretreatment with NAC at all
concentrations (1, 5, 10 and 20mM) prior to treatment with
24-h MTT EC50 of AgNPs of 4.7 and of 42 nm increased the
percentage of cell viability about 90% and 65%, respectively.
Thus, our results suggest that oxidative stress is primarily
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Figure 2. Representative transmission electron microscopy (TEM) images of silver nanoparticles (AgNPs). AgNP 42 nm (A) was well dispersed in aque-
ous solution. (B) Image of AgNP after 24-h incubation in cell-free culture media. Scale bars represent 100 nm in A and B. Distribution of the size of
AgNPs in aqueous solution by TEM (C). DLS size distributions (D) for 24-h incubations of AgNPs in HepG2 media ( ) and HL-60 media (- · - · -).
Table 2. Summary of silver nanoparticles (AgNPs) size










Size ± SD (nm) Hydrodynamic
diameter ± SD (nm)
AgNP 4.7 5.5 ± 2.77 106.2 ± 6.5 101 ± 2.4
AgNP 42 41.06 ± 9.29 126.5 ± 6 102.3 ± 9.4
Cytotoxicity of AgNPs
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Figure 3. Effects of silver nanoparticles (AgNPs) of 4.7 (A) and 42nm (B) on HepG2 cell viability by the MTT and LDH assays. Cells were cultured with different
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Figure 4. Effects of silver nanoparticles (AgNPs) 4.7 (A) and 42nm (B) on HL60 cell viability by the MTT and LDH assays. Cells were cultured with different
doses of AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) h. C0 untreated cells. Asterisks indicate a signiﬁcant difference from the control ***P≤ 0.001 and *P≤ 0.05.
A. Avalos et al.




AgNP-derived Induction of ROS
Oxidative stress has been cited as one of the more important
mechanisms of toxicity related to NPs exposure (Nel et al.,
2006). To investigate the potential role of oxidative stress in-
duced by AgNPs, ROS generation was measured. After treatment
of HepG2 and HL-60 cells with AgNPs of 4.7 and 42 nm, DCF ﬂuo-
rescence was measured by ﬂow cytometry and expressed as a
percentage of the control. A signiﬁcant increase of ROS levels
was observed in HepG2 cells after treatment with AgNPs of 4.7
(1.62μgml–1) and 42 nm (13.45 μgml–1), reaching the maximum
signal after 15min and 24 h treatment, respectively. ROS
levels increased 2.03-fold (AgNPs of 4.7 nm) and 1.55-fold
(AgNPs of 42 nm) more than the control (Fig. 6A). In HL-60 cells,
DCF-ﬂuorescence intensity was signiﬁcantly increased by AgNPs
4.7 of nm (3.36μgml–1) and 42 nm (13.45μgml–1) after 24-h
exposure, and ROS generation in cells treated was 1.64- and
1.21-fold greater than that in the control, respectively (Fig. 6B).
Cellular Antioxidant Response
The action of intracellular molecular antioxidants (glutathione)
and regulation of antioxidant enzymes activity, such as superox-
ide dismutase, are shown in Figs 7 and 8. Our data demonstrated
a signiﬁcant depletion (P< 0.05) of the total glutathione content
(GSSG/GSH) occurred in AgNPs (4.7 and 42m)-exposed cells. The
total glutathione content (GSSG/GSH) in HepG2 cells exposed to
24-h MTT EC50 of AgNPs (4.7 and 42 nm) for 24, 48 and 72 h
decreased in a time-dependent manner (Fig. 7A). After 72 h of
treatment, both AgNPs depleted GSSG+GSH to 16% and 10%
relative to controls, respectively. In HL-60 cells (Fig. 7B), AgNPs
of 4.7 nm (48 and 72 h) completely decreased GSSG+GSH.
AgNPs of 42 nm (72 h) reduced 97% of the GSSG+GSH relative
to the control.
The activity of antioxidant enzymes was also modulated
(Fig. 8). Superoxide dismutase activity was slightly reduced after
HepG2 and HL-60 treatment with the 24-h MTT EC50 of AgNPs
for 24, 48 and 72 h (approximately 25% and 20%, respectively),
but this reduction was not statistically signiﬁcant.
Discussion
NPs may cause adverse effects because of their small size and
unique properties (Sayes et al., 2006). NPs are also believed to
be highly mobile in the human body or various environments
and appear to penetrate and accumulate in different tissues
(Liu et al., 2008). They are thought to strongly interact with var-
ious protein and nucleic structures and could either enhance
or limit various cellular functions (Mahmood et al., 2010).
The physico-chemical characteristics of NPs play a signiﬁcant
role in their effect on biological systems (Donaldson et al.,
2004; Oberdörster et al., 2000). The principal parameters of
nanoparticles are their shape, size, surface area and the morpho-
logical sub-structure of the substance. The chemical composi-
tion and the intrinsic toxicological properties of the chemical
are also of importance for the toxicity of NPs (Renwick et al.,
2004). Thus, physico-chemical characterization of NPs is para-
mount in order to correlate biological/toxicological responses
with these properties (Warheit, 2008).
Table 3. Calculated EC50 values in HepG2 and HL-60 cell lines.
Cell lines AgNPs 4.7 nm AgNPs 42 nm
MTT assay EC50 (μgml
–1) LDH assay EC50 (μgml
–1) MTT assay EC50 (μgml
–1) LDH assay EC50 (μgml–1)
24 h 48 h 72 h 24 h 48 h 72 h 24 h 48 h 72 h 24 h 48 h 72 h
HepG2 2.3 2.3 2.3 2.2 2.2 2.2 83.1 76.5 76.5 65.8 55.8 51.3
HL-60 9.46 7.78 4.61 8.64 7.67 4.02 420 291 260 300 180 150
AgNPs, silver nanoparticles.
The EC50 values represent the effective concentration of AgNPs that decreases the amount of viable cells to 50% of the maximum
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Figure 5. Protective effects of N-Acetyl-L-cysteine (NAC) against treatment with 24-h MTT EC50 doses of AgNPs of 4.7 ( ) and 42 nm ( ) in HepG2 and
HL-60 cell viability using MTT assay. Cells were cultured with different doses of NAC for 24 h. Asterisks indicate a signiﬁcant difference from the control
***P≤ 0.001 and *P≤ 0.05.
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When investigating the size-dependent effects, the size
distribution of the NPs in relevant cell culture media needs to
be described. In addition, agglomeration of NPs has been dem-
onstrated to have a profound impact on their toxicity in vitro
(Liu et al., 2009). In our research, the size measurement of AgNPs
4.7 and 42 nm by TEM showed in aqueous solution a diameter of
5.5 ± 2.77 nm (SE) and 41.06 ± 9.29 nm (SE), respectively (Table 2).





































































Figure 6. Time course of reactive oxygen species (ROS) production in untreated HepG2 (A) cells ( ) and treated with silver nanoparticles (AgNPs) of
4.7 ( ) or AgNPs of 42 nm ( ). (B) Untreated HL-60 cells ( ) and treated with AgNPs of 4.7 nm ( ) and 42 nm ( ). Asterisks indicate a signiﬁcant








































































Figure 7. Effects of silver nanoparticles (AgNPs) of 4.7 and 42 nm in the total glutathione content on HepG2 (A) and HL-60 (B) cells. Cells were cultured
with 24-h MTT EC50 doses of AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) h. Control untreated cells. Asterisks indicate a signiﬁcant difference from the control












































Control AgNP 4,7 AgNP 42
A B
Figure 8. Effects of silver nanoparticles (AgNPs) 4.7 and 42 nm in the superoxide dismutase (SOD) activity on HepG2 (A) and HL-60 (B) cells. Cells were
cultured with 24-h MTT EC50 doses of AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) h.
A. Avalos et al.




AgNPs speciﬁed by the manufacture (Table 1). However, after in-
cubation on HepG2 and HL60 media, the diameter of AgNPs of
4.7 nm increased to 106.2 and 101 nm, respectively, using DLS
technique. The AgNPs of 42 nm also after incubation on HepG2
and HL60 media, the diameter increased to 126.5 and
102.3 nm, respectively (Table 2). The size distributions of parti-
cles suspended in DMEM and RPMI media, measured by DLS
analysis, showed larger values than the particle size measured
by TEM. This shows that the AgNPs formed agglomerates in
the cell medium, which were around 20 times larger than the pri-
mary particle sizes (4.7 nm). The AgNPs of 42nm formed larger ag-
glomerates, around three times the size estimated by TEM
analysis. That indicates the possible interaction of AgNPs with
the cell culture media, which has been widely reported with differ-
ent NPs that leads to the formation of ’protein corona‘ (Lundqvist
et al., 2008; Lynch and Dawson, 2008). Therefore, not only the size
of the primary NPs but also the size of the secondary NPs could be
used as a characteristic parameter to determine the in vitro toxicity
of NPs in a cell culture medium (Kato, 2011).
After physiochemical characterization, a series of toxicological
studies were performed to assess the in vitro cytotoxic effects of
AgNPs of 4.7 and 42 nm on these two human cell lines and to
understand the difference in the cellular response to AgNPs.
The MTT assay determines the ability of viable cell’s mitochon-
dria to reduce the soluble, yellow MTT into an insoluble, purple
formazan. The reduction of MTT to formazan indicates the de-
crease in mitochondrial metabolism of the cells. A dose response
of both AgNPs in HepG2 and HL-60 cells showed the decrease in
the reduction of MTT to formazan with the increasing concentra-
tion. In addition, the dose response of AgNPs to HepG2 and
HL-60 cells in the LDH assay showed that with the increasing
concentrations of both AgNPs, more LDH was released to the cul-
ture medium, which indicated the cellular viability was decreasing
with the increasing concentrations of AgNPs (Figs 4 and 5).
The toxicity of AgNPs of 4.7 nm was compared with that of var-
ious corresponding concentrations of AgNPs of 42nm. Based upon
the EC50 values determined by the two cytotoxicity assays, AgNPs
of 4.7 nm and 42nm exhibited a dramatic difference in cytotoxic-
ity. Small AgNPs (4.7 nm) were much more cytotoxic than large
NPs (42nm). On HepG2, AgNPs of 42nm exhibited an EC50 value
of 83.1 and 65.8μgml–1 (MTT/LDH, respectively), whereas the
EC50 AgNPs of 4.7nm was 2.3 and 2.2μgml
–1 (MTT/LDH, respec-
tively) about 40-fold more cytotoxic. On HL-60, AgNPs of 4.7nm
exhibited an EC50 value of 9.46 and 8.64μgml
–1 (MTT/LDH, respec-
tively), about 44-fold more cytotoxic than AgNPs of 42 nm.
Taken together, the responses from both cytotoxicological as-
says (MTT and LDH) employed to test the AgNPs (4.7 and 42 nm)
toxicity on the HepG2 and HL-60 cells were found to be both
dose and size dependant. Particle size has been demonstrated
to inﬂuence toxicity (Cha et al., 2008; Hsin et al., 2008), tissue dis-
tribution (De Jong et al., 2008), intestine and dermal penetration
(Sonavane et al., 2008) and cellular uptake (Chithrani et al., 2006).
In general, greater effects were observed for smaller NPs. Ac-
cordingly, smaller NPs have a wider tissue distribution, penetrate
further within the skin and intestine, are internalized to a greater
extent and have a larger toxic potency (Johnston et al., 2010).
There are few studies about cellular uptake, but all of them
agree that the size and surface charge of the NPs are factors that
inﬂuence the potential cellular uptake (Chithrani et al., 2006;
Elsaesser and Howard, 2012; Wang et al., 2010). Although various
studies indicate that the ﬁnal localization of NPs is usually the
lysosome (Clift et al., 2008; Xiao et al., 2010), the internalization
mechanism is not fully understood (Iversen et al., 2011). How-
ever, it has been suggested that it is possible that different inter-
nalization mechanisms exist for the different NP sizes, although
this will need further clariﬁcation (Varela et al., 2012)”.
Furthermore, in the present study the difference in the cellular
response to AgNPs was also compared. Our results showed the
higher sensitivity of HepG2 cells to the AgNPs than HL-60 cells,
about 4.5-fold (Table 3). Johnston et al. (2010) reported that
the liver appears to be the primary site of accumulation, which
is likely to derive from the uptake of particles by resident liver
macrophages, contained within the reticuloendothelial system,
which remove particles from the circulation. Thus, this could ex-
plain the greater susceptibility of HepG2 cells. Kim et al. (2009)
also studied the cytotoxicity of AgNPs on HepG2 cells. HepG2
showed a strong sensitivity to treatment with AgNPs (EC50 was
3.38μgml–1 by the MTT assay and 0.53μgml–1 by LDH). Other
authors have compared the cytotoxicity of AgNPs on different
tumor cells lines, such as Arora et al. (2008). They evaluated the
cytotoxic effect of AgNPs on human ﬁbrosarcoma (HT-1080) and
human skin carcinoma (A431) cells. However, their cytotoxicity
results did not show a difference between both cell lines.
Among both colorimetric-based short-term exposure (up to 72h)
acute toxicity assays (MTT and LDH) in HepG2 and HL-60 cells, the
LDH assay was noted to be the most sensitive as indicated by the
lower EC50 (Table 3). Which could suggests that cell membrane in-
tegrity is more readily affected by AgNPs than the tested metabolic
activities. According to our results, Kim et al. (2009) found that the
EC50 of AgNPs determined by the LDH assaywas lower than that cal-
culated from the data collected using theMTT assay on HepG2 cells.
It has been suggested that the general trend of NP cytotoxic-
ity is similar among various types of NPs (Jin et al., 2008) and that
non-speciﬁc oxidative stress is one of the largest concerns in
NP-induced toxicity (Colvin, 2003; Nel et al., 2006; Xia et al.,
2006). Consistent with these ﬁndings, our results showed that
the cytotoxicity induced by AgNPs (4.7 and 42 nm) was
efﬁciently prevented by NAC treatment (Fig. 5). These ﬁndings
suggest that oxidative stress is primarily responsible for the cyto-
toxicity of AgNPs. A number of previous studies have implicated
the production of ROS in cytotoxicity mediated by NPs
(Foldbjerg et al., 2009). In our study, a ﬂuorogenic assay was used
to measure the production of ROS at different times. AgNPs of
4.7 nm induced a drastic increase in ROS production on HepG2
cells and HL-60 cells after 15min (100%) and 24h (60%), respec-
tively. However, AgNPs of 42 nm induced a lower ROS production
on both cell lines after 24 h than AgNPs of 4.7 nm. Thus, ROS
production on HepG2 and HL-60 was also dependent of the
particle size. Barillet et al. (2010) reported that Silicon Carbide
nanoparticles (SiC-NPs) diameter modulate ROS production. This
modulation has also already been described with TiO2-NPs and
CB-NPs and attributed to higher surface area and thus a higher
surface reactivity of the ﬁnest NPs (Hussain et al., 2009).
Therefore, to investigate the potential role of oxidative stress
as a mechanism of AgNPs induced toxicity, the effects on total
glutathione content and SOD were monitored. GSH is the major
endogenous antioxidant scavenger that protects cells from oxi-
dative stress through its ability to bind and reduce ROS. Thus,
preserving the GSH-mediated antioxidant defense is critical for
cell survival (Anderson et al., 2004; Dewarijee et al., 2009; Sies,
1999). Our results showed a drastic depletion of total glutathi-
one content after 72 h of treatment with both AgNPs sizes in
HepG2/HL-60 cells (84- 98%). Other authors such as Arora et al.
(2008), Carlson et al. (2008) and Piao et al. (2011) also observed
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decreased levels of GSH after treatment with AgNPs. The intra-
cellular GSH measurement study by Mukherjee et al. (2012) also
showed a decrease in the intracellular GSH level with the in-
creasing concentration of AgNPs in HaCaT and HeLa cells, with
HeLa cells being much more sensitive than HaCaT cells. There-
fore, it remains to be determined if the other intracellular antiox-
idant system such as superoxide dismutase is also impaired by
AgNPs. In this study, the changes observed in the activity of
SOD were not statistically signiﬁcant in both cells lines (HepG2
and HL-60) after treatment with AgNPs 4.7 and 42 nm. This result
is suggestive of a differential and less pronounced response by
these cellular defense mechanisms as compared with GSH. Arora
et al. (2009) did not observe changes statistically signiﬁcant in
the levels of SOD on ﬁbroblast after treatment with AgNPs. But
nevertheless, in case of primary liver cells they observed an in-
crease of SOD after treatment with AgNPs.
In conclusion, our study showed that both AgNPs sizes (4.7
and 42 nm) formed agglomerates in the cell media. Small AgNPs
were much more cytotoxic than large AgNPs and HepG2 cells
showed a higher sensitivity to the AgNPs than HL-60 cells. In
addition, the cytotoxicity induced by AgNPs was efﬁciently
prevented by NAC treatment, which suggests that oxidative
stress could be responsible for the cytotoxicity of AgNPs. Cellular
antioxidant status was disturbed: AgNPs exposure caused ROS
production, total glutathione content depletion and slight but
not statistically signiﬁcant inactivation of SOD.
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Abstract
Silver compounds have been used for their medicinal properties for centuries. At
present, silver nanoparticles (AgNPs) are reemerging as a viable topical treatment
option for infections encountered in burns, open wounds and chronic ulcers. This study
evaluated the in vitro mechanisms of two different sizes of AgNPs (4⋅7 and 42 nm)
toxicity in normal human dermal fibroblasts. The toxicity was evaluated by observing
cell viability and oxidative stress parameters. In all toxicity endpoints studied (MTT
and lactate dehydrogenase assays), AgNPs of 4⋅7 nm were much more toxic than
the large AgNPs (42 nm). The cytotoxicity of both AgNPs was greatly decreased by
pre-treatment with the antioxidant N-acetyl-L-cysteine. The oxidative stress parameters
showed significant increase in reactive oxygen species levels, depletion of glutathione
level and slight, but not statistically significant inactivation of superoxide dismutase,
suggesting generation of oxidative stress. Thus, AgNPs should be used with caution for
the topical treatment of burns and wounds, medical devices etc, because their toxicity
depends on the size, the smaller NPs being much more cytotoxic than the large.
Introduction
The prefix ‘nano’ is derived from theGreekword ‘nanos’ mean-
ing ‘dwarf’. Nanotechnology involves the manipulation and
application of engineered particles or systems that have at least
one dimension less than 100 nanometres (nm) (1). On 18 Octo-
ber 2011, the European Commission defined ‘nanomaterial’ as
‘a natural, incidental or manufactured material containing parti-
cles, in an unbound state or as an aggregate or as an agglomerate
and where, for 50% or more of the particles in the number
size distribution, one or more external dimensions is in the size
range 1 nm–100 nm’. Application of this novel technology is
now widely spread throughout all areas of life and still expand-
ing.With the reduction in their size and concomitant increase in
their specific surface area per unit mass, the nanoparticles (NPs)
possess unique physico-chemical properties, which have led to
these small objects becoming attractive and useful research and
production units (2).
However, the same characteristic making NPs so attractive to
be used in new products have led to concerns that NPs may pose
a risk for humans and the environment (3). So, an improved
understanding of the potential risks comprising exposure and
hazard assessments, associated with exposure to nanomaterials
is necessary (4) to check their toxicity or safety. Toxicolog-
ical investigations of NPs imply that size, shape, chemical
composition, surface charge, solubility, their ability to bind
and affect biological sites as well as their metabolism and excre-
tion influence the toxicity of NPs (5,6). For example, NPs of
smaller size can enter the mitochondria of cells through various
pathways, subsequently inducing oxidative stress and cell death
via apoptosis (7). This is also reflected in a scientific opinion by
the European Food Safety Authority (EFSA) Scientific Com-
mittee who concluded from the existing studies that NPs might
Key Messages
• silver nanoparticles (AgNPs) are used for the treatment of
wounds and burns, and little is known about their toxicity
• in this study, the cytotoxic effect of AgNPs of different
sizes (4⋅7 and 42 nm) on normal human dermal fibrob-
lasts was evaluated
• the results showed a size-dependent toxicity. This toxicity
may be due to oxidative stress, as the cellular antioxidant
status was disturbed
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Table 1 Characteristics of silver nanoparticles (AgNPs) obtained from Nanogap




particle (part/l) Colour pH
2106-W AgNP 4⋅7 4⋅7± 1 Aqueous solution
with PEI and PVP
1⋅024 1⋅75× 1019 Black, yellow
(when diluted)
9⋅3
2103-W AgNP 42 42± 9 Aqueous solution 1⋅01 Nd Brown Nd
Nd, no information provided; PEI, polyetherimide; PVP, polyvinylpyrrolidone.
*As provided by company.
have different toxicological properties than the bulk substance,
but their risks should be assessed on a case-by-case basis (8).
It is estimated that of all the nanomaterials used in con-
sumer products, silver nanoparticles (AgNPs) currently have
the highest degree of commercialisation (9). Owing to their
strong antibacterial property, AgNPs are largely used as a com-
ponent of various commercially available products such as tex-
tiles, medical devices, contraceptives, water disinfectants and
room spray (10–12). Moreover, AgNPs are used for the treat-
ment of wounds and burns, as well as for coating on implants
(13). Despite the increasing use of AgNPs in commercial prod-
ucts, little is known about the toxicity and cellular responses to
AgNPs, and therefore the potential impacts of AgNPs on human
and environmental health.
Because of the extensive presence of AgNPs in textiles,
wound dressing, sport clothing and other products that come
in direct contact with the skin, dermal exposure must be care-
fully evaluated. Some authors suggested an increased dermal
penetration of AgNPs associated with damaged skin during in
vitro experiments (14) or following the use of AgNPs-coated
dressings in case of extensive burns (15). Keratinocytes in
culture were used to assess the cytotoxic effects of AgNPs
released from several types of silver-containing dressings, and
the result of these studies showed that keratinocyte prolif-
eration was significantly inhibited after exposure to extracts
of nanocrystalline-coated dressings (16,17). The toxicity of
AgNPs has also been investigated in others cell types, including
BRL3A rat liver cells (18), PC-12 neuroendocrine cells (19),
human alveolar epithelial cells (20) and germline stem cells
(21). The toxicity of AgNPs is mainly due to oxidative stress
(22). AgNPs were reported to act via reactive oxygen species
(ROS) generation and glutathione depletion (18). The deple-
tion of antioxidants including glutathione and protein-bound
sulphydryl groups and the increase in activity of various antiox-
idant enzymes indicative of lipid peroxidation have been impli-
cated in oxidative damage of cell molecules (23).
For in vitro studies with AgNPs, the selection of cell types
representing the target tissue is very important. Assessment of
human fibroblast cytotoxicity in vitro has been a useful tool for
characterising cell toxicity of topically applied antiseptics (24).
In this study, normal human dermal fibroblasts (NHDF) have
been used because it is relevant to consider the implications of
dermal exposure to AgNPs, due to exploitation of these NPs
within wound dressings (25).
The main goal of the present work was to study how AgNPs
of different sizes (4⋅7 and 42 nm) interact with normal human
dermal fibroblast in order to understand the impact of such
nanomaterials on cellular biological functions. In addition, total
glutathione content, activity of superoxide dismutase (SOD)
and ROS generation were used to evaluate feasible mechanisms
by which AgNPs exerted their toxicity.
Material and methods
Chemicals
All chemicals were reagent-grade or higher and were obtained
from Sigma–Aldrich (St Louis, MO), unless otherwise
specified. Water-based solutions of AgNPs of 4⋅7 and 42 nm
in diameter were purchased from Nanogap Subparticles (A
Coruña, Spain). A summary of the characterisation according
to the manufacturer’s data is available in Table 1. Stock solu-
tions of AgNPs were diluted to the required concentrations
using the respective cell culture medium. N-acetyl-L-cysteine
(NAC) was purchased from Sigma–Aldrich.
Characterisation of nanoparticles
The characterisation of AgNPs to determine their primary sizes
and their morphology in aqueous solution by transmission elec-
tronmicroscopy (TEM)was conducted in previous studies (26).
Dynamic light scattering (DLS) was used for characterisation
of hydrodynamic size of AgNPs after incubation in cell-free
culture media (0⋅02% v/v) for 24 hours at 37∘C, performed
on a Malvern Instruments Zetasizer Nano-ZS from Instituto
Nacional de Investigación y Tecnología Agraria y Alimenta-
ria (INIA), Madrid, Spain, as described by Murdock et al. (27).
The method yields a hydrodynamic diameter, which is calcu-
lated particle diameter of a sphere that has the same measured
motion in the solute as the actual particle.
Cell culture
NHDF were purchased from commercial PromoCell GmbH
(Heidelberg, Germany). NHDF were cultured as monolayer
in Fibroblast Basal medium supplemented with 2% v/v foetal
calf serum, 1 ng/ml basic fibroblast growth factor and 5 μg/ml
insulin. Culture medium and supplements were purchased from
PromoCell GmbH. The human cell culture was incubated at
37∘C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere.
Cytotoxicity endpoints
MTT [3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium
bromide] reduction and lactate dehydrogenase (LDH) leakage
were used as parameters for cytotoxicity assessment. The
MTT assay was assessed according to the manufacturer’s
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instructions (Cell Proliferation Kit I; Roche, Indianapolis, IN).
Briefly, NHDF (5× 105 cells/ml) were plated onto multiwell
systems and incubated for 24 hours. After seeding, 100 μl
of different concentrations of AgNPs (0⋅84–2000 μg/ml) or
negative (without AgNPs) and positive controls [20mM of
N-nitrosodibutylamine, NDBA, 5% cell viability; (28)] were
added to the wells and the plates were incubated for 24, 48 and
72 hours at 37∘C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere.
In order to reduce agglomeration, the AgNPs suspensions
were mixed using vortex for 20 seconds and sonicated for
30minutes. The optical density (OD) of each well was read at
620 nm (test wavelength) and 690 nm (reference wavelength)
by an enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) with a
built-in software package for data analysis (iEMS Reader MF,
Labsystems; Helsinki, Finland).
The percentage of cell survival [% succinate dehydrogenase
(SDH)] is defined as the ratio of the number of cells in the pres-
ence of AgNPs to the number in the absence of AgNPs; that is,
%SDH activity= (A1/A0)× 100, where A1 is the absorbance of
the cells exposed to the AgNPs and A0 is the absorbance of the
negative control. All the concentrations were tested in 12 repli-
cates and values presented in this article are mean± standard
deviation of three independent experiments.
Membrane integrity was assessed by measuring extracellular
LDH according to the procedures described in manufacturer’s
instructions [Cytotoxicity Detection Kit (LDH)]. Briefly,
NHDF were seeded in 96-well plates at a density of 5× 105
cells/ml culture medium. After 24 hours of seeding, 100 μl of
different concentrations of AgNPs (0⋅84–2000 μg/ml) or nega-
tive and positive controls were added to the wells and the plates
were incubated for 24, 48 and 72 hours at 37∘C and 100%
humidity in a 5% CO2 atmosphere. In order to reduce agglom-
eration previously, the AgNPs suspensions were mixed using
vortex for 20 seconds and sonicated for 30minutes. Cell-free
culture media was collected from each well and incubated with
a reaction mixture for 30minutes. The plates were read with a
microplate reader at 490 nm. A solution of 2% Triton X-100,
which lead to 100% cytotoxicity through cell lysing and thus
to maximum LDH leakage, was used as a positive control.
The release of LDH leakage was calculated as follows:
LDH leakage (%)= (experimental value− untreated control)/
(positive control− untreated control)× 100. All the concen-
trations were tested in 12 replicates and values presented in
this article are mean± standard deviation of three independent
experiments.
Results obtained by the MTT and LDH assays were also
expressed as EC50 values. The EC50 values represent the effec-
tive concentration of AgNPs that decreases the amount of viable
cells to 50% of the maximum.
Protective effect of NAC against AgNPs-induced
cytotoxicity
NAC is an important antioxidant and serves as a precursor for
the synthesis of glutathione (29). The protective effect of NAC
against AgNPs-induced cytotoxicity was evaluated using the
MTT assay. Briefly, NHDF were pre-treated for 2 hours with
NAC at different concentrations (1, 5, 10 and 20mM) prior to
a 24-hour treatment with the EC50 (concentration of AgNPs
yielding 50% growth inhibition) of the corresponding AgNPs
calculated by MTT assay. Then, the procedure is similar to the
MTT assay described above.
Intracellular ROS measurement
ROS production was determined using 2′,7′-dichlorodihydro-
fluorescein diacetate (H2DCFDA) from Molecules Probes
(Eugene, OR). H2DCFDA diffuses through the cell membrane
and is hydrolysed by esterases to non-fluorescent dichloroflu-
orescein (DCFH). In the presence of ROS, this compound is
oxidised to highly fluorescent dichlorofluorescein (DCF). For
these experiments, NHDF were seeded in 24-well plates at
a density of 2× 105 cells/ml culture medium. After seeding,
1ml of AgNPs of 4⋅7 (3⋅36 μg/ml) and 42 nm (100 μg/ml) or
positive control (20mM NDBA, 90% ROS production; (28))
were added to the wells and the plates were incubated for 48,
24, 3 hours, and 30 and 15minutes. Previously, we performed
the assay with different concentration of AgNPs of 4⋅7 and
42 nm to select the highest ROS production. However, with
AgNPs significant ROS production could only be measured
at the lower concentrations. Then, 2× 105 cells were washed
with phosphate buffered saline (PBS) loaded for 30minutes
with H2DCFDA (10 μM) and incubated in a water bath (37∘C).
Cells were kept on ice and fluorescence intensity was read
immediately with a FACS Calibur flow cytometer (Becton &
Dickinson, Franklin Lakes, NJ) and the CellQuest software
(Centro de Microscopía y Citometría, UCM, Madrid, Spain).
For each experiment, 104 cells were analysed.
Total glutathione content
The total glutathione content was measured using a com-
mercial colorimetric assay kit, OxiSelect Total Glutathione
(GSSG/GSH; Cell Biolabs, Inc.; San Diego, CA). The assay
was assessed according to the manufacturer’s instructions.
Briefly, NHDF were treated with 24 hours MTT EC50 of the
corresponding AgNPs for 24, 48 and 72 hours. After treatment,
cells were centrifuged and washed with cold 1× PBS. The pellet
was resuspended with 200–500 μl ice-cold 0⋅5%metaphospho-
ric acid (MPA), the cells were again centrifuged at 1200 rpm
for 5minutes at 4∘C and the supernatant was collected. Then,
25 μl 1× glutathione reductase and 25 μl 1× NADPH were
added in 96-well plate and after that 100 μl of the samples
were added. Finally, 50 μl 1× chromogen was added and mixed
briefly. Immediately, the absorbance was recorded at 405 nm at
2minutes intervals for 10minutes.
The total glutathione content was determined by comparison
with the predetermined glutathione standard curve. The results
were expressed as percentage of total glutathione (GSSG/GSH)
content.
SOD activity
SOD activity was measured using a commercial colorimetric
assay kit, OxiSelect Superoxide Dismutase Activity (Cell Bio-
labs, Inc., San Diego, CA). Briefly, NHDF were treated with
24 hours MTT EC50 of the corresponding AgNPs for 24, 48 and
72 hours. After treatment, cells were washed with ice-cold PBS
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Figure 1 Dynamic light scattering (DLS) size distribu-
tions for 24 hours incubations of silver nanoparticles
(AgNPs) 4⋅7nm (panel A) and AgNPs 42nm (panel B) in
normal human dermal fibroblasts (NHDF) media.
and then were incubated on ice with 1× Lysis Buffer (10mM
Tris, pH 7⋅5, 150mM NaCl, 0⋅1mM EDTA, 0⋅5% Triton
X-100) for 10minutes. Later, cells were centrifuged at 12 000g
for 10minutes and the cell lysate supernatant was collected and
added (10 μl) to 96-well plate and then the master mixture was
added. Finally, 10 μl 1× Xanthine Oxidase Solution was added
and immediately the absorbance was read at 490 nm.
The results were expressed as percentage of SOD activity
and were calculated as follows: SOD activity= [(A0 −A1)/
A0]× 100, where A0 is the absorbance of the negative control
and A1 is the absorbance of the cells exposed to the AgNPs.
Statistical analyses
All means were calculated from three independent experiments
and are expressed in the graphs as mean and standard deviation.
The Student’s t-test was used for statistical comparison and
differences were considered significant at P≤ 0⋅05. Descriptive
and graphical methods were used to characterise the data. All
tests were performed with the software package Statgraphics
Plus 5⋅0 (Warrenton, VA).
Results
Characterisation of nanoparticles
The particle size, shape and size distribution of AgNPs of
4⋅7 and 42 nm in aqueous solution by TEM were conducted
in previous studies in our laboratory (26). Results showed
that majority of the AgNPs (both size) were approxi-
mately spherical, multifaceted or slightly elongated shape
and well-dispersed. The size measurement of AgNPs of 4⋅7
and 42 nm showed a diameter of 5⋅5 nm± 2⋅77 nm (SE) and
41⋅06 nm± 9⋅29 nm, respectively. In this study, the particle
size of the AgNPs of 4⋅7 and 42 nm in free culture media as
imaged by DLS are shown in Figure 1. The DLS size analysis
(Figure 1A) showed that AgNPs of 4⋅7 nm showed agglomer-
ation in fibroblast media, with a major peak size at 138⋅9 nm
(∼94% intensity) and two minor peaks at 10⋅84 and 4222 nm
(∼3⋅3% and 2⋅7% intensity, respectively). AgNPs of 42 nm
also showed agglomeration in fibroblast media, with peak size
at 259⋅9 nm (∼99⋅7% intensity; Figure 1B).
Effect of AgNPs on cellular viability
MTT and LDH leakage, two cytotoxicity markers, were used to
evaluate the effects of AgNPs on cellular viability. The results
of the MTT assay showed a significant decrease of NHDF cell
growth when exposed to AgNPs of 4⋅7 nm at the concentrations
of 6⋅72 (13%, 8% and 9% of cell survival) and 13⋅45 μg/ml
(12%, 8% and 6% of cell survival) for all treatment times.
The EC50 value was 4⋅17 μg/ml± 0⋅64 μg/ml at 24 hours of
incubation (Figure 2). In parallel, results obtained by LDH
assay showed that the percentage of LDH leakage presented a
strong increase at concentrations of 6⋅72 (93%, 91% and 94%
of LDH leakage) and 13⋅45 μg/ml (96%, 99% and 98% of LDH
© 2014 The Authors
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Figure 2 Effects of silver nanoparticles (AgNPs) 4⋅7nm on normal human dermal fibroblasts (NHDF) cell viability by MTT and lactate dehydrogenase
(LDH) assays. Cells were cultured with different doses of AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) hours. C0 – untreated cells. Asterisks indicate significant
difference from control ***P ≤ 0⋅001 and *P ≤ 0⋅05.
leakage), 5⋅01μg/ml± 1⋅07 μg/ml being the EC50 value after
24 hours of treatment.
Figure 3 shows the cytotoxic effect of AgNPs of 42 nm on
NHDF cells. Data obtained byMTT assay showed a 50% reduc-
tion on cell viability after treatment with 2000 μg/ml AgNPs
for all incubation times. These results were confirmed by
LDH assay. The concentration of 2000 μg/ml AgNPs increased
52% of the LDH released, with EC50 value of 1959 μg/
ml± 7⋅39 μg/ml.
Protective effect of NAC against AgNPs-induced
cytotoxicity
Among the multiple mechanisms that are attributed to NAC,
highlights its antioxidant activity and therefore its ability to
trap or react with ROS (30). AgNP-induced inhibition of MTT
reduction was largely prevented by NAC (Figure 4). The via-
bility of NHDF cells pre-treated with 20mM NAC prior to
a 24-hour treatment with 24 hours MTT EC50 of AgNPs of
4⋅7 nm increased to 100%. However, with the treatment of
24 hoursMTT EC50 of AgNPs of 42 nm, cell viability increased
to approximately 77% (5, 10 and 20mM NAC). Thus, our
results suggest that oxidative stress is primarily responsible for
the cytotoxicity of AgNPs.
AgNP-derived induction of ROS
The generation of ROS and oxidative stress appear to be
the two main mechanisms of toxicity (31). To investigate the
potential role of oxidative stress induced by AgNPs, ROS
generation was measured. After treatment of NHDF with
AgNPs of 4⋅7 and 42 nm, DCF fluorescence was measured
by flow cytometry and expressed as percentage of control. A
significant increase of ROS levels was observed after treat-
ment with AgNPs of 4⋅7 (3⋅36 μg/ml) and 42 nm (100 μg/ml),
reaching the maximum signal after 3 and 24 hours treat-
ment, respectively. ROS levels increased 2⋅41-fold (AgNPs of
4⋅7 nm) and 1⋅76-fold (AgNPs of 42 nm) more than the control
(Figure 5).
Cellular antioxidant response
The action of intracellular molecular antioxidants (glutathione)
and regulation of antioxidant enzymes activity, such as SOD
are shown in Figures 6 and 7. Our data demonstrated that
a significant depletion (P< 0⋅01) of total glutathione content
(GSSG/GSH) occurred in AgNPs (4⋅7 and 42 nm)-exposed
cells. Total glutathione content (GSSG/GSH) inNHDF exposed
to 24 hours MTT EC50 of AgNPs of 4⋅7 nm, reduced approx-
imately to 5% relative to control, for 24, 48 and 72 hours
(Figure 6). The treatment with 24 hours MTT EC50 of AgNPs
of 42 nm depleted GSSG/GSH to 29⋅5% (24 hours) and 3⋅7%
(48 and 72 hours) relative to the controls (Figure 6).
The activity of antioxidant enzymes was also modulated
(Figure 7). SOD activity was very slightly reduced after NHDF
treatment with the 24 hours MTT EC50 of AgNPs of 4⋅7 and
42 nm for 24, 48 and 72 hours (approximately 8% and 17%
relative to controls, respectively), but this reduction was not
statistically significant.
Discussion
AgNPs have been integrated into hundreds of products that
affect the daily lives of millions of people in many countries.
According to the silver nanotechnology commercial inventory
(SNCI) (32), only 45% of the listed products reported the
NP size used in the product, ranging from 0⋅3 nm to 250 nm,
24 nm being the average NP size of all reported products. Their
main use is for disinfection in wound care and in products
such as odour-reducing clothing, acne creams and face masks.
However, despite their widespread use, information on how
companies synthesised the AgNPs and the characteristics of
these or how they specifically integrated it into their product
is lacking. Most of these products come into direct contact with
skin, the largest organ of the human body, and could serve as a
potential route for NP penetration. Therefore, the relationship
of AgNPs in skin needs to be investigated. In the wound healing
process, dermal fibroblasts are the main cell types implicated in
the extracellular matrix production (33). Considering this fact,
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Figure 3 Effects of silver nanoparticles (AgNPs) 42 nm on normal human dermal fibroblasts (NHDF) cell viability by MTT and lactate dehydrogenase
(LDH) assays. Cells were cultured with different doses of AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) hours. C0 – untreated cells. Asterisks indicate significant
difference from control ***P ≤ 0⋅001 and **P ≤ 0⋅01.
Figure 4 Protective effects of N-acetyl-L-cysteine (NAC) against treat-
ment with 24 hours MTT EC50 doses of silver nanoparticles (AgNPs)
of 4⋅7 ( ) and 42 nm ( ) in normal human dermal fibroblasts (NHDF)
cell viability by MTT assay. Cells were cultured with different doses of
NAC for 24 hours. Asterisks indicate significant difference from control
***P ≤ 0⋅001, **P ≤ 0⋅01 and *P ≤ 0⋅05.
in this study we have selected NHDF cell line to evaluate the
cytotoxic potential of AgNPs of various sizes.
The physico-chemical characteristics of NPs play a signif-
icant role in their effect on biological systems (34,35). The
principal parameters of NPs are their shape, size, surface area
and themorphological substructure of the substance. Other very
important parameter is the state of agglomeration. Agglomera-
tion is known to occur with the majority of engineered NPs with
high surface activity (36). In addition, agglomeration ofNPs has
been demonstrated to have a profound impact on their toxic-
ity in vitro (37). In this study, AgNPs were found to agglom-
erate within NHDF culture media (Figure 1). After incuba-
tion on NHDF media, the diameter of AgNP 4⋅7 nm increased
to138⋅9 nm, which was around 29 times larger than the primary
particle sizes obtained using DLS technique. The diameter
of AgNP 42 nm also increased to 259⋅9 nm after incubation
Figure 5 Time-course of reactive oxygen species (ROS) production in
untreated normal human dermal fibroblasts (NHDF) cells ( ) and treated
with silver nanoparticles (AgNPs) of 4⋅7nm ( ) or AgNPs of 42 nm
( ). Asterisks indicate significant difference from control **P ≤ 0⋅01 and
*P ≤ 0⋅05.
on NHDF media, around six times larger than the primary
particle sizes. These results indicate the possible interaction of
AgNPs with the cell culture media, which have been widely
reported with different NPs that leads to the formation of ‘pro-
tein corona’ (38,39). Therefore, not only the size of the primary
NPs but also the size of the secondary NPs could be used as
a characteristic parameter to determine the in vitro toxicity of
NPs in a cell culture medium (40).
Viability assays are vital steps in toxicology that explain
the cellular response to a toxicant. Also, they give informa-
tion on cell death, survival and metabolic activities. The use
of several viability assays is important to determine the opti-
mal assay to assess AgNPs toxicity; therefore, mortality of
NHDF cells after AgNPs exposure was evaluated with two dif-
ferent assays, MTT and LDH, which use colorimetric mark-
ers to determine cell viability by assessing cell metabolism.
The two assays showed that both AgNPs (4⋅7 and 42 nm) con-
tributed to a decrease in NHDF viability. Arora et al. (41)
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Figure 6 Effects of silver nanoparticles (AgNPs) of 4⋅7 and 42nm in the
total glutathione content on normal human dermal fibroblasts (NHDF)
cells. Cells were cultured with 24 hours MTT EC50 doses of AgNPs for 24
( ), 48 ( ) and 72 ( ) hours. Control – untreated cells. Asterisks indicate
significant difference from control **P ≤ 0⋅01 and *P ≤ 0⋅05.
Figure 7 Effects of silver nanoparticles (AgNPs) of 4⋅7 and 42nm in the
superoxide dismutase (SOD) activity on normal human dermal fibroblasts
(NHDF) cells. Cells were cultured with 24 hours MTT EC50 doses of
AgNPs for 24 ( ), 48 ( ) and 72 ( ) hours.
also observed a decrease in dermal fibroblasts viability after
treatment with AgNPs of 7–20 nm. Furthermore, the AgNPs
have also shown to be cytotoxic to mouse fibroblasts (L929),
human fibrosarcoma (HT-1080) and normal human lung fibrob-
lasts (IMR-90) (42–44). Viability reduction based upon the
EC50 values was size-dependent and AgNPs of 4⋅7 and 42 nm
exhibited a dramatic difference in cytotoxicity. Small AgNPs
(4⋅7 nm) were much more cytotoxic than large NPs (42 nm).
The AgNPs of 4⋅7 nm exhibited an EC50 value of 4⋅17 μg/ml
and 5⋅01 μg/ml (MTT and LDH, respectively),whereas the EC50
AgNPs of 42 nm was 2000 μg/ml and 1959 μg/ml (MTT and
LDH, respectively), about 400-fold less cytotoxic. According to
this fact, particle size has been demonstrated to influence toxic-
ity (31,42,45,46), tissue distribution (47), intestine and dermal
penetration (48) and cellular uptake (49). In general, greater
effects were observed for smaller NPs. Accordingly, smaller
NPs have a wider tissue distribution, penetrate further within
the skin and intestine, are internalised to a greater extent and
have a larger toxic potency (25).
It has been suggested that the general trend of NP cyto-
toxicity is similar among various types of NPs (50) and that
non-specific oxidative stress is one of the largest concerns in
NP-induced toxicity (51,29,52). Consistent with those findings,
our results showed that the cytotoxicity induced by AgNPs
(4⋅7 and 42 nm) was efficiently prevented by NAC treatment
(Figure 4). These findings suggest that oxidative stress is pri-
marily responsible for the cytotoxicity of AgNPs. A number
of studies have implicated the production of ROS in cytotox-
icity mediated by NPs (53). In our study, a fluorogenic assay
was used to measure the production of ROS at different times.
The results showed that there was a significant increase in ROS
after treatment with AgNPs. AgNPs of 4⋅7 nm induced dras-
tic increase in ROS production on NHDF cells after 3 hours
(241%). However, AgNPs of 42 nm induced a lower ROS pro-
duction (176%) on NHDF cell line after 24 hours than AgNPs
of 4⋅7 nm. Thus, ROS production on NHDF was also depen-
dent on the particle size. Carlson et al. (54) observed similar
results in macrophages, as smaller AgNPs (15 nm) showed the
highest production ROS. It is recognised that there is a direct
relationship between surface area and ROS generation capabil-
ity. Smaller NPs possessed greater surface area per unit mass,
leading to a larger number of atoms ormolecules to be displayed
on the surface instead of the interior of the particles. Therefore,
lots of active sites were created on the particle surface, which
could capture oxygen molecules and produce superoxide radi-
cals as well as other kinds of ROS through dismutation (29).
To confirm the possible role of oxidative stress as a mecha-
nism of AgNPs-induced toxicity, the effects on total glutathione
content and SOD activity were monitored. GSH is an important
antioxidant and ROS scavenger of the cell. Thus, preserving
the GSH-mediated antioxidant defence is critical for cell sur-
vival (55–57). In our study, the total gluthatione content was
completely depleted in NHDF exposed to AgNPs of 4⋅7 and
42 nm after 72 hours (95–96%). Other authors such as Arora
et al. (43), Carlson et al. (54) and Piao et al. (58), also observed
decreased levels of GSH after treatment with AgNPs. However,
the changes observed in the activity of SOD were not statis-
tically significant in NHD after treatment with AgNPs of 4⋅7
and 42 nm. This result is suggestive of a differential and less
pronounced response by these cellular defence mechanisms as
compared with GSH. Arora et al. (41) did not observed statisti-
cally significant changes in the levels of SOD on fibroblast after
treatment with AgNPs.
Conclusions
Size measurement study of AgNPs in the cell culture media
showed the interaction of AgNPswith the NHDFmedia compo-
nents that suggest significant protein adsorption by the NPs in
the cell growth media. Small AgNPs (4⋅7 nm) were found to be
much more cytotoxic than large AgNPs (42 nm). In addition,
the cytotoxicity induced by AgNPs was efficiently prevented
by NAC treatment. This fact together with the increased gener-
ation of ROS and decreased levels of total gluthatione content
observed, support the hypothesis that the cells are undergoing
oxidative stress, which could ultimately lead to the observed
cytotoxicity. Thus, AgNPs should be used with caution for
the topical treatment of burns, wounds, medical devices etc.,
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because their toxicity depends on the size, the smaller NPs
being much more cytotoxic than the large. Abnormal eleva-
tion of blood silver level and argyria-like symptoms follow-
ing the use of AgNPs (15 nm)-coated dressings for burns were
described in one clinical report (15). Elevated liver enzyme lev-
els were also evident, insinuating that liver injury had occurred
as a consequence of treatment. Hence, this case study provided
evidence that silver is able to become systematically available
following dermal contact.
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Abstract
Silver and gold nanoparticles (Ag–AuNPs) are currently some of the most manufactured
nanomaterials. Accordingly, the hazards associated with human exposure to Ag–AuNPs should
be investigated to facilitate the risk assessment process. In particular, because pulmonary
exposure to Ag–AuNPs occurs during handling of these nanoparticles, it is necessary to
evaluate the toxic response in pulmonary cells. The aim of this study was to evaluate the in vitro
mechanisms of toxicity of different sizes of silver (4.7 and 42 nm) and gold nanoparticles (30, 50
and 90 nm) in human pulmonary fibroblasts (HPF). The toxicity was evaluated by observing cell
viability and oxidative stress parameters. Data showed that AgNPs-induced cytotoxicity was
size-dependent, whereas the AuNPs of the three sizes showed similar cytotoxicity. Silver
nanoparticles of 4.7 nm were much more toxic than the large silver nanoparticles and the
AuNPs. However, the pre-treatment with the antioxidant, N-acetyl-L-cysteine, protected HPF
cells against treatment with Ag–AuNPs. The oxidative stress parameters revealed significant
increase in reactive oxygen species levels, depletion of glutathione level and slight, but not
statistically significant inactivation of superoxide dismutase, suggesting generation of oxidative
stress. Hence, care has to be taken while processing and formulating the Ag–AuNPs till their
final finished product.
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Introduction
Nanotechnology is a rapidly growing field, with the applica-
tion of engineered nanomaterials in daily life constantly
increasing. According to the recent review issued by the
European Commission (2013), nanomaterial is defined as ‘‘a
natural, incidental or manufactured material containing
particles, in an unbound state or as an aggregate or as an
agglomerate and where, for 50% or more of the particles in
the number size distribution, one or more external dimensions
is in the size range 1–100 nm’’. In scientific literature,
engineered nanoparticles (NPs) are usually defined as
particles with at least one dimension between 1 and 100 nm.
With the reduction in their size and concomitant increase
in their specific surface area per unit mass, nanoparticles
possess unique physical–chemical properties, which have led
to these small objects becoming attractive and useful research
and production units. However, the same characteristic
making NPs so attractive for their exploitation in new
products have led to concerns that NPs may pose a risk for
humans and the environment (Beer et al., 2012). Due to
increasing production volumes of NPs and growing likelihood
of occupational and environmental exposure to nanomaterials,
the legislative bodies in both EU and USA have currently
focused their activities on assessing health and environmental
risks of nanotechnology. Therefore, an improved understand-
ing of the potential risks associated with exposure to
nanomaterials is necessary (Maynard et al., 2006).
Metallic nanoparticles are important objects of study in
modern material science due to their chemical, physical and
biologic properties (Schmid, 2004). Of special interest are
noble metal nanoparticles of silver and gold (Ag–AuNPs; Jain
et al., 2008). Due to their bactericidal properties, silver
nanoparticles (AgNPs) are widely applied as antimicrobial
agents in food supplements, materials for food packaging,
coatings on medical devices, water disinfectants, air filters,
electronic appliances, odor-resistant textile fabrics and cos-
metic products, such as deodorants (Hagen et al., 2011; Rai
et al., 2009). Gold nanoparticles (AuNPs) are also widely
used in surface-functionalized form for imaging, drug-deliv-
ery, cancer diagnostics, thermotherapy, for water and air
purification and in many consumer products such as cos-
metics, toothpaste or food supplements (Barcikowski &
Mafune, 2011; Granmayeh et al., 2011; Homberger &
Simon, 2010; http://www.nanotechproject.org). Despite the
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increasing use of these NPs in commercial products, little is
known about the toxicity and cellular responses of them, and
therefore the potential impacts on human and environmental
health. In regards to the human interaction with Ag–AuNPs,
numerous different exposure routes exist: via the lung, skin,
bloodstream and ingestion. However, it is assumed, that
inhalation of these NPs is of primary concern for humans in
an occupational setting (Gangwal et al., 2011; Uboldi et al.,
2009).
Inhalation exposures are likely to occur with personal
hygiene and cleaning products that are intended to be sprayed,
because these products release Ag–AuNPs into the breathing
zone of consumers. Lung is considered to be the least
protected organ and the main portal entry of inhaled NPs that
can gain access to the alveoli, the deepest part of the
respiratory tract (Nel et al., 2006). Inhalation exposure studies
suggested that inhaled particles might reach the brain through
nasopharyngeal system (Oberdorster, 2004). However, despite
the studies, there is limited information on in vitro toxicity of
Ag–AuNPs in lung cells. Therefore, it is necessary to
determine the adverse consequences for human health
associated with pulmonary exposure to Ag–AuNPs.
The toxicity of nanomaterials is mainly due to oxidative
stress (De Stefano et al., 2012). Ag–AuNPs were reported to
act via reactive oxygen species (ROS) generation and
glutathione depletion (A´valos et al., 2014a; Hussain et al.,
2005; Martinez Paino et al., 2012; Mateo et al., 2014a). The
depletion of antioxidants including glutathione and protein
bound sulfhydryl groups and the increase in activity of
various anti-oxidant enzymes indicative of lipid peroxidation
have been implicated in oxidative damage of cell molecules
(Ahamed & Siddiqui, 2007).
For in vitro studies with NPs, the selection of cell types
representing the target tissue is very important. In previous
studies, we have used human hepatoma, leukemia cells and
normal dermal fibroblasts to understand difference in the
cellular response to Ag–AuNPs (A´valos et al., 2014a,b; Mateo
et al., 2014a,b). In this study, human pulmonary fibroblasts
(HPF) have been used because it is relevant to consider
the implications of inhalation exposure to Ag–AuNPs.
Furthermore, it would be interesting and perhaps fruitful to
evaluate the comparative toxicity of these nanoparticles in
different cell cultures. Therefore, the main goal of this study
was to study how different sizes of silver (4.7 and 42 nm) and
gold nanoparticles (30, 50 and 90 nm) interact with human
pulmonary fibroblasts in order to understand the impact
of such nanomaterials on cellular biological functions.
In addition, total glutathione content, activity of superoxide
dismutase (SOD) and reactive oxygen species (ROS) gener-
ation were used to evaluate feasible mechanisms by which
AgNPs and AuNPs exerted its toxicity.
Materials and methods
Chemicals
All chemicals were reagent grade or higher and were obtained
from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO), unless otherwise
specified. Water-based solutions of silver (4.7 and 42 nm)
and gold nanoparticles (30, 50 and 90 nm) were purchased
from Nanogap Subparticles (A Corun˜a, Spain) and
CymitQuı´mica (Barcelona, Spain), respectively. Stock
solutions of Ag–AuNPs were diluted to the required concen-
trations using the respective cell culture medium. N-Acetyl-L-
cysteine (NAC) was purchased from Sigma-Aldrich, Inc.
(St. Louis, MO).
Cell culture
Human pulmonary fibroblasts (HPF) were purchased from
commercial PromoCell GmbH (Heidelberg, Germany). They
were cultured as monolayer in Fibroblast Basal medium
supplemented with 2% v/v fetal calf serum, 1 ng/mL basic
fibroblast growth factor (recombinant human), 5 mg/mL
insulin (recombinant human) and 1% v/v penicillin–strepto-
mycin. Culture medium and supplements were purchased
from PromoCell GmbH (Heidelberg, Germany). The human
cell culture was incubated at 37 !C and 100% humidity in a
5% CO2 atmosphere.
Nanoparticles characterization
The characterization of Ag–AuNPs to determine their
primaries sizes, morphology, agglomeration and size distri-
bution in aqueous solution and after incubation in cell-free
culture media by transmission electron microscopy (TEM)
and dynamic light scattering (DLS) was conducted in




ide (MTT) reduction and lactate dehydrogenase (LDH)
leakage were used as parameters for cytotoxicity assessment.
MTT assay
MTT is based on the mitochondrial reduction of tetrazolium
salt (MTT) into an insoluble formazan product by succinic
dehydrogenase. The assay was assessed according to the
manufacturer’s instructions (Cell Proliferation Kit I, Roche,
Indianapolis, IN). Briefly, HPF (5" 105 cells/mL) were plated
onto multiwell systems and incubated for 24 h. After seeding,
100 mL of different concentrations of AgNPs (0.84–
2000 mg/mL) and AuNPs (1–25mg/mL) or negative (without
NPs) and positive controls (20mM of N-nitrosodibutylamine,
NDBA, 5% cell viability; Garcı´a et al., 2008) were added to
the wells and plates were incubated for 24, 48 and 72 h at
37 !C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere. In order
to reduce agglomeration previously, the NPs suspensions were
mixed using vortex for 20 s and sonicated for 30min. The
optical density (OD) of each well was read at 620 nm (test
wavelength) and 690 nm (reference wavelength) by an ELISA
with a built-in software package for data analysis (iEMS
Reader MF, Labsystems, Helsinki, Finland).
Values presented in this article are mean± standard
deviation (SD). Results were expressed as the percentage of
survival (% SDH) with respect to the control cells according
to the following equation: % SDH activity¼ (A1/A0)" 100,
where A1 is the absorbance of the cells exposed to the Ag–
AuNPs, and A0 is the absorbance of the negative control
(cells without NPs). All NPs concentrations were tested in






















































16 replicates and the experiments were repeated three
independent times.
LDH assay
Membrane integrity was assessed by measuring extracellular
LDH using a commercially available kit from Roche [cyto-
toxicity detection kit (LDH), Roche Diagnostic, Indianapolis,
IN]. Cytosolic LDH is released into the culture medium if the
integrity of the cell membrane deteriorates in cells suffering
from irreversible cell death. Briefly, HPF were seeded in 96-
well plates at a density of 5! 105 cells/mL culture medium.
After 24 h of seeding, 100 mL of different concentrations of
AgNPs (0.84–2000 mg/mL) and AuNPs (1–25mg/mL) or
negative (without NPs) and positive controls were added to
the wells and the plates were incubated for 24, 48 and 72 h at
37 "C and 100% humidity in a 5% CO2 atmosphere. In order
to reduce agglomeration previously, the NPs suspensions
were mixed using vortex for 20 s and sonicated for 30min.
Cell-free culture media was collected from each well and
incubated with a reaction mixture for 30min. The plates were
read with a microplate reader at 490 nm. A solution of 2%
Triton X-100, which lead to 100% cytotoxicity through cell
lysing and thus to maximum LDH leakage, was used as a
positive control.
The percentage of LDH leakage was calculated as follows:
LDH leakage (%)¼ (experimental value$ untreated control)/
(positive control$ untreated control)! 100 and represent the
mean of three independent experiments, each using 16 wells
per concentration.
Using data from MTT and LDH assays, the effective
concentration of Ag–AuNPs that decrease the amount of
viable cells to 50% (EC50), was obtained (Table 1).
Effect of N-acetyl-L-cysteine in AgNPs induced
cytotoxicity
N-Acetyl-L-cysteine (NAC) is a recognized radical scavenger
and antioxidant (Zafarullah et al., 2003). The protective effect
of NAC against NPs-induced cytotoxicity was evaluated using
the MTT assay. NAC (20mM) was added to HPF cells 1 h
before the addition of Ag–AuNPs at EC50 concentrations.
Then, the procedure was similar to the MTT assay described
above.
Intracellular reactive oxygen species measurement
Reactive oxygen species (ROS) production was determined
using 20,70-dichlorodihydrofluorescein diacetate (H2DCFDA)
from Molecules Probes (Eugene, OR). H2DCFDA diffuses
through the cell membrane and is enzymatically hydrolyzed
by intracellular esterases to non-fluorescent dichlorofluor-
escein (DCFH). In the presence of ROS, this compound is
rapidly oxidized to highly fluorescent dichlorofluorescein
(DCF). For these experiments, HPF cells were seeded in
24-well plates at a density of 2! 105 cells/mL culture
medium. After seeding, 1mL of 24 h MTT EC50 of the
corresponding Ag–AuNPs or positive control (20mM NDBA,
90% ROS production; Garcı´a et al., 2008) were added to the
wells and the plates were incubated for different time intervals
(15min–48 h). Then, 2! 105 cells were washed with PBS
loaded for 30min with H2DCFDA (10mM) and incubated in a
water bath (37 "C). Cells were kept on ice and fluorescence
intensity was read immediately with a FACS Calibur flow
cytometer (Becton & Dickinson) and the CellQuest software
(Centro de Microscopı´a y Citometrı´a, UCM, Madrid, Spain).
For each experiment, 104 cells were analyzed.
Total glutathione content
The total glutathione content was measured using a commer-
cial colorimetric assay kit, OxiSelect Total Glutathione
(GSSG/GSH; Cell Biolabs, Inc., San Diego, CA).
Glutathione reductase reduces oxidized glutathione (GSSG)
to reduced GSH in the presence of NADPH. Subsequently, the
chromogen reacts with the thiol group of GSH to produce a
colored compound. The assay was assessed according to the
manufacturer’s instructions. Briefly, HPF cells were treated
with 24 h MTT EC50 of the corresponding Ag–AuNPs for 24,
48 and 72 h. After treatment, cells were centrifuged and
washed with cold 1X PBS. The pellet was resuspended with
200–500 mL ice-cold 0.5% metaphosphoric acid (MPA), the
cells were again centrifuged at 1200 rpm for 5min at 4 "C and
collected the supernatant. Then, 25 mL 1! glutathione reduc-
tase and 25 mL 1!NADPH were added in 96-well plate and
after that 100 mL of the samples were added. Finally, 50 mL
1! chromogen was added and mixed briefly. Immediately,
the absorbance was recorded at 405 nm by an ELISA with a
built-in software package for data analysis (iEMS Reader MF,
Labsystems, Helsinki, Finland) at 2min intervals for 10min.
The total glutathione content was determined by compari-
son with the pre-determined glutathione standard curve.
Results were expressed as percentage of total glutathione
(GSSG/GSH) content.
Superoxide dismutase activity
Superoxide dismutase (SOD) activity was measured using a
commercial colorimetric assay kit, OxiSelect Superoxide
Dismutase Activity (Cell Biolabs, Inc., San Diego, CA).
Superoxide anions (O$2 ) are generated by Xanthine/Xanthine
oxidase (XOD) system and detected with a chromogen
solution. However, in the presence of SOD, the superoxide
anion concentration is reduced. Briefly, HPF cells were
treated with 24 h MTT EC50 of the corresponding Ag–AuNPs
for 24, 48 and 72 h. After treatment, cells were washed with
ice-cold PBS and then were incubated on ice with 1! Lysis
Buffer (10mM Tris, pH 7.5, 150mM NaCl, 0.1mM EDTA,
0.5% Triton-100) for 10min. Later, cells were centrifuged
at 12 000! g for 10min and the cell lysate supernatant
was collected and added (10 mL) to 96-well plate and then
80 mL of the master mixture (containing xanthine solution,
Table 1. Calculated EC50 values of Ag–AuNPs in HPF cells.
EC50 AgNPs (mg/mL) EC50 AuNPs (mg/mL)
4.7 nm 42 nm 30 nm 50 nm 90 nm
MTT 7.7 1150 18 19.8 20
LDH 6.8 548.3 15.3 17.8 18.9
The EC50 values represent the effective concentration of Ag–AuNPs that
decreases the amount of viable cells to 50% after 24 h as determined by
MTT and LDH assays.






















































chromogen, lysis buffer and water) was added. Finally, 10 mL
1!XOD solution was added and immediately the absorbance
was read at 490 nm by an ELISA with a built-in software
package for data analysis (iEMS Reader MF, Labsystems,
Helsinki, Finland).
The results were expressed as percentage of SOD activity
(% activity) and were calculated as follows: SOD
activity¼ [(A0#A1)/A0]! 100, where A0 is the absorbance
of the negative control and A1 is the absorbance of the cells
exposed to the NPs.
Statistical analyses
All means were calculated from three independent experi-
ments, and are expressed in the graphs as mean and standard
deviation (SD). The Student’s t-test was used for statistical
comparison and differences were considered significant at
p$ 0.05. Descriptive and graphical methods were used to
characterize the data. All tests were performed with the
software package Statgraphics Plus Version 5.0 (Statpoint
Technologies, Inc., Warrenton, VA).
Results
Effect of Ag–AuNPs on cellular viability
In this study, we used two cytotoxicity markers, MTT and
LDH leakage, for evaluating the effects of Ag–AuNPs on
cellular viability. The results of the MTT viability assay
showed a significant decrease in mitochondrial function of
HPF cells exposed to AgNPs 4.7 nm (Figure 1A) at the
concentrations of 6.72 mg/mL AgNPs for 48 and 72 h (37% of
survival) and 13.45mg/mL and all incubation times (15
and 6% of cell viability, respectively). In the LDH assay
(Figure 1B), the treatment of 6.72 mg/mL achieved a moderate
increase of LDH at 24, 48 and 72 h (49, 69 and 70% of LDH
released, respectively). However, the concentration of
13.45mg/mL presented the highest percentage of LDH
leakage at all times of treatment (92, 96 and 97% of LDH
released, respectively).
Figure 1(C) and (D) shows the cytotoxic effect of AgNPs
of 42 nm on HPF cells. The results of the MTT assay showed
that after 48 and 72 h of treatment with 500 mg/mL the HPF
cell viability decreases to 38 and 36% of survival, respect-
ively, and even further, at concentrations of 2000mg/mL, the
cell survival decreases to 26% at 24 h and to 5% at 48 and 72 h
of treatment (Figure 1C). In parallel, results obtained by LDH
assay showed that the percentage of LDH leakage presented a
strong increase at concentrations of 500 mg/mL (49, 63 and
64% of LDH leakage) and 2000mg/mL (87% at 24 h and 96%
of LDH leakage at 48 and 72 h of treatment; Figure 1D).
The results of the MTT viability assay of AuNPs (30, 50
and 90 nm) are shown in Figure 2. The three AuNPs behaved
in a very similar way. The HPF cells showed a percentage of
cell survival greater than 65% after treatment with the three
AuNPs at concentrations from 1 to 15 mg/mL and all
incubation times. However, the highest AuNPs dose assayed,
25 mg/mL, drastically reduced cell viability at all times of
incubation (19–8% of cell survival; Figure 2A–C). Similar
results were obtained by LDH assay (Figure 2). A significant
LDH leakage was determined after cells were treated with
AuNPs of 30 and 50 nm at 15 mg/mL for 48 and 72 h (58–67%
and 50–54% of LDH leakage, respectively; Figure 2D and E).
The treatment with AuNPs 90 nm under the same conditions
did not reach a 50% of LDH leakage (44–49% LDH leakage;
Figure 2F). The highest LDH leakage was after 72 h of
treatment with the AuNPs 30, 50 and 90 nm at 25 mg/mL
(92, 87 and 80% of LDH leakage, respectively; Figure 2D–F).
The EC50 values calculated from a regression curve in
terms of inhibition of cellular metabolic activity (MTT) and
membrane stability (LDH) are shown in Table 1. These values
represent the effective concentration of Ag–AuNPs that
decrease the amount of viable cells to 50% after 24 h.
Values of EC50 obtained by MTT assay with AgNPs 4.7 and
42 nm (7.7 and 1150 mg/mL, respectively) and AuNPs 30, 50
and 90 nm (18, 19.8 and 20 mg/mL, respectively) were higher
than those obtained by LDH with AgNPs 4.7 and 42 nm (6.8
and 548.3mg/mL, respectively) and AuNPs 30, 50 and 90 nm
(15.3, 17.8 and 18.9mg/mL, respectively), which suggests that
cell membrane integrity is more readily affected than the
tested metabolic activities.
Protective effect of NAC
N-Acetyl-L-cysteine (NAC) is an important antioxidant and
serves as a precursor for the synthesis of glutathione (Nel
et al., 2006). Ag–AuNP-induced inhibition of MTT reduction
was largely prevented by NAC (Figure 3). The viability of
HPF cells pre-treated with 20mM NAC prior to a 24 h
treatment with the 24 h MTT EC50 of AgNPs of 4.7 nm
(7.66 mg/mL) and AgNPs of 42 nm (1150 mg/mL) increased to
100 and 78%, respectively (Figure 3A). AuNPs showed
similar results (Figure 3B), the pre-treatment with 20mM
NAC after 24 h with MTT EC50 of AuNPs 30 nm (18mg/mL),
50 nm (19.8mg/mL) and 90 nm (20 mg/mL) increased the HPF
viability to 74, 73.4 and 79%, respectively. Thus, our results
suggest that oxidative stress is primarily responsible for the
cytotoxicity of AgNPs.
Ag–AuNPs derived induction of ROS
To establish the role of oxidative stress as a decisive factor in
Ag–AuNPs toxicity, ROS generation was measured. After
treatment of HPF cells with Ag–AuNPs, DCF fluorescence
was measured by flow cytometry and expressed as percentage
of control. A significant increase of ROS levels was observed
in HPF cells after treatment with 24 h MTT EC50 of AgNPs
4.7 nm (7.66mg/mL) and 42 nm (1150mg/mL), reaching the
maximum signal after 30min and 24 h treatment, respectively.
ROS levels increased 1.32-fold (AgNPs 4.7 nm) and 1.55-fold
(AgNPs 42 nm) more than the control (Figure 4A). AuNPs
showed much higher significant increase of ROS levels after
treatment with MTT EC50 of AuNPs 30 nm (18 mg/mL),
50 nm (19.8mg/mL) and 90 nm (20 mg/mL). The maximum
signal for the three AuNPs was after 3 h treatment, in which
the ROS levels were 4.20-fold (AuNPs 30 nm), 4.77-fold
(AuNPs 50 nm) and 3.76-fold (AuNPs 90 nm) more than the
control (Figure 4B).
Cellular antioxidant response
The action of intracellular molecular antioxidants (glutathi-
one) and regulation of antioxidant enzymes activity, such as
superoxide dismutase are shown in Figures 5 and 6.
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IV. Resultados
Figure 1. Effects of AgNPs 4.7 and 42 nm on HPF cell viability by MTT (A, C) and LDH (B, D) assays. Cells were cultured with different doses
of AgNPs for 24 (g), 48 ( ) and 72 ( ) h. C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001, **p! 0.01 and
*p! 0.05.
Figure 2. Effects of AuNPs 30, 50 and 90 nm on HPF cell viability by MTT (A, B, C) and LDH (D, E, F) assays. Cells were cultured with different
doses of AuNPs for 24 (g), 48 ( ) and 72 ( ) h. C0 untreated cells. Asterisks indicate significant difference from control ***p! 0.001 and
**p! 0.01.






















































Our data demonstrated a significant depletion (p50.01) of
total glutathione content (GSSG/GSH) occurred in AgNPs
(4.7 and 42 nm) and AuNPs (30, 50 and 90 nm) exposed cells.
Total glutathione content (GSSG/GSH) in HPF cells exposed
to the 24 h MTT EC50 of AgNPs 4.7 nm, reduced approxi-
mately to 7.5% relative to control, for 24 h, and 5% for 48 and
72 h (Figure 5A). The treatment with 24 h MTT EC50 of
AgNPs 42 nm depleted GSSG+GSH to 33.3% (24 h) and 1%
(48 and 72 h) relative to control (Figure 5A). AuNPs 30 nm
showed similar results, the total glutathione content exposed
to 24 h MTT EC50, reduced to 36% (24 h) and 8–1% (48 and
72 h) relative to control (Figure 5B). The treatment with 24 h
MTT EC50 of AuNPs 50 and 90 nm, depleted total glutathione
content to 60 and 46% (24 h), respectively. The treatment with
both AuNPs for 72 h decreased significantly the GSSG+GSH
to 10% and 16%, respectively (Figure 5B).
The activity of antioxidant enzymes was also modulated
(Figure 6). Superoxide dismutase activity was slightly
reduced after HPF treatment with the 24 h MTT EC50 of
AgNPs 4.7 and 42 nm for all incubations times (!80%), but
this reduction was not statistically significant (Figure 6A).
The same happened with 24 h MTT EC50 of AuNPs 30, 50
and 90 nm, exhibited statistically insignificant changes in the
SOD activity with respect to control group, independently on
the incubation time and nanoparticle size (Figure 6B).
Discussion
Although the beneficial effects of AgNPs and AuNPs have
attracted considerable attention in terms of nanomedicine
(Aliev et al., 2009; Barreto et al., 2011; Chen & Schluesener,
2008), potential biological and environmental hazards should
also be taken into account. In particular, because pulmonary
exposure to NPs occurs during handling of NPs, it is
necessary to evaluate the toxic response in pulmonary cells.
Considering this fact, in this study, HPF cells were used as
in vitro model of human lung epithelial cells to investigate
and compare the potential mechanism of AgNPs and AuNPs
of different size induced toxicity.
Previously to this work, our research group carried out the
characterization of AgNPs and AuNPs in aqueous solution
and in fibroblast culture medium (A´valos et al., 2014a,b;
Figure 3. Protective effects of NAC against treatment with 24 h MTT EC50 doses of AgNPs of 4.7 and 42 nm (A) and AuNPs of 30, 50 and 90 nm (B) in
HPF cell viability by MTT assay. Cells were cultured with different doses of NAC for 24 h. Asterisks indicate significant difference from control
***p" 0.001.
Figure 4. Time-course of ROS production in untreated HPF cells (#) and treated with 24 h MTT EC50 doses of AgNPs (A) of 4.7 nm ($) and 42 nm
(g) and AuNPs (B) of 30 nm ($), 50 nm (g) and 90 nm (m). Asterisks indicate significant difference from control ***p" 0.001, **p" 0.01 and
*p" 0.05.






















































Mateo et al., 2014a,b). Size results in aqueous solution
confirmed the data supplied by the manufactured. These NPs
increased their size, forming aggregates, when were incubated
in culture medium (29 and 6 times larger with AgNPs 4.7 and
42 nm, respectively, and 2.35, 1.93 and 1.4 times larger with
AuNPs 30, 50 and 90 nm, respectively). This happens because
the nanoparticles are easily aggregated in a cell culture
medium due to the high ionic nature of the solution and the
electrostatic/van der Waals interaction between protein and
nanoparticles (Horie et al., 2012). However, AgNPs showed
larger agglomerates sizes than AuNPs, and this probably
happens because AuNPs, consisting of a more inert metal than
AgNPs, are not too sensitive to elevate ionic strengths.
Viability assays are vital steps in toxicology that explain
the cellular response to a toxicant. The two assays used in this
study (MTT and LDH) showed that both AgNPs (4.7 and
42 nm) contributed to a decrease in HPF viability (Figure 1).
The toxic response of A549 lung cells exposed to AgNPs of
78 nm was studied by Foldbjerg et al. (2011) and it was found
that AgNPs reduced cell viability in a significant manner after
24 h of treatment from 10 to 20 mg/mL. The reduction of
viability have been reported in almost all experiments
performed on cultured cells, indicating that AgNPs potentially
affect the cell survival by disturbing the mitochondrial
structure and metabolism (Asharani et al., 2009;
Chairuangkitti et al., 2013). This does not happen with
AuNPs, where there is a great controversy regarding their
cytotoxicity, which may be due to the variability of param-
eters including cell lines used in toxicity assays, concentra-
tions, surface charge and coatings. Thus, the results of the
MTT and LDH assays showed that the exposure of HPF cells
with the three different AuNPs sizes (30, 50 and 90 nm)
produced a reduction in cell mitochondrial activity and LDH
leakage (Figure 2). A study by Liu et al. (2014) also showed
that AuNPs of 5 nm play a pivotal role in inhibiting the
proliferation of two different lung cancer cell lines, A549 and
95D, after 48 and 72 h at 50 mg/mL. However, other studies
with AuNPs (10–50 nm) had not observed toxicity in embry-
onal fibroblasts or in the bronchial epithelial cell line BEAS-
2B (Qu & Lu¨, 2009; Vetten et al., 2013).
The EC50 values show that the viability reduction was size-
dependent in the case of AgNPs, being the smaller (4.7 nm)
much more cytotoxic than large (42 nm; Table 1). Carlson
et al. (2008) and Liu et al. (2010) also observed that smaller
AgNPs were more cytotoxic than large ones. Recently, Wang
et al. (2013) also showed that 20 nm citrate and PVP coated
Figure 5. Effects of AgNPs of 4.7 and 42 nm (A) and AuNPs of 30, 50 and 90 nm (B) in the total glutathione content on HPF cells. Cells were cultured
with 24 h MTT EC50 doses of Ag–AuNPs for 24 (g), 48 ( ) and 72 ( ) h. Control untreated cells. Asterisks indicate significant difference from
control ***p! 0.001, **p! 0.01 and *p! 0.05.
Figure 6. Effects of AgNPs 4.7 and 42 nm (A) and AuNPs 30, 50 and 90 nm (B) in the SOD activity on HPF cells. Cells were cultured with 24 h MTT
EC50 doses of Ag–AuNPs for 24 (g), 48 ( ) and 72 ( ) h.






















































AgNPs induced more cellular toxicity than larger particles
(110 nm) and furthermore that the citrate coated 20 nm
generated acute neutrophilic inflammation in the lungs of
exposed mice to a much higher extent when compared to
larger ones. However, with the AuNPs no consistent changes
in the cytotoxicity were observed according to NP size
(Table 1). Despite our results, Pan et al. (2007) demonstrated
that after 48 h of treatment with AuNPs of 1 and 15 nm,
smaller AuNPs had a wider distribution and higher toxic
potential than larger ones. On the other hand, Mironava et al.
(2010) described the interactions of 13 and 45 nm AuNPs
with human dermal fibroblasts and found that larger
nanoparticles were responsible of major cell damage.
Our previous (A´valos et al., 2014a,b; Mateo et al.,
2014a,b) and present results show, in agreement with
Johnston et al. (2010) and Coulter et al. (2012), that the
cytotoxicity of NPs, especially AgNPs, is different depending
on the cell line. Moreover, the cell sensitivity to treatment
with Ag–AuNPs is different with HPF cells being the most
resistant to treatment with AgNPs, and HepG2 to AuNPs.
These results suggest that the cell line is a crucial factor
determining the cytotoxic response of the different NPs.
In order to investigate if oxidative stress was involved in
Ag–AuNPs-induced cytotoxicity, the protective effect of
antioxidant NAC and ROS production was studied. Our
results showed that pre-treatment of HPF cell line with
NAC caused a significant increase of cell viability against
Ag–AuNPs cytotoxicity in HPF cells (Figure 3). Moreover,
significant ROS generation observed in this study confirms
that one of the primary mechanisms of Ag–AuNPs-induced
cytotoxicity in HPF cells is oxidative stress (Figure 4). In
agreement with Farkas et al. (2010), our results show that
AuNPs caused higher formation of ROS than AgNPs. ROS
production and oxidative stress are widely considered
responsible of metallic NPs in vitro (Saquib et al., 2012; Yu
et al., 2013) and in vivo (Girgis et al., 2012; Siddiqui et al.,
2012) toxicity. ROS plays an important role in triggering
many cellular pathways which can lead to cellular death,
including cytokine activation (Brown et al., 2004) and
caspase activation (Kim et al., 2009; Stennicke et al., 1998).
They can also cause damage to the nuclear DNA by
deoxyribosyl backbone (Cooke et al., 2003; Valko et al.,
2004). Therefore, intracelular ROS generation upon Ag–
AuNPs exposure is an important factor to its cytotoxicity.
The effects on total glutathione content and SOD activity
were also monitored to make sure the role of oxidative stress
as a mechanism of Ag–AuNPs induced toxicity. Total
glutathione content was depleted in a significant way after
treatment with both AgNPs and AuNPs (Figure 5), as
formerly described in rat alveolar macrophages exposed to
AuNPs (Tournebize et al., 2012), mouse fibroblasts exposed
to titanium dioxide (Jin et al., 2008) and human lung
carcinoma (A549) cells exposed to AgNPs (Chairuangkitti
et al., 2013). However, in HPF cells treated with Ag–AuNPs
at the EC50, no statistically significant changes in the activity
of SOD were observed (Figure 6). These results suggest that a
different and less pronounced response in HPF cells by this
cellular defense mechanism as compared to GSH.
The physiochemical and structural properties of NPs affect
their biological and toxicological effects (Xia et al., 2008).
In our study, AgNPs of 4.7 nm were much more cytotoxic
than AgNPs of 42 nm and AuNPs. In contrast, ROS produc-
tion was higher with the treatment of AuNPs, in particular
with 50 nm. Moreover, the cytotoxicity of AgNPs was size-
dependent, while the cytotoxicity of AuNPs was similar in all
sizes studied (30, 50 and 90 nm). NPs of different chemical
compositions and properties follow different uptake pathways
and employ different mechanisms toward their final bio-
logical responses (Hsiao & Huang, 2011). Therefore, the
route of cellular uptake as well as the material characteristics
that lead to engagement of oxidative stress pathways deter-
mines the biological outcome. For this reason, scientists
cannot determine the entire toxicity merely by studying a
single type of NPs.
Conclusions
In conclusion, our results indicate that the cellular metabolic
activity and the membrane stability of HPF cells have been
damaged after AgNPs and AuNPs exposure. In the case of
AgNPs, this damage was in a size-dependant fashion, being
the small AgNPs (4.7 nm) much more cytotoxic than large
AgNPs (42 nm). In addition, the cytotoxicity induced by Ag–
AuNPs was efficiently prevented by NAC treatment. This fact
taken together with the depletion of total glutathione content
and ROS production suggest that oxidative stress contributes
to Ag–AuNPs-induced cytotoxicity. Hence, care has to be
taken while processing and formulating the nanoparticles till
its final finished product.
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Abstract. Many classes of silver nanoparticles (AgNPs) 
have been synthesized and widely applied, but no 
conclusive information on their potential cytotoxici-
ty and genotoxicity mechanisms is available. There-
fore, the purpose of this study was to compare the 
potential genotoxic effects (DNA strand breaks and 
oxidative DNA damage) of 4.7 nm coated and 42 nm 
uncoated AgNPs, using the comet assay, in four rele-
vant human cell lines (hepatoma, leukaemia, and 
dermal and pulmonary fibroblasts) in order to un-
derstand the impact of such nanomaterials on cellu-
lar DNA. The results indicated that in all cell lines 
tested, 4.7 nm coated (0.1–1.6 µg ml-1) and 42 nm un-
coated (0.1–6.7 µg ml-1) AgNPs increased DNA strand 
breaks in a dose- and size-dependent manner follow-
ing 24 h treatment, the smaller AgNPs being more 
genotoxic. Human pulmonary fibroblasts showed the 
highest sensitivity to the AgNPs. A modified comet 
assay using endonuclease III and formamidopyrimi-
dine-DNA glycosylase restriction enzymes showed 
that in tumoral and normal human dermal fibro-
blasts, pyrimidines and purines were oxidatively 
damaged by both AgNPs, but the damage was not 
size-dependent. However, in human pulmonary fi-
broblasts, no oxidative damage was observed after 
treatment with 42 nm AgNPs. In conclusion, both 
AgNP sizes induced DNA damage in human cells, 
and this damage could be related to oxidative stress.
Introduction
Nanoparticles	 (NPs),	which	 are	 defined	 as	 particles	
having at least one dimension of 100 nm or less, are 
used to produce nanomaterials (Maynard and Kuempel, 
2005).	 Materials	 at	 this	 scale	 typically	 exhibit	 nano-
structure-dependent properties, such as unique physical 
properties	(optical,	electrical,	and	magnetic)	and	highly	
chemical reactivity, which make them more attractive 
for commercial and medical applications (Oberdörster 
et	al.,	2005).	For	example,	these	nanomaterials	are	used	
in bioapplications as therapeutics, transfection vectors 
and	 fluorescent	 labels	 (Tan	 et	 al.,	 2007;	 Yoon	 et	 al.,	
2007;	 Kreuter	 and	 Gelperina,	 2008;	 Su	 et	 al.,	 2008).	
However, the novel physicochemical properties of na-
noscale materials emphasize the need for proper assess-
ment of their potential effects on human health. The 
main feature of these nanomaterials is that in compari-
son with bulk materials, NPs possess a higher surface-
to-volume ratio and thus an enhanced contact area with 
their surroundings than do bulk materials at the same 
mass	(Maurer-Jones	et	al.,	2010).	Their	small	size,	high	
surface area per unit mass, chemical composition, and 
surface property effects may be important factors in NP-
induced	toxicity	(Wallace	et	al.,	2007)	and	nonspecific	





Among the metallic nanomaterials, silver nanopar-
ticles	(AgNPs),	owing	to	their	anti-microbial	potential,	
are the most commercialized NPs according to the 
Woodrow-Wilson database, which is a data source for 
information on products based on nanotechnology. 
AgNPs	are	currently	exploited	within	a	number	of	di-




is becoming increasingly widespread. Despite growing 
concerns, little is known about the potential impacts of 
AgNPs on human and environmental health. 
For individuals, there are several possible ways to be 
exposed	 to	AgNPs	 including	 dermal	 contact,	 oral	 ad-
ministration, inhalation, intravenous injection, etc. 
(Chen	and	Schluesener,	2008;	Ahamed	et	al.,	2010;	He	
et	 al.,	 2012).	The	 human	 body	 has	 several	 semi-open	
interfaces	for	direct	substance	exchange	with	the	envi-
ronment, i.e. the respiratory tract, gastrointestinal tract 
and skin. At these sites, nanoparticle can undergo a se-
ries of processes such as binding and reacting with pro-
teins, phagocytosis, deposition, clearance and transloca-
tion	 (Mukherjee	 et	 al.,	 2012).	Thus,	 it	 is	 important	 to	
investigate	the	toxicity	of	AgNPs	in	relevant	human	tis-
sues. 
In this study we used the comet assay, because it is 
able to detect early DNA breakage with more sensitivity 
than	 conventional	 techniques	 such	 as	 4‘,6-diamidino-
2-phenylindole	staining	and	DNA	flow	cytometry	(Olive	
et	al.,	1993;	Godard	et	al.,	1999).	 It	 is	also	one	of	 the	
most widely used tests and gives the most positive out-
come	 for	 determining	NP	 genotoxicity.	 In	 the	 present	
work,	the	comet	assay	was	also	modified	to	permit	de-
tection	of	oxidized	bases	by	including	a	step	in	which	
DNA is digested with formamidopyrimidine-DNA gly-
cosylase	 (Fpg)	 and	endonuclease	 III	 (Endo	 III)	 to	un-
cover	 oxidized	 purines	 and	 pyrimidines,	 respectively.	
Thus, Fpg and Endo III enzymes were used to determine 
the	role	of	oxidative	DNA	damage	in	AgNP	genotoxic-
ity. Fpg was selected for its ability to recognize imida-
zole-ring-opened purines, or formamidopyrimidines 
(fapy	Ade	and	fapy	Gua),	which	occur	during	the	spon-
taneous	breakdown	of	damaged	purines;	however,	a	ma-
jor	 substrate	 in	 cellular	 DNA	 is	 8-oxoGua	 (Boiteux,	
1993).	Endo	 III,	 acting	 as	 a	glycosylase,	 recognizes	 a	
variety	 of	 oxidized	 pyrimidines	 in	DNA	 and	 removes	
them,	 leaving	 an	 apurinic/apyrimidinic	 site	 (AP-site);	
and associated AP-endonuclease activity then creates a 
break	in	the	DNA	(Doetsch	et	al.,	1987).
Despite all published studies, determination of the 
trend	 of	 silver	 nanoparticle	 toxicity	 (cytotoxicity	 and	
genotoxicity)	may	be	considered	complex	owing	to	the	
different kinds of nanoparticle synthesis, their various 
sizes, the presence or absence of capping agents, and 
finally	 the	 diverse	 kinds	 of	 toxicity	 evaluation	 tests	
(Lima	et	al.,	2012).	Therefore,	the	European	Commission	
(2012)	has	reported	the	necessity	to	perform	determina-
tion of the risk of nanomaterials case by case.




four relevant human cell lines (hepatoma, leukaemia, 
dermal	 and	 pulmonary	 fibroblasts)	 in	 order	 to	 under-
stand the impact of such nanomaterials on cellular DNA.
Material and Methods
Chemicals
All chemicals were reagent grade or higher and were 
obtained	 from	Sigma-Aldrich	 (St.	 Louis,	MO),	 unless	
otherwise	 specified.	Water-based	 solutions	 of	 4.7	 nm	
PEI	 (polyetherimide)	 and	 PVP	 (polyvinylpyrrolidone)	
coated	silver	nanoparticles	(AgNPs)	and	42	nm	uncoat-
ed AgNPs were purchased from Nanogap Subparticles 
(A	Coruña,	Spain).	The	summary	of	the	characteristics	
according to the manufacturer’s data is available in 
Table 1. Stock solutions of AgNPs were diluted to the 
required concentrations using the respective cell culture 





Characterization of AgNPs concerning their primary 
sizes, morphology, agglomeration and size distribution 
in aqueous solution, and after incubation in cell-free 
culture media by transmission electron microscopy 






HL-60	 cells	 were	maintained	 in	 RPMI	 1640	medium	
and	 HepG2	 cells	 were	 cultured	 as	 a	 monolayer	 in	
Table 1. Characteristics of AgNPs obtained from NanoGap. Nd – no information provided
Code Particles Avg* ± SD 
(nm)
Dispersion solution Density (g/ml) Density of 
particles (part/l)
Colour pH
2106-W AgNP	4.7 4.7	±	1 Aqueous solution 
with PEI and PVP
1.024 1.75	×	1019 Black, yellow 
(when	diluted)
9.3
2103-W AgNP	42 42	±	9 Aqueous solution 1.01 Nd Brown Nd









required for the growth of the human tumoral cell lines 
were purchased from GIBCO (Laboratories Life 
Technologies	Inc.,	Gaithersburg,	MD).	




blast	 basal	medium	 supplemented	with	 2%	 v/v	 foetal	
calf	serum,	1	ng/ml	basic	fibroblast	growth	factor	and	
5	µg/ml	insulin.	Culture	medium	and	supplements	were	
purchased from PromoCell GmbH. 
All	human	cell	cultures	were	incubated	at	37	°C	and	
100%	humidity	in	a	5%	CO2 atmosphere. 
Analysis of DNA strand breaks induced by 
AgNPs by alkaline comet assay
The comet assay is based on the microscopic detec-
tion of damaged DNA fragments of individual cells, ap-
pearing	 as	 “comets”	 upon	 cell	 lysis,	 subsequent	DNA	
denaturation and electrophoresis. To evaluate the DNA 
damage by AgNPs in tumoral and non-tumoral cells, we 
performed the comet assay as described by Olive et al. 
(1992).	Previously,	in	our	laboratory,	cell	viability	after	
exposure	to	AgNPs	4.7	and	42	nm	was	routinely	deter-















cubation,	10	µl	of	a	suspension	of	1.5	×	105 cells was 
mixed	with	70	µl	of	LPM	agarose	type	VII	(0.75%	con-
centration	 in	PBS)	distributed	on	 slides	 that	 had	been	
pre-coated	with	LMP	agarose	type	VII	(0.30%	concen-
tration	in	PBS),	and	left	to	set	on	an	ice	tray.	Three	slides	
were prepared for each concentration of the AgNPs 
tested. 
After	solidification,	 the	cells	were	 lysed	 in	 the	dark	
for	1	h	in	a	high-salt	alkaline	buffer	(2.5 M NaCl, 0.1 M 




phoresis	 buffer	 (0.3	M	NaOH,	 1	mM	EDTA,	 pH	 13,	
cooled	in	a	refrigerator)	in	the	dark	for	40	min.	Elect-
rophoresis was performed in a cold-storage room in the 
dark, in a Bio-Rad subcell GT unit containing the same 
buffer,	 for	 30	 min	 at	 25	V.	After	 electrophoresis,	 the	
slides	 were	 neutralized	 using	 0.4	M	 Tris	 pH	 7.5	 and	
fixed	in	methanol.	Subsequently,	the	DNA	was	stained	
with ethidium bromide (10 µg ml-1)	 in	 Tris-acetate	
EDTA	(TAE	1X)	for	5	min	and	examined	in	a	fluores-




total amount of DNA associated with a cell multiplied 
by 100, was used as the parameter for DNA damage 
analysis	using	the	software.	In	experiments	with	HL-60	
cells,	 the	 plates	were	 incubated	with	 1	 ×	 106 cells in 
complete culture medium, and 500 µl of each of the dif-




Analysis of oxidative DNA damage induced by 




dized purines and pyrimidines. The slides were in-
cubated	with	30	µl of Fpg and Endo III at 1 µg ml-1 in 
enzyme	 buffer	 for	 30	 min	 at	 37	 °C	 in	 a	 humid	 dark	
chamber.	Control	slides	were	incubated	with	30	µl en-
zyme buffer only. DNA treated with Endo III nicks the 
DNA	at	sites	of	oxidized	pyrimidines,	and	Fpg	recog-
nizes,	 e.g.,	 8-oxodG	 and	 FAPydG,	 thereby	 increasing	
the	number	of	DNA	breaks	(Collins	et	al.,	1993).	Then,	
the assay continued as described above. The levels of 
Fpg and Endo III sites were obtained by subtracting the 
value	of	%	DNA	in	the	tail	obtained	without	added	en-
zymes from the value when the enzymes were present. 
Benzo(a)pyrene	(100	mM)	incubated	with	Endo	III	and	
Fpg enzymes was also used as positive control.
Statistical analyses of data
Images of 50 randomly selected cells per concentra-
tion were evaluated and the test was carried out three 
times.	The	 reported	%	DNA	 in	 the	 tail	 is	 the	mean	±	
standard	 deviation	 (SD)	 of	 three	 independent	 experi-
ments. Cultures without AgNPs were considered as 
negative	 controls	 and	 cultures	with	benzo(a)pyrene	 as	




DNA strand breaks by AgNPs








dependent increase in DNA migration was detected af-
ter	24	h	of	exposure	in	all	cell	types.	The	percentage	of	
DNA in the tail was higher than control at all concentra-
tions.
In	HepG2	cells,	4.7	nm	coated	AgNPs	induced	a	sta-
tistically	 significant	 increase	 in	DNA	 strand	 breaks	 at	
concentrations	 of	 0.5–1.6	 µg	 ml-1	 (37.1–50.8%	 tail)	
(Fig.	1A).	In	all	the	other	cell	lines,	HL-60,	NHDF	and	
HPF,	4.7	nm	coated	AgNPs	were	also	able	to	increase	









6.7	µg	ml-1 (40.1%	and	61.4%	 tail,	 respectively)	 (Fig.	
2A).	 However,	 HL-60	 cells	 were	 the	 most	 sensitive,	
since increased DNA amount was observed in the tail at 
all	 concentrations	 tested,	 from	0.1–6.7	 µg	ml-1	 (26.2–
65.4%	 tail)	 (Fig.	 2B).	 Finally,	 NHDF	 and	 HPF	 cells	
showed	significant	DNA	damage	from	0.5–6.7	µg	ml-1 
(39.7–64.7%	 and	 25.7–67.8%	 tail,	 respectively)	 (Fig.	
2C,	D).
Comparing DNA damage induced by both AgNP sizes 
at	 the	 same	 concentration	 (1.6	 µg	ml-1),	 small	 coated	
AgNPs	 were	more	 genotoxic	 than	 the	 large	 uncoated	
ones	 in	 all	 cell	 lines.	 In	 HepG2	 cells,	 small	 coated	
AgNPs	 induced	 50.8	%	DNA	 in	 the	 tail,	whereas	 the	










Oxidative DNA damage by AgNPs
In	 order	 to	 identify	 the	 oxidative	DNA	 damage	 in-




tested	 doses	 did	 not	 cause	 any	 significant	 increase	 of	
Fig. 1.	DNA	strand	breaks	in	HepG2	(A),	HL-60	(B),	NHDF	(C)	and	HPF	(D)	cells	exposed	to	AgNPs	of	4.7	nm,	as	de-
termined	by	comet	assay.	The	results	are	expressed	as	the	mean	±	SD	of	three	independent	experiments	for	data	point	of	















Oxidative	DNA	 damage	 induced	 by	 4.7	 nm	 coated	
and	42	nm	uncoated	AgNPs	 in	HL-60	cells	 incubated	
with	Endo	III	and	Fpg	enzymes	 is	shown	 in	Fig.	4.	A	




the	%	DNA	in	the	tail	of	cells.	C0 – untreated cells without enzymes.
Asterisks	indicate	significant	difference	from	the	control	***	P	≤ 0.001,	**	P	≤	0.01,	*	P	≤	0.05.
Fig. 3. Oxidative	DNA	damage,	Endo	III-sites	(■)	and	Fpg-sites	(■)	in	HepG2	cells	exposed	to	AgNPs	of	4.7	nm	(A)	and	
42	nm	(B),	using	the	enzyme-modified	comet	assay.	C0 – untreated cells incubated with Endo III (■)	and	Fpg	(■)	enzymes.
Asterisks	indicate	significant	difference	from	the	control	***	P	≤	0.001,	**	P	≤	0.01.















42	nm	(B),	using	the	enzyme-modified	comet	assay.	C0 – untreated cells incubated with Endo III (■)	and	Fpg	(■)	enzymes.
Asterisks	indicate	significant	difference	from	the	control	***	P	≤	0.001,	**	P	≤	0.01.	
Fig. 5. Oxidative	DNA	damage,	Endo	III-sites	(■)	and	Fpg-sites	(■)	in	NHDF	cells	exposed	to	AgNPs	of	4.7	nm	(A)	and	
42	nm	(B),	using	the	enzyme-modified	comet	assay.	C0 – untreated cells incubated with Endo III (■)	and	Fpg	(■)	enzymes.	
Asterisks	indicate	significant	difference	from	the	control	***	P	≤	0.001,	**	P	≤	0.01. 
Fig. 6. Oxidative	DNA	damage,	Endo	III-sites	(■)	and	Fpg-sites	(■)	in	HPF	cells	exposed	to	AgNPs	of	4.7	nm	(A)	and	






uncoated	AgNPs.	Coated	AgNPs	 of	 4.7	 nm	 (Fig.	 5A)	














formation of Fpg-sites was found at concentrations of 
0.5–1.6	µg	ml-1	 (5.2–6.5%	increase	in	DNA	in	the	tail	
compared	to	control,	respectively).	Uncoated	AgNPs	of	
42	 nm	did	 not	 show	 any	 oxidative	DNA	damage.	No	
significant	 increase	 in	 the	 formation	 of	 Endo	 III-	 and	
Fpg-sites	(Fig.	6B)	was	found.	
Benzo(a)pyrene	 (100	mM)	 used	 as	 positive	 control	
induced	numbers	of	Endo	III-	and	Fpg-sites	1.77–1.75	




AgNPs, which have antibacterial properties, have 
been integrated into hundreds of consumer products. 
Consequently, industry workers, consumers and envi-
ronment	 are	 anticipated	 to	 be	 increasingly	 exposed	 to	
AgNPs.	The	potential	routes	of	human	exposure	are	by	
oral administration, intravenous injection, dermal con-
tact	 and	 inhalation;	 for	 this	 reason,	 HepG2,	 HL-60,	
NHDF and HPF cells were used in the present study. 
Hepatoma	cells	(HepG2)	were	used	because	the	liver	is	
a	primary	site	of	AgNP	accumulation	 following	expo-
sure	 (Johnston	 et	 al.,	 2010);	 leukaemia	 cells	 (HL-60)	






the response of epithelial cells that line the airways or 





that arise at lower concentrations, without necessarily 
causing cell death, also need to be considered. Previous 
studies have demonstrated that the mechanism of AgNP 





age to DNA, since an increased genetic instability is as-
sociated	 with	 cancer	 development	 (Karlsson,	 2010).	
Genotoxicity	evaluation	 is	an	 ideal	assessment	of	bio-








in bacterial systems. Moreover, recent reviews have 
concluded	that	genotoxicity	of	nanomaterials	is	still	in-






ed	 nanoparticle	 characterization	 and	 cytotoxicity	 of	
AgNPs	of	4.7	and	42	nm	in	HepG2,	HL-60,	NHDF	and	
HPF	cells	(Ávalos	et	al.,	2014a,	b).	Our	results	showed	
that the particle size agrees well with the particle size in 
different	AgNPs	specified	by	 the	manufacture.	AgNPs	
formed agglomerates in the cell medium, which were 
larger than the primary particle sizes. In addition, AgNPs 
of	4.7	nm	and	42	nm	exhibited	a	dramatic	difference	in	
cytotoxicity.	Small	AgNPs	were	much	more	cytotoxic	
than the large ones in all the cell types used. However, 
no	cytotoxicity	was	previously	found	at	the	concentra-
tions of AgNPs tested in the present work. Cell viability 
was	always	above	80	%	of	control	viability.
In	 the	present	work,	we	used	exposure	 to	non-cyto-
toxic	 concentrations	 in	 the	 range	 of	 0.1–1.6	 µg	 ml-1 
(AgNPs	4.7	nm)	and	0.1–6.7	µg	ml-1	 (AgNPs	42	nm),	
based on previous studies of AgNPs against these hu-
man	cells	(Ávalos	et	al.,	2014a,	b).	The	results	obtained	
in the comet assay indicated that both sizes of AgNPs 
were	able	to	cause	a	significant	and	dose-dependent	in-
crease	 in	 DNA	 damage	 (strand	 breaks)	 after	 24	 h	 of	
treatment	in	HepG2,	HL-60,	NHDF	and	HPF	cells.	Our	
data are in agreement with several in vitro studies using 
different	sizes	of	AgNPs	(5–260	nm)	that	have	indicated	
genotoxicity	 effects	 in	 different	 types	 of	 human	 and	
mammalian	cells	(Ahamed	et	al.,	2008;	AshaRani	et	al.,	
2009;	 Kawata	 et	 al.,	 2009;	 Foldberjg	 et	 al.,	 2011;	
Hackenberg	et	al.,	2011;	Kim	et	al.,	2011;	Flower	et	al.,	
2012;	Li	et	 al.,	2012;	Nymark	et	al.,	2013).	The	most	
common	 effects	 considered	 in	 these	 studies	 include:	
DNA strand breaks, micronuclei induction and chromo-
somal	 aberrations,	 but	 not	 oxidative	DNA	damage.	 In	
the present study, the difference in the cellular response 
to AgNPs was also compared. Our results showed that 
DNA damage was similar in all cell lines, although 
HepG2	 cells	 were	 the	 most	 resistant	 to	 DNA	 strand	
breaks	after	the	treatment	with	4.7	nm	coated	and	42	nm	
uncoated	AgNPs	 (2.22	and	2.65-fold	higher	 than	con-
trol,	 respectively).	 Kawata	 et	 al.	 (2009)	 demonstrated	






in	 HepG2	 cells.	 In	 our	 study,	 HPF	 cells	 showed	 the	





PVP were investigated in a human bronchial epithelial 
cell line. DNA damage detected by the comet assay was 
seen	after	4	and	24	h	exposures	and	the	induction	was	
also	 dose-dependent.	 Accordingly,	 Kim	 et	 al.	 (2011)	
found	that	AgNPs	(43–260	nm)	stimulated	DNA	break-
age and micronuclei formation in a dose-dependent 
manner	in	BEAS-2B	cells.	In	another	study,	the	comet	
assay test showed DNA damage in human mesenchymal 
stem	cells	after	1,	3	and	24	h	at	AgNP	(<	50	nm)	concen-
trations	from	0.1–10	µg	ml-1	(Hackenberg	et	al.,	2011).







(Cha	et	al.,	2008;	Hsin	et	al.,	2008).	 In	 this	work,	 the	







ing the comet assay, that in contrast to the size-depen-
dent effect on lung cell viability, all tested AgNPs (10, 
40	and	75	nm)	induced	similar	DNA	damage	after	24	h.
In the present work, in addition to assessing the dam-
age	to	DNA	(strand	breaks),	we	also	evaluated	the	oxi-
dative	DNA	damage	induced	by	AgNPs	(4.7	nm	coated	
and	 42	 nm	 uncoated)	 in	 HepG2,	 HL-60,	 NHDF	 and	
HPF	cells.	To	this	end,	oxidatively	damaged	bases	were	
detected by the comet assay by adding two repair-specif-
ic enzymes, endonuclease III and Fpg, which are able to 
recognize	the	oxidized	pyrimidines	and	purines,	respec-
tively.	Our	results	showed	that	AgNPs	of	4.7	nm	induced	
a	 significant	 increase	of	oxidation	of	pyrimidines	 (ex-
cept	in	HepG2)	and	purines	compared	to	the	control	in	
all	 cell	 lines	 (Figs.	 3A,	 4A,	 5A	 and	 6A).	 Moreover,	
AgNPs	of	42	nm	also	significantly	increased	oxidation	
of the pyrimidines and purines compared to the control 
in	HepG2,	HL-60	 and	NHDF	cells	 (Figs.	 3B,	4B	and	
5B).	However,	 42	 nm	 uncoated	AgNPs	 did	 not	 cause	
any	oxidative	DNA	damage	in	any	of	the	concentrations	
used	in	HPF	cells	(Fig.	6B).	Kim	et	al.	(2011)	observed	
that	AgNPs	 (43–260	 nm)	 induced	 oxidation	 of	 DNA	





by AgNPs was not size-dependent, but depended on the 
cell	line.	NHDF	and	HL-60	cells	were	the	most	sensitive	
to	 oxidized	 purines	 and	 pyrimidines	 induced	 by	 both	




DNA damage could be due to the diverse genetic back-
ground	of	human	cells	(Foldbjerg	and	Autrup,	2013).
Furthermore, our results showed that in all treatments 
purines	were	more	oxidized	than	pyrimidines.	This	re-
sult is consistent with the reports that purines are more 
vulnerable	targets	to	oxidative	DNA	damage	than	pyri-
midines, because the pyrimidines can be rapidly re-
paired by transferring an electron to their purine coun-
terpart	(Jovanovic	et	al.,	1986).	The	induction	of	DNA	
breaks by addition of Endo III and Fpg indicates that the 
DNA damage resulting from AgNP treatments mainly 
consisted	in	oxidized	nucleotides.	
Panda	et	 al.	 (2011)	observed	 that	 the	DNA	damage	
induced by AgNPs was prevented by Tiron and dimethyl 
thiourea that scavenge O–2 and H2O2, respectively. ROS 
scavengers,	 especially	 superoxide	 dismutase	 (SOD),	
could	reduce	the	genotoxic	effects,	thereby	implicating	
oxidative	 stress	 as	 a	 mechanism	 (Kim	 et	 al.,	 2011).	
These	 findings	 demonstrated	 the	 role	 of	 ROS	 in	 the	
AgNP-induced DNA damage. The mechanism of action 
by which AgNPs cause DNA damage is not fully under-
stood. One of the plausible mechanisms by which 
AgNPs may cause DNA damage is via generation of 
free	 radicals	 (Kim	et	 al.,	 2011;	Foldbjerg	 and	Autrup,	
2013).	Several	 in vitro studies have demonstrated cel-
lular	 responses	 related	 to	 oxidative	 stress	 after	AgNP	
exposure.	 Reactive	 oxygen	 intermediates	 are	 formed	
when	oxidative	dissolution	of	AgNPs	occurs,	 suggest-
ing a direct NP-mediated mechanism (Liu and Hurt, 
2010).	In	previous	studies,	cytotoxicity	induced	by	4.7	
and	42	nm	AgNPs	was	efficiently	prevented	by	N-acetyl-
L-cysteine	 treatment,	 which	 suggested	 that	 oxidative	
stress	was	primarily	responsible	for	the	cytotoxicity	of	
AgNPs. In addition, our previous results also demon-
strated	that	4.7	nm	coated	and	42	nm	uncoated	AgNPs	




et	 al.,	 2014a,	 b).	 Thus,	 genotoxic	 effects	 induced	 by	
AgNP	exposure	may	occur	in	human	cells,	and	different	
modes of action could be involved. ROS produced by 
exposure	to	AgNPs	could	interact	with	and	damage	pro-
teins or DNA. It is also possible that AgNPs interact di-
rectly	with	proteins	or	DNA	and	cause	genotoxic	effects	
(Foldbjerg	and	Autrup,	2013).	Moreover,	apart	from	the	
damaging effects to cellular proteins, lipids and DNA, 
an increasing level of ROS triggers the cell to respond 
by	activating	pro-inflammatory	signalling	cascades,	and	








in a dose- and size-dependent manner in human hepato-
ma and leukaemia cells and in human dermal and pul-
monary	 fibroblasts,	 as	 detected	 by	 the	 alkaline	 comet	
assay.	The	 smaller	AgNPs	 (4.7	 nm)	were	more	 geno-
toxic	than	the	42	nm	AgNPs.	Furthermore,	the	genotox-
icity of both AgNPs was also dependent on the cell line, 
with	human	pulmonary	fibroblasts	showing	the	highest	
DNA	 damage.	 Moreover,	 4.7	 nm	 and	 42	 nm	AgNPs	
were	able	to	cause	oxidative	DNA	lesions	(measured	as	
Endo	III-	and	Fpg-sites).	However,	the	oxidative	dam-
age was not size-dependent, only differences were ob-
served	between	 the	cell	 lines.	HL-60	and	NHDF	cells	
showed	the	greatest	oxidative	DNA	damage;	in	contrast,	
HPF cells were the most resistant to Endo III and Fpg 
oxidation.	Thus,	the	risk	of	being	exposed	to	silver	na-
noparticles depends on a number of factors, including 
exposed	 cell	 type,	 silver	 nanoparticle	 size,	 and	 likely	
surface	chemistry.	Deriving	safe	exposure	limits	for	sil-
ver nanoparticles should therefore be handled by a case-
by-case approach. This implies that care has to be taken 
while processing and formulating nanoparticles until 
their	final,	finished	product.
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a b s t r a c t
Silver nanoparticles (AgNPs) with antimicrobial activity are by far the most commercialized nano-
compound. They are commonly used in medical products and devices, food storage materials, cos-
metics and industrial products. Despite the increasing human exposure to AgNPs, they remain a
controversial research area with regard to their toxic and genotoxic effects to biological systems.
Although previous data have suggested that AgNPs induce toxicity in vitro, the in vivo studies on this
topic are very limited. In the present study, the potential genotoxic activity of AgNPs of different sizes
(4.7 and 42 nm) was evaluated using the in vivo Somatic Mutation and Recombination Test (SMART) in
Drosophila melanogaster. Larvae were treated with 25, 30 and 50 mg/ml of AgNPs 4.7 nm, and 250, 500
and 1000 mg/ml of AgNPs 42 nm. Data showed that AgNPs at the applied concentrations did not modify
the spontaneous frequencies of spots indicating lack of mutagenic and recombinogenic activity. However,
both AgNPs induced pigmentation defects and reduction in locomotor ability in adult ﬂies. Therefore,
further experiments must be carried out to gain a better understanding of the mechanism of action of
AgNPs to ensure their safe use.
© 2015 Elsevier Ltd. All rights reserved.
1. Introduction
The rapid expansion of nanotechnology has led to the increased
number of products containing nano-sized materials. Materials at
this scale (<100 nm) typically exhibit nanostructure-dependent
properties, such as unique physical properties (optical, electrical,
and magnetic) and high chemical reactivity, which make them
more attractive for commercial and medical applications
(Oberdorster et al., 2005). Silver nanoparticles (AgNPs) are among
the most commonly used nanomaterials in numerous consumer
products including textiles, cosmetics, food, and health care prod-
ucts for exploiting their strong antimicrobial activity (Cheng et al.,
2004; Cohen et al., 2007). Yet, while human population exposed to
AgNPs continues to increase with ever-new applications, silver
nanoparticles remain a controversial research area with respect to
their toxicity to biological systems (Kim et al., 2010; Demir et al.,
2011).
There is growing evidence that AgNPs are highly toxic in vitro. It
has been reported that AgNPs exposures decreased viability,
increased lactate deshydrogenase (LDH) e leakage, inhibited
mitochondrial function or increased reactive oxygen species (ROS)
production in human hepatoma cells, human leukemia cells, mouse
germline stem cells, human ﬁbroblasts and rat adrenal cells
(Braydich-Stolle et al., 2005; Hussain et al., 2006; !Avalos et al.,
2014a, b). As oxidative stress is related to DNA damage, the geno-
toxic potential of AgNPs is of increasing interest (Ahamed et al.,
2008; Asharani et al., 2009; Chi et al., 2009; Kawata et al., 2009;
Foldbjerg et al., 2011; Asare et al., 2012; Nymark et al., 2013).
However, studies on the potential genotoxicity such as mutage-
nicity and carcinogenicity of AgNPs in in vivo systems are still scarce
and they give controversial results (Kim et al., 2008; Kumari et al.,
2009; Ghosh et al., 2012; Demir et al., 2013).
Drosophila melanogaster is one of the most experimental
accessible model organisms used in biology. Due to the extensive
* Corresponding author.
E-mail address: pmorales@vet.ucm.es (P. Morales).
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knowledge on its genetics and genomics, the high homology be-
tween ﬂy and human genes and its short lifespan, the fruit ﬂy is an
ideal model to examine toxicity and genotoxicity of nanomaterials
in vivo (Ong et al., 2014). Until now, only a few studies have used
Drosophila to determine the potential genotoxic harmful effects of
nanomaterials (Demir et al., 2011; Vecchio et al., 2012; Vales et al.,
2013).
In the present work, the mutagenic and/or recombinogenic ac-
tivity of two AgNPs of different size (4.7 and 42 nm) was assessed
employing the Somatic Mutation and Recombination Test (SMART)
in Drosophila. This test is a sensitive, rapid and cheap in vivo assay,
able to detect a wide variety of genetic alterations including so-
matic recombination (Graf et al., 1984, 1989; Graf and van Schaik,
1992). The assay is based on the loss of the heterozygosity (LOH)
of two genetic markers in the third chromosome involved in the
metabolic pathways of wing hairs-multiple wing hair (mwh) and
ﬂare3 (ﬂr3). Genetic alterations induced in mitotically dividing cells
of a developing wing disc, may give rise to clone(s) of mwh and/or
ﬂr3 cells, which are visible on the wing surface of the adult ﬂy (Graf
et al., 1984). Any increase in the clone frequency as compared to the
control reﬂects genotoxic activity, the extent of which is charac-
terized by the frequency of the clone induction (Graf et al., 1984,
1998). Single spots indicate the occurrence of either a point mu-
tation, a chromosomal alteration, or mitotic recombination. How-
ever, twin spots are exclusively derived from mitotic
recombination. Since both somatic mutation and mitotic recom-
bination events are found to be associated with carcinogenesis
(Jones et al., 2008; Sengstag, 1994), information derived by this test
is expected to contribute to the evaluation on the safety of using
AgNPs.
2. Materials and methods
2.1. Chemicals
All chemicals were reagent grade or higher and were obtained
from SigmaeAldrich (St. Louis, MO, USA), unless otherwise speci-
ﬁed. Water-based solutions of silver nanoparticles of 4.7 nm PEI
(polyetherimide) and PVP (polyvinylpyrrolidone) coated silver
nanoparticles (AgNPs) and 42 nm uncoated AgNPs were purchased
from Nanogap Subparticles (A Coru~na, Spain). A summary of the
characterization according to themanufacturer's data is available in
Table 1. AgNPs were also characterized in our laboratory by trans-
mission electron microscopy (TEM) and dynamic light scattering
(DLS) as previously described (!Avalos et al., 2014a, b). Stock solu-
tions of AgNPs were diluted to the required concentrations using
distilled water. Faure's solution was prepared by mixing 100 g
distilled water (H2O), 100 g chloral hydrate (C2HCl3O.H2O), 40 g
glycerine (C3H8O3) and 60 g arabic gum. Mitomycin-C (MMC) was
purchased from Sigma (St. Louis, MO, USA).
2.2. Drosophila strains
Three Drosophila stocks (kindly provided by Dr. Spano) were
used in the present study: (i) the multiple wing hair strain (with
genetic constitution y; mwh j), (ii) the ﬂare-3 strain (with genetic
constitution ﬂr3/In (3LR)TM3, ri pp sep l(3)89Aa bx34e e Bds), and (iii)
the ORR/ORR (with genetic constitution ORR; ﬂr3/In (3LR)TM3, ri pp
sep l(3)89Aa bx34e e Bds) (De Rezende et al., 2009, 2013).
Two crosses were performed: (i) Standard (ST) cross (virgin fe-
males of the strain ﬂr3/TM3, Bds crossed with mwh/mwh males)
(Graf et al., 1984, 1989) and (ii) High bioactivation (HB) cross (virgin
females of the strain ORR; ﬂr3/TM3, Bdswithmwh/mwhmales) (Graf
and van Schaik, 1992). The latter cross improves the performance of
the wing SMART in the case of promutagens activated via cyto-
chrome P450-dependent metabolic pathways (Saner et al., 1996).
The stocks and the crosses were maintained at 24±1 !C, at a
photoperiod 16:8 (light:dark) on a yeast-glucose medium.
2.3. Somatic Mutation and Recombination Test (SMART)
The experiments were carried out following the principles and
the basic procedures presented by Graf et al. (1984) and Würgler
and Vogel (1986). Thus, eggs obtained by parental crosses were
collected during an 8-h period in culture bottles with an agareagar
base (4% w/v) topped with a thick layer of live yeast supplemented
with sucrose. Three days after egg laying, larvae in the third stage of
embryonic development were washed out of the bottles with
Ringer's solution and collected in a stainless steel strainer. Series of
40 larvae were transferred for chronic feeding to treatment vials
containing 0.85 g of Drosophila Instant Medium (Carolina Biological
Supply, Burlington, NC, USA) rehydrated with 4 ml of different
concentrations of AgNPs 4.7 nm (25, 30, and 50 mg/ml) and AgNPs
42 nm (250, 500 and 1000 mg/ml). Mitomycin-C (MMC) (2.5 mg/ml)
was used as positive control. Larvae were fed on these cultures for
the rest of their larval life (approximately 48 h). The adult ﬂies that
emerged from the crosses mentioned above were selected and
stored in 70% v/v ethanol/glycerol (1:1, v/v). Both crosses produced
two types of progeny, easily distinguished by the BdS marker: (i)
marker-heterozygous (MH) ﬂies (mwhþ/þﬂr3) with phenotypically
wild-type wings and (ii) balancer-heterozygous (BH) ﬂies (mwh/
TM3, BdS) with phenotypically serrate wings. The wings of the
trans-heterozygous (mwhþ/þﬂr3) were removed under a stereo-
scope with a pair of entomological tweezers, mounted in Faure's
solution and scored at 400# magniﬁcation for the presence of
mosaic spots. The rest individuals were excluded from analysis,
because in the mwh/TM3, BdS ﬂies recombionational events are
suppressed (Graf and van Schaik, 1992). The spots observed on the
wings of the trans-heterozygous were grouped into four categories
based on the size, number and type of cells showing malformed
wing hairs as: (i) small single spots (with one or two affected cells,
either mwh or ﬂr3), (ii) large single spots (with three or more
affected cells, eithermwh or ﬂr3), (iii) twin spots (consisting of both
mwh and ﬂr3 subclones), and (iv) total spots (Graf et al., 1984).
Single spots (mwh or ﬂr3) are produced by various genetic events
including somatic point mutations, deletions and other types of
structural rearrangements as well as by mitotic recombination
between the twomarker genes, while twin spots (mwh and ﬂr3) are
produced exclusively by mitotic recombination occurring between
the proximal marker ﬂr3 and the chromosome 3 centromere (Graf
et al., 1984). For comparative analysis, parallel experiments using
distilled water were carried out as the negative controls. A well-
Table 1
Characteristics of AgNPs obtained from NanoGap. Nd no information provided.
Code Particles Avg* ± SD (nm) Dispersion solution Density (g/ml) Density of particle (part/l) Color pH
2106-W AgNP 4.7 4.7 ± 1 Aqueous solution with PEI and PVPa 1.024 1.75 # 1019 Black, yellow (when diluted) 9.3
2103-W AgNP 42 42 ± 9 Aqueous solution 1.010 Nd Brown Nd
*As provided by company.
a PEI, polyetherimide, PVP, polyvinylpyrrolidone.
A. !Avalos et al. / Food and Chemical Toxicology 85 (2015) 114e119 115
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known mutagen, mitomycin-C (MMC), at concentration 2.5 mg/mL,
served as the positive control. Ten replicates per treatment were
performed and 50 wing samples per treatment were randomly
selected for genotoxic analysis. All experiments were performed at
24± 1 !C and 60% RH. A total of about 550 wings were scored in this
study.
2.4. Statistical analysis
For the evaluation of induced effects, the frequency of spots per
wing in the treated series was compared with that of the negative
control. Statistical analysis of the datawas done using the multiple-
decision procedure (Selby and Olson, 1981; Frei andWürgler, 1988),
which is based on the conditional bionomial test and the chi-
squared test (K. Pearson's criterion) (Kastenbaum and Bowman,
1970; Margolin et al., 1983). Brieﬂy, the multiple-decision proce-
dure of Selby and Olson (1981) is based on testing the following two
hypotheses: (1) the mutation frequency (induced þ spontaneous)
of treated ﬂies is not higher than the mutation frequency in the
appropriate pooled control, and (2) the induced mutation fre-
quency of the treated ﬂies is no less than m times as high as the
observed spontaneous mutation frequency in the control. As far as
small single spots and total spots are concerned, the multiplication
factor, m, equals 2, whereas m equals 5 when the genotoxic po-
tential of large single spots and twin spots is evaluated. Each hy-
pothesis was tested at the 5% signiﬁcance level. The following four
decisions are possible: (1) accept both hypotheses; these cannot be
true simultaneously, so no conclusions can be drawn-inconclusive
result; (2) accept the ﬁrst hypothesis and reject the second
hypothesis-negative result; (3) reject the ﬁrst hypothesis and
accept the second hypothesis-positive result; or (4) reject both
hypotheses-weak effect.
3. Results
In the present study, AgNPs 4.7 and 42 nm were tested chron-
ically (approximately 48 h) on the larval progeny (third instar
larvae) from the ST and the HB cross. The ranges of doses used in
this study were determined based on previous viability experi-
ments (results not shown). Taking into account that the number of
emerging adults must be high enough to perform the genotoxicity
experiments, a range between 25 and 50 mg/ml and 250e1000 mg/
ml was chosen for 4.7 and 42 nm AgNPs, respectively. The survival
rate of concentrations chosenwas 70e80% for ST cross, and 60e70%
for HB cross.
The analysis of the ST cross of the SMART assay together with
negative and positive control experiment is summarized in Table 2.
The statistical analysis showed inconclusive results (p < 0.05) in the
three spot categories after chronic treatment of Drosophila with
AgNPs 4.7 nm (at all tested doses), compared to those of the
negative controls. Similar results were also found with the larger
nanoparticles (AgNPs 42 nm). The inconclusive results regarding
the above-mentioned AgNPs have minimal biological signiﬁcance,
since the frequency of total spots was slightly different than that in
the control series.
The results obtained with HB cross by the SMART assay together
with negative and positive control experiment are presented in
Table 3. As can be seen, neither of the AgNPs was able to induce
signiﬁcant increases in the frequency of mutant clones at concen-
trations of 30e50 mg/ml (AgNPs 4.7 nm) and 500e1000 mg/ml
(AgNPs 42 nm). For smaller concentrations (25 mg/ml; AgNPs
4.7 nm and 250 mg/ml; AgNPs 42 nm) the statistical analysis gave
inconclusive results (p < 0.05), which as in the case of the ST cross,
are of minimal biological signiﬁcance.
In conclusion, both AgNPs (4.7 and 42 nm), at least at the con-
centrations tested here, do not appear to be genotoxic under our
in vivo experimental conditions. Mitomycin-C at concentrations of
2.5 mg/mL gave signiﬁcant positive results for all four categories of
spots (Tables 2 and 3). However, despite the absence of the geno-
toxic effects, ingestion of AgNPs (4.7 and 42 nm) during the larval
stage resulted in cuticular and melanization defects and reduction
in locomotor ability in adults from both crosses (Fig. 1). These data
suggest that exposure to AgNPs during larval development specif-
ically affects pigmentation in adult ﬂies.
4. Discussion
AgNPs, which have antibacterial properties, have been inte-
grated into hundreds of consumer products and their use in daily
life is constantly increasing. As a consequence, industry workers,
consumers and environment are anticipated to be increasingly
exposed to AgNPs. Even though they are widely used and belong to
the best studied nanoparticles, the mechanisms of the biological
effects of AgNPs are still not fully understood (Wojew!odzka et al.,
2011). AgNPs toxicology study has been conﬁned to the classical
in vitro toxicity test methods (Ghosh et al., 2012). Despite the
increasing interest on the genotoxic risk related with the new
emerging nanomaterials (Landsiedel et al., 2009), only few data
exist on the in vivo genotoxicity of AgNPs (De Lima et al., 2012). For
this reason, in the present work adds information on the potential
mutagenic and recombinogenic activity of two AgNPs of different
size (4.7 and 42 nm) employing the wing Somatic Mutation and
Recombination Test in Drosophila.
In the present study, the results obtained in both crosses (ST and
Table 2
Summary of the results obtained in the Somatic Mutation and Recombination Test (SMART) on Drosophila melanogaster with the standard cross (ST), after larvae treatment
with different concentrations of AgNPs of 4.7 and 42 nm.
Treatment Number of wings Frequency of spots per wing and diagnosisa
Small single spots Large single spots Twin spots Total spots
Standard cross m ¼ 2.0 m ¼ 5.0 m ¼ 5.0 m ¼ 2.0
Control 50 0.20 (10) 0.02 (1) 0.00 (0) 0.22 (11)
MMC (2.5 mg/ml) 50 0.54 (27) þ 0.34 (17) þ 0.16 (8) þ 1.04 (52) þ
(AgNP 4.7) 25 mg/ml 50 0.22 (11) i 0.04 (2) i 0.00 (0) i 0.26 (13) i
(AgNP 4.7) 30 mg/ml 50 0.28 (14) i 0.04 (2) i 0.00 (0) i 0.32 (16) i
(AgNP 4.7) 50 mg/ml 50 0.26 (13) i 0.04 (2) i 0.00 (0) i 0.30 (15) i
(AgNP 42) 250 mg/ml 50 0.20 (10) i 0.00 (0) i 0.00 (0) i 0.20 (10) i
(AgNP 42) 500 mg/ml 50 0.20 (10) i 0.04 (2) i 0.02 (1) i 0.26 (13) i
(AgNP 42) 1000 mg/ml 50 0.16 (8) e 0.00 (0) i 0.00 (0) i 0.16 (8) e
Symbols next to values signify the following: þ, positive mutagenic effect; e, no mutagenic effect; i, inconclusive effect; m is the multiplication factor1 (p ¼ 0.05).
a The number of mutant spots is given in parenthesis. Statistical diagnosis according to Frei and Würgler (1988).
A. !Avalos et al. / Food and Chemical Toxicology 85 (2015) 114e119116
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HB crosses) showed that AgNPs of 4.7 and 42 nm did not induce
increased frequencies of wing spots indicating absence of muta-
genic or recombinogenic activity within the range of concentra-
tions tested (Tables 2 and 3). The positive control carried out with
mitomycin-C showed a clear positive response, supporting the
validity of the negative results observed in this study.
A previous in vitro study of our laboratory on the potential
genotoxic effects of the same AgNPs (4.7 and 42 nm), using the
comet assay and four relevant human cell lines (!Avalos et al., 2014c)
showed that both AgNPs induced DNA strand breaks and oxidative
DNA damage in all cell lines. This is in accordance with existing
evidence that a variety of AgNPs may be genotoxic in vitro in
different cell lines (Kim et al., 2010; Ghosh et al., 2012; Xu et al.,
2012). However, in vitro results may not fully reﬂect the natural
genotoxic potential of AgNPs. Under in vivo conditions, AgNPs may
act considerably different than under in vitro conditions. Moreover,
in vivo concentrations of AgNPsmay differ from those in vitro (Klien
and Godni!c-Cvar, 2012). To our knowledge, there is only one study
about genotoxicity of AgNPs by SMART assay (Demir et al., 2011),
which does not agree with our data. The size and origin of the
nanoparticles used in the two studies may account for the different
results. In agreement with our results, others in vivo studies have
not observed genotoxic effects of AgNPs. In particular, in vivo
studies using SpragueeDawley rats did not show increases in the
frequency of micronucleated polychromatic erythrocytes after 90-
days inhalation AgNPs of 18 nm and 28- days oral treatment with
AgNPs of 60 nm (Kim et al., 2008, 2011). On zebraﬁsh embryos,
AgNPs with different coatings (starch, bovine serum albumin and
polyvinyl alcohol) and sizes (8e15 nm, 10e20 nm and 5e35 nm)
also showed no genotoxicity up to concentrations of 25 mg/ml
(Asharani et al., 2008, 2011). The different ﬁndings in potential
genotoxic and carcinogenic risks of AgNPs are possibly due to the
insufﬁcient characterization of the test material, difference in the
experimental design, use of different animal models and species,
difference in dosimetry, and different targeting organs (Becker
et al., 2011).
In spite of the non-genotoxic effects detected, we observed that
AgNPs (4.7 and 42 nm) ingestion during the larval stage resulted in
cuticular and melanization defects (Fig. 1) and reduction in loco-
motor ability in adults from both crosses at all tested doses. These
same effects were observed in studies carried out by Posgai et al.
(2011), Key et al. (2011) and Armstrong et al. (2013) after inges-
tion of different AgNPs during the larval stage. Pigmentation de-
fects can be linked to developmental abnormalities including
reduction in locomotor ability (Walter et al., 1991; Drapeau et al.,
2003; Suh and Jackson, 2007). Melanin synthesis is highly
conserved biochemical mechanism throughout the animal
kingdom whereby melanin is made from the catecholamine pre-
cursors dopa and dopamine, which are synthesized from tyrosine
(Prota, 1992).
On the other hand, dopamine is known to generate reactive
oxygen species (ROS), which can affect the nervous system and
overall negatively affect longevity (Perez and Hastings, 2004). Thus,
de-pigmentation may be due to induction of a stress response, and
may be associated with increased expression of heat shock protein
70 (hsp 70) (Denman et al., 2008; Galvan and Alonso-Alvarez, 2009;
Glassman, 2011; Ong et al., 2014).
In summary, AgNPs 4.7 and 42 nm did not exhibit any mutagenic
or recombinogenic activity in Drosophila under our in vivo experi-
mental conditions. However, both AgNPs were able to induce
pigmentation defects and reduction in locomotor ability in adult ﬂies
after ingestion of AgNPs during the larval stage. Therefore, further
experiments must be carried out to gain a better understanding on
the mechanism of action of AgNPs to ensure their safe use.
Table 3
Summary of the results obtained in the Somatic Mutation and Recombination Test (SMART) on Drosophila melanogaster with the high bioactivation cross (HB), after larvae
treatment with different concentrations of AgNPs of 4.7 and 42 nm.
Treatment Number of wings Frequency of spots per wing and diagnosisa
Small single spots Large single spots Twin spots Total spots
High bioactivation cross m ¼ 2.0 m ¼ 5.0 m ¼ 5.0 m ¼ 2.0
Control 50 0.30 (15) 0.04 (2) 0.08 (4) 0.42 (21)
MMC (2.5 mg/ml) 56 0.89 (50) þ 0.71 (40) þ 0.25 (14) þ 1.86 (104) þ
(AgNP 4.7) 25 mg/m) 50 0.48 (24) i 0.04 (2) i 0.06 (3) e 0.58 (29) i
(AgNP 4.7) 30 mg/ml 50 0.36 (18) i 0.02 (1) i 0.00 (0) e 0.38 (19) e
(AgNP 4.7) 50 mg/ml 50 0.36 (18) i 0.08 (4) i 0.02 (1) e 0.46 (23) e
(AgNP 42) 250 mg/ml 50 0.42 (21) i 0.12 (6) i 0.02 (1) e 0.56 (28) i
(AgNP 42) 500 mg/ml 50 0.24 (12) e 0.06 (3) i 0.00 (0) e 0.30 (15) e
(AgNP 42) 1000 mg/ml 50 0.22 (11) e 0.02 (1) i 0.08 (4) e 0.32 (16) e
Symbols next to values signify the following: þ, positive mutagenic effect; e, no mutagenic effect; i, inconclusive effect; m is the multiplication factor1 (p ¼ 0.05).
a The number of mutant spots is given in parenthesis. Statistical diagnosis according to Frei and Würgler (1988).
Fig. 1. Drosophila treated with AgNPs exhibit defects in cuticle development and melanization. Drosophila exposed to 25 mg/ml and 250 mg/ml (AgNPs 4.7 and 42 nm, respectively)
via ingestion have unpigmented cuticle as compared to normal control Drosophila.
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ABSTRACT 
Metallic nanoparticles (NPs) have emerged as an important class of nanomaterials for a wide range of industrial 
and medical applications. Due to the intensive commercial applications, risk assessment of these nanoparticles is 
of great importance. In the present study, the human hepatoma (HepG2) and leukemia (HL-60) cells were used 
to characterize the apoptotic effects of silver nanoparticles (AgNPs) (4.7 and 42 nm) and gold nanoparticles 
(AuNPs) (30 nm). Apoptotic cells were identified by chromatin condensation and flow cytometry analysis, 
using Annexin V/PI, TUNEL and caspase activation assays. Flow cytometry analysis showed that the three 
metallic NPs induced apoptotic cell death in a concentration and time dependent-manner. Moreover, the three 
NPs induced activation of caspase-3 and -7 in HepG2 and HL-60 cells. Apoptotic effects were stronger after 
exposure of both cell lines with 4.7 nm AgNPs than those obtained with 42 nm AgNPs and 30 nm AuNPs. In 
conclusion, AgNPs (4.7 and 42 nm) and AuNPs (30 nm) induced apoptosis in HepG2 and HL-60 cells via the 
caspase dependent pathway. The smaller AgNPs (4.7 nm) had a greater ability to induce apoptosis in both cell 
lines. 
Keywords: Apoptosis; Caspases; Gold nanoparticles; Human tumoral cells; Silver nanoparticles. 
Introduction 
Nanotechnology has emerged as a broad and rapidly 
developing field over the past few decades, since 
nanoparticles (NPs) are widely utilized for 
applications within the commercial, medical and 
environmental sectors (Nandedkar et al. 2009, Vance 
et al. 2015, Sanchez and Solobev 2010, Dreher 2004). 
Therefore, potential occupational and public exposure 
to NPs is inevitable as they become more widely used 
and, as a result, nanotoxicology research is now 
gaining attention (Iavicoli et al. 2010). Evidence is 
accumulating that NPs differ significantly from 
traditional materials and may cause different toxicities 
due to their structure and chemistry (Dhawan and 
Sharma 2010). Therefore, improved understanding of 
the potential risks associated with exposure to 
nanomaterials is necessary (Maynard et al. 2006). 
Metallic nanoparticles are important objects of study 
in modern material science due to their properties 
(Schmid 2004). Gold (AuNPs) and silver (AgNPs) 
nanopaticles due to the good intrinsic properties i.e. 
high chemical stability, well-controlled size and 
surface functionalization (Söderstjerna et al. 2014) 
and their antibacterial effect, have been intensively 
studies for comercial and clinical use. They are often 
applied in numerous consumer products including 
textiles, cosmetics, food, and health care (Sintubin et 
al. 2012). However, in order for their biomedical 
utility to be fully explored, it is imperative that the 
factors governing their toxicity be completely 
understood.  
Regarding toxicity of AuNPs, the published results 
are contradictory (Connor et al. 2005, Shukla et al. 
2005, Goodman et al. 2004, Pan et al. 2009). The 
conflicting results could arise from variability of the 
toxicity assays, cell lines and chemical/physical 
properties of the NPs used. However, there has been a 
general consensus that AgNPs exposure induces 
toxicity across a variety of cancer and normal cell 
lines (Yoon et al. 2007). The proposed mechanism of 
cytotoxic effects of AgNPs and AuNPs was the 
induction of reactive oxygen species (ROS) 
production which was supported by studies showing 
that in vitro exposure to NPs cause reduction of GSH, 
elevated ROS levels and lipid peroxidation (Arora et 
al. 2008, Paino et al. 2012, Kim et al. 2009; Ávalos et 
al. 2015a). Furthermore, AgNPs and AuNPs-mediated 
ROS increase was associated with DNA damage and 
apoptosis (Foldbjerg et al. 2009, Di Guglielmo et al. 
2012). 
Different types of cell death, i.e. apoptosis, necrosis 
and autophagy, contribute to the pathophysiology of 
different human disorders (Lowe and Lin 2000). 
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Apoptosis is a selective process of physiological cell 
demise that regulates the balance between cell 
proliferation and cell death (Zang et al., 2009). 
Various types of cellular stress stimuli have been 
shown to trigger apoptosis, including 
chemotherapeutic agents, irradiation, absence of 
growth factors, factors trophic, glucocorticoids, γ 
radiation, activation of death receptors, oxidative 
stress, DNA damage and endoplasmic reticulum stress 
due to the exposure of cells to conditions such as 
serum and glucose starvation, inhibition of protein 
glycosylation, disturbance of Ca2+ homeostasis and 
oxygen deprivation (Fulda et al., 2010). It is well 
recognized as a distinctive mode of programmed cell 
death, critical in development of multi-cellular 
organisms, regulation of the immune system, and 
clearance of abnormal cells (Krampe and Al-Rubeai 
2010, Ulukaya et al. 2011, Pereira and Amarante-
Mendes 2011). Apoptosis occurs as a defense 
mechanism when cells are damaged beyond repair 
capacity, especially when disease- or toxicant-
mediated damage affects cellular DNA, and cellular 
repair mechanisms are unable to deal with the injury 
(Kim and Ryu 2013). This type of cell death is 
characterized by distinct morphological changes such 
as membrane blebbing, nuclear condensation and 
disorganization, and fragmentation of genomic DNA 
(Miao et al. 2011). It has been suggested that 
apoptosis would be important mechanism for AgNPs 
and AuNPs- induced toxicity employing various kinds 
of cultured cells and animal (Sanpui et al. 2011, Choi 
et al. 2010, Chuang et al. 2013). 
In apoptosis, cells activate enzymes that degrade 
nuclear DNA, in addition to nuclear and cytoplasmic 
proteins. The caspases, a family of cysteine proteases, 
play a central role in apoptosis through a protease 
cascade including the initiator caspases (caspase-8 
and -9) and the effector caspases (caspase-3, -6 and -
7) (Taylor et al. 2008). Activation of caspases in
response to environmental toxicants can be initiated 
through stimulation of the extrinsic (receptor) 
pathway or the intrinsic (mitochondrial) pathway 
(Franco et al. 2009, Robertson and Orrenius 2000). In 
this context, caspase-3 is a crucial molecule since it is 
activated by mitochondria-dependent and –
independent apoptotic pathways (Kim and Ryu, 
2013). 
Since human exposure to NPs can occur through 
several routes, the study of the specific toxic response 
of the different organs exposed is crucial (Oberdorster 
et al. 2005). For that reason, human hepatoma 
(HepG2) and leukemia cells (HL-60) have been used 
in our study. HepG2 cells were used because the liver 
is a primary site of AgNPs and AuNPs accumulation 
following exposure (Johnston et al. 2010) and HL-60 
cells were used to investigate the effect of AgNPs and 
AuNPs on blood. Therefore, the aim of this study was 
to investigate the induction of apoptosis by AgNPs 
(4.7 and 42 nm) and AuNPs (30 nm) using various 
methods in two human cell lines. 
Material and methods 
Chemicals 
All chemicals were reagent grade or higher and were 
obtained from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO), unless 
otherwise specified. Water-based suspension of silver 
(4.7 and 42 nm) and gold nanoparticles (30 nm) were 
purchased from Nanogap Subparticles (A Coruña, 
Spain) and CymitQuímica (Barcelona, Spain), 
respectively. Stock suspension of AgNPs and AuNPs 
were diluted to the required concentrations using the 
respective cell culture medium. In order to reduce 
agglomeration the suspensions were mixed using 
vortex for 20 s and sonicated for 2 x 20 s pause in 
between using a sonicator probe. Etoposide and 
Ethidium bromide were purchased from Sigma-
Aldrich, Inc. (St. Louis, MO). Hoechst 33342 was 
obtained from Molecular Probes (Eugene, Oregon, 
USA). 
Nanoparticles Characterization 
The characterization of AgNPs and AuNPs to 
determine its primaries sizes, morphology, 
agglomeration and size distribution in aqueous 
solution and after incubation in cell-free culture media 
by transmission electron microscopy (TEM) and 
dynamic light scattering (DLS) was conducted in 
previous studies (Ávalos et al., 2014; Mateo et al., 
2014). 
Cell culture 
Human leukemia cells (HL-60) and human hepatoma 
cells (HepG2) were obtained from the Biology 
Investigation Centre Collection (BIC, Madrid, Spain). 
HL-60 cells were maintained in RPMI 1640 Medium 
and HepG2 cells were cultured as monolayer in 
Dulbecco´s modified Eagle´s medium. The media 
were supplemented with 10% v/v heat-inactivated 
fetal calf serum, 50 µg/mL streptomycin, 50 UI/mL 
penicillin and 50 µg/mL L-glutamine. Culture 
medium and supplements required for the growth of 
the human tumoral cell lines were purchased from 
GIBCO (Laboratories Life Technologies Inc., 
Gaithersburg, MD, USA). All human cell cultures 
were incubated at 37ºC and 100% humidity in a 5% 
CO2 atmosphere. The cells between 8-15 passages 
were used in the experiements of this work. Controls 
included a medium control without NPs as a negative 
control. Etoposide has been extensively studied 
(Custódio et al., 2002) and was used in this study as a 
positive control (5 and 100 µM in HepG2 and HL-60 
cells, respectively) of apoptosis. 
Morphological evaluation of cell death 
To determine the range of concentrations to induce 
apoptosis we examined the effect of NPs on nucleus 
chromatin condensation. HepG2 and HL-60 cells 
(1x106 ml-1) were exposed with 4.7 nm AgNPs (0.5- 
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13.45 µg ml-1), 42 nm AgNPs (25- 200 µg ml-1) and 
30 nm AuNPs (5-15 µg ml-1) for 24 h. After exposure, 
the cells were stained with Hoescht 33 342 (100 µg 
ml-1) and ethidium bromide (20 µg ml-1) for 5 min 
(Jerome and Chen 2000). Following washing out of 
the dyes, the cells were examined under a UV-visible 
fluorescence microscope (Axiostar plus microscope, 
Zeiss).  
Annexin V/propidium iodide (PI) assay 
Apoptotic cells were detected using a Vibrant 
Apoptosis Assay Kit #2 (Molecular Probes, Eugene, 
Oregon, USA). Based on its affinity for 
phosphatidylserine (PS), annexin V can be used as a 
sensitive probe for cell surface exposure of PS, which 
is translocated from the inner side of the plasma 
membrane to the external surface of apoptotic cells. 
Dead cells can be stained by PI, which enters cells 
with a disrupted plasma membrane and binds DNA 
(Radakovic et al. 2013). Briefly, after exposure of 
HL-60 cells with 4.7 nm AgNPs (3.36- 6.72 µg ml-1), 
42 nm AgNPs (150- 200 µg ml-1) and 30 nm AuNPs 
(10- 15 µg ml-1) for 17, 24 and 48 h, 1.5 x 105 cells 
were resuspended in 100 µl 1X annexin binding 
buffer and incubated with 5 µl of Alexa Fluor 488 
annexin V and 10 µl of PI (10 µg ml-1) for 15 min at 
room temperature. After the incubation period, the 
cells were washed with 400 µl of 1X annexin-binding 
buffer, mixed gently and the samples kept on ice. The 
cells were analyzed by flow cytometry using a FACS 
Calibur flow cytometer (Beckton Dickinson) and the 
CellQuest software. For each experiment 104 cells 
were analyzed. 
TdT-dUTP terminal nick-end labelling (TUNEL) 
assay 
Apoptotic cell death was also measured by the In Situ 
Cell Death Detection Kit, Fluorescein according to the 
manufacturer’s protocol (Roche, Indianapolis, USA). 
HepG2 and HL-60 cells were exposed with 4.7 nm 
AgNPs (1.68- 3.36 µg ml-1 and 3.36- 6.72 µg ml-1, 
respectively), 42 nm AgNPs (25- 50 µg ml-1 and 150- 
200 µg ml-1, respectively) and 30 nm AuNPs (10-15 
µg ml-1) for 48 and 72 h. Briefly, 3x106 cells were 
washed with PBS and fixed in 2% formaldehyde in 
PBS (1 ml) for 1 h at room temperature. Cells were 
washed with PBS and incubated with 
permeabilization solution (0.1% triton X-100 in 0.1% 
sodium citrate) for 2 min on ice. Subsequently, the 
cells were incubated with the TUNEL reaction 
mixture [50 µl of enzyme solution (TdT) and 450 µl 
of label solution (fluoresceindUTP)] for 1 h at 37 °C 
in the dark in a humidified atmosphere. Omission of 
TdT from the staining protocol constituted the 
negative control. After the cells were washed with 
PBS, the label incorporated into the damaged sites of 
DNA was detected using a FACS Calibur flow 
cytometer (Becton and Dickinson) and the CellQuest 
software. For each experiment 104 cells were 
analyzed. 
Caspase activation assay 
Activation of caspases was measured by the Vybrant 
FAM Caspase-3 and -7 Assay Kit, according to the 
manufacture´s protocol (Molecular Probes, Eugene, 
Oregon, USA). This assay is based on a fluorescent 
inhibitor of caspases (FLICA) methodology, 
essentially an affinity label. The FLICA reagent 
interacts with the enzymatic reactive centre of an 
activated caspase via the recognition sequence, and 
then to attach covalently through the fluoromethyl 
ketone (FMK) moiety. HepG2 and HL-60 cells were 
exposed with 4.7 nm AgNPs (1.68- 3.36 µg ml-1 and 
3.36- 6.72 µg ml-1, respectively), 42 nm AgNPs (25- 
50 µg ml-1 and 150- 200 µg ml-1, respectively) and 30 
nm AuNPs (10-15 µg ml-1) for 24 h. Briefly, 3x105 
cells were harvested and incubated with 30X FLICA 
(10 µl) for 1 h at 37ºC under 5% CO2 in darkness. 
Then, cells were washed twice with 1X Buffer, 
stained with PI (2 µL) and immediately analyzed on a 
FACS Calibur flow cytometer (Becton and 
Dickinson) and the CellQuest software. For each 
experiment 104 cells were analyzed. 
Statistical analyses 
All means were calculated from three independent 
experiments and are expressed in the graphs as the 
mean and standard deviation (SD). The Student’s t-
test was used for statistical comparison and 
differences were considered significant at P ≤ 0.01. 
Descriptive and graphical methods were used to 
characterize the data. All tests were performed with 
the software package Statgraphics Plus 5.0. 
Results 
Analysis of morphological changes induced by AgNPs 
and AuNPs 
Figure 1 shows morphological changes of nuclear 
chromatin in HepG2 and HL-60 cells treated with 
AgNPs and AuNPs. After exposure with 1.68-3.36 µg 
ml-1 and 3.36-6.72 µg ml-1 of 4.7 nm AgNPs more 
than 30% of cells showed significant nuclear 
chromatin condensation and fragmentation, in HepG2 
and HL-60 cells, respectively (Figure 1B). More than 
30 % of apoptotic HepG2 and HL-60 cells were 
observed with the concentrations of 25-50 µg ml-1 and 
150-200 µg ml-1 42 nm AgNPs, respectively (Figure 
1C). Finally, 30 nm AuNPs induced a percentage of 
apoptotic HepG2 and HL-60 cells around 30% after 
exposure with 10-15 µg ml-1 (Figure 1D). 
Annexin V/PI assay 
The Annexin V/PI assay was only employed in HL-60 
cells, since the various exposures used for the 
detachment of adherent cells generally interfere with 
the binding of Annexin V to membrane PS, making 
apoptosis measurement a technical problem (Zamai et 
al. 2001). The results are expressed as a percentage of 
apoptotic cells (Annexin V- positive and PI- negative) 
over the total cells. 
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Figure 1. Morphological changes of nuclear chromatin in HepG2 (A and D) and HL-60 (B and C) cells treated with AgNPs 
and AuNPs. Cells were plated in the absence (A) or the presence of 3.36 µg mL-1 of  4.7 nm AgNPs (B), 200 µg mL-1 of 42 
nm AgNPs (C) and 15 µg mL-1 of 30 nm AuNPs (D) for 24 hours. 
The three NPs caused a significant increase in the 
percentage of apoptotic cells in a concentration and 
time dependent-manner compared with untreated cells 
(Figure 2). As shown in Figure 2A, 50.4% of 
apoptotic cells were detected after 17 h exposure with 
4.7 nm AgNPs (6.72 µg ml-1). However, after 24 h of 
exposure with 3.36 and 6.72 µg ml-1, the percentage 
of apoptotic cells increased to 57.8% and 60.1%, 
respectively. With the exposure of 42 nm AgNPs a 
marked percentage of apoptotic cells was observed 
after 24 and 48 h with 150 µg ml-1 (49.3-59.6%) and 
200 µg ml-1 (62.1-64.4%) (Figure 2B). Finally, 
according to Figure 2C, after exposure with 30 nm 
AuNPs, the number of the apoptotic cells was 
apparent at 48 h incubation with 10 and 15 µg ml-1 
(41.7% and 51.9%, respectively). 
Figure 2. Flow cytometric analysis using annexin V/PI assay of HL-60 cells exposed with different concentrations of 4.7 nm 
AgNPs (a), 42 nm AgNPs (b) and 30 nm AuNPs (c) for 17 (    ), 24 (!) and 48 (") h. C0 untreated cells with a percentage 
of apoptosis after 17, 24 and 48 h of 7.3%, 10% and 15.2%, respectively. C1, cells exposed with etoposide (5 µM) with a 
percentage of apoptotic cells of 27.1%, 42.7% and 54.4% after 17, 24 and 48 h, respectively. Asterisks indicate significant 




The TUNEL assay is commonly used to detect DNA 
fragmentation, which is a hallmark of the late stages 
of apoptosis (Kyrylkova et al. 2012). The results are 
expressed as a percentage of apoptotic cells over the 
total cells. 
TUNEL analysis showed that the three NPs induced 
apoptosis in a concentration and time dependent-
manner in HepG2 and HL-60 cells (Figure 3 and 4). 
The exposure with the lowest concentration of 4.7 nm 
AgNPs (1.68 µg ml-1) induced 27.8% of apoptotic 
HepG2 cells at 72 h, whereas a markedly higher 
percentage of apoptotic cells (51.6%) was noted at 
3.36 µg ml-1 (Figure 3A). Apoptosis was clearly 
evident in HepG2 cells exposed with 50 µg ml-1 of 42 
nm AgNPs for 48 and 72 h, since more than 76% of 
cells were apoptotic cells (Figure 3B). Finally, as 
shown in Figure 3C, the exposure with 30 nm AuNPs 
was also able to increase significantly the percentage 
of apoptotic cells at all tested concentration (10 and 
15 µg ml-1) for 48 (25.1% and 36.8%, respectively) 
and 72 h (39.1% and 54.5%, respectively).  
Figure 3. Flow cytometric analysis using TUNEL assay of HepG2 cells exposed with different concentrations of 4.7 nm 
AgNPs (a), 42 nm AgNPs (b) and 30 nm AuNPs (c) for 48 (") and 72 (!) h. C0 untreated cells with a percentage of 
apoptosis after 48 and 72 h of 18.7% and 21.1%, respectively. C1, cells exposed with etoposide (100 µM) with a percentage 
of apoptotic cells of 42.7% and 62.6% after  48 and 72 h, respectively. Asterisks indicate significant difference from control 
*** p ≤ 0.001. 
As shown in Figure 4A, the lowest concentration of 
4.7 nm AgNPs (3.36 µg ml-1) did not induce a marked 
percentage of apoptotic HL-60 cells after 48 h of 
incubation (18%). However, the percentage of 
apoptotic cells was much more higher after 72 h of 
exposure with 3.36 and 6.72 µg ml-1 (63.9% and 
76.2%, respectively). With the exposure of 42 nm 
AgNPs (150 and 200 µg ml-1) the percentage of 
apoptotic cells did not exceed 38% after 48 and 72 h 
(Figure 4B). Finally, HL-60 cells presented a 
moderate but significant increase of apoptotic cells 
after exposure with 10 and 15 µg ml-1 of 30 nm 
AuNPs for 48 (24.8% and 32.3%, respectively) and 72 
h (32.7% and 51.5%, respectively) (Figure 4C).  
Caspase activation assay 
Caspases-3 and 7 are crucial for apoptosis, since the 
apoptotic signal is based on activation of Caspase-3/7, 
a primary and irreversible executioner pathway in 
most cell types (Lakhani et al. 2006). The cells with 
active caspases 3 and 7 are considered apoptotic cells. 
The results are expressed as a percentage of apoptotic 
cells (FLICA- positive and PI- negative) over the total 
cells. 
The exposure with 4.7 nm AgNPs increased 
significantly the percentage of apoptotic HepG2 cells 
at all concentrations tested, 1.68 and 3.36 µg ml-1 
(49.4% and 57.1%, respectively) (Figure 5A). 42 nm 
AgNPs at both low (25 µg ml-1) and high (50  µg ml-1) 
concentrations also caused a significant increase in 
apoptosis with 61.4% and 80.9% of cells being 
apoptotic, respectively (Figure 5B). Finally, as shown 
in Figure 5C, HepG2 cells presented a moderate 
increase of apoptotic cells after exposure with 10 and 




Figure 4. Flow cytometric analysis using TUNEL assay of HL-60 cells exposed with different concentrations of 4.7 nm 
AgNPs (a), 42 nm AgNPs (b) and 30 nm AuNPs (c) for 48 (") and 72 (!) h. C0 untreated cells with a percentage of 
apoptosis after 48 and 72 h of 13.5% and 17.7%, respectively. C1, cells exposed with etoposide (5 µM) with a percentage of 
apoptotic cells of 39.3% and 52.1% after 48 and 72 h, respectively. Asterisks indicate significant difference from control *** 
p ≤ 0.001 and * p ≤ 0.05. 
Figure 5. Flow cytometric analysis using caspase activation assay of HepG2 cells exposed with different concentrations of 
4.7 nm AgNPs (a), 42 nm AgNPs (b) and 30 nm AuNPs (c) for 24 h. C0 untreated cells with a 10% of apoptosis. C1, cells 
exposed with etoposide (100 µM) with a 38% of apoptosis. Asterisks indicate significant difference from control *** p ≤ 
0.001. 
A significant increase of apoptotic HL-60 cells was 
observed after exposure with 4.7 nm AgNPs (3.36 and 
6.72 µg ml-1). The maximum apoptosis was induced 
after 6.72 µg ml-1 exposure as 76.2% of cells were 
classified as apoptotic (Figure 6A). As shown in 
Figure 6B, both concentrations of 42 nm AgNPs (150 
and 200 µg ml-1) induced a marked percentage of 
apoptotic cells (27.6% and 33.9%, respectively). 
Finally, the exposure with 10 and 15 µg ml-1 of 30 nm 
AuNPs was also able to increase in a similar manner 
the percentage of apoptotic cells (27% and 41.1%, 
respectively) (Figure 6C). 
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Figure 6. Flow cytometric analysis using caspase activation assay of HL-60 cells exposed with different concentrations of 
4.7 nm AgNPs (a), 42 nm AgNPs (b) and 30 nm AuNPs (c) for 24 h. C0 untreated cells with a 12.6% of apoptosis. C1, cells 
exposed with etoposide (5 µM) with a 35.4% of apoptosis. Asterisks indicate significant difference from control *** p ≤ 
0.001. 
Discussion 
Although the beneficial effects of AgNPs and AuNPs 
have attracted considerable attention in terms of 
nanomedicine (Chen and Schluesener 2008, Aliev et 
al. 2009, Barreto et al. 2011), potential biological and 
environmental hazards should also be taken into 
account. EFSA suggests that the assessment of the 
potential risk of the NPs should be done case by case 
individually, taking into account the nanomaterial and 
their physico-chemical caracteristics as the size 
(EFSA, 2011), hence the importance of studying each 
NPs separately. A safety evaluation of NPs requires 
an understanding of their chemical properties, 
including size, size distribution, shape and other 
physicochemical properties (Powers et al. 2006), so an 
initial characterization of the test substance is 
imperative before any toxicity screening is 
commenced. Previously, our research group has 
reported the characterization of NPs employed in this 
study (Ávalos et al. 2014, Mateo et al. 2014). 
Moreover, we have demonstrated that AgNPs and 
AuNPs increased the ROS production and induced 
different levels of oxidative DNA damage in HepG2 
and HL-60 cells (Ávalos et al. 2014, Mateo et al. 
2014, Ávalos et al. 2015b). Specifically, due to the 
connection between oxidative stress and apoptosis, in 
the present work we have investigated the induction 
of apoptosis by AgNPs and AuNPs in HepG2 and 
HL-60 cells. 
AgNPs and AuNPs induced apoptosis in HepG2 and 
HL-60 cells in a concentration and time dependent-
manner, as observed by flow cytometry. PS 
externalization in HL-60 cells was first observed with 
4.7 nm AgNPs exposure (17 h). After 24 and 48 h of 
exposure the PS externalization was observed with all 
NPs evaluated (Figure 2). In contrast, DNA strand 
breaks as detected by TUNEL assay in HepG2 and 
HL-60 cells were found after 48-72 h of incubation 
with the three NPs (Figure 3). It is generally accepted 
that the appearance of PS on the outside of the plasma 
membrane is an early sign of apoptosis, occurring 
prior to the detection of DNA strand breaks in many 
cell types after different exposures (García et al. 
2008). 
These results are overall in agreement with several 
recent reports using different assays describing 
interference with DNA regulation after AuNPs and 
AgNPs exposure (Kim and Ryu 2013). The level of 
annexin V staining increased after AgNPs (5-10 nm) 
and AuNPs (10-40 nm) exposure in human Jurkat T 
cells and African green monkey kidney cells, 
respectively (Eom and Choi 2010, Chueh et al. 2014). 
Moreover, Söderstjerna et al. (2014) observed that the 
exposure with AgNPs (20 and 80 nm) and AuNPs (20 
and 80 nm) in outer neuronal layers of the retina 
significantly increased TUNEL- positive cells.  
To determine whether the caspases were involved in 
AgNPs and AuNPs induced cell death, we also 
detected active caspases-3 and -7 employing a 
fluorescent inhibitor. A significant increase in the 
percentage of cells with active caspases-3 and -7 were 
observed after exposure with the three NPs during 24 
h in both cell lines (Figure 5 and 6). The activation of 
caspase-3 was detected in AgNPs and AuNPs-
exposed human and animal cells. Arora et al. (2008, 
2009) observed an increase in activity of caspase-3 
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after 24 h of exposure with AgNPs (7-20 nm) in 
human skin carcinoma, human fibrosarcoma and 
primary mouse fibroblast and liver cells. Moreover, 
the exposure with AuNPs (1.5 nm) and AgNPs (5-10 
nm) increased the expression of caspase 3 in human 
keratinocyte cells and human chang liver cells, 
respectively (Schaeublin et al. 2011, Piao et al. 2011).  
Comparing the three NPs, 4.7 nm AgNPs was the 
most effective NPs to induce apoptosis in HepG2 and 
HL-60 cells. Kumar et al. (2015) studied the apoptotic 
effect of 10, 100 and 200 nm AgNPs in L-929 
fibroblast cells using 7-AAD and Annexin V. 
Apoptosis in AgNP-exposed fibroblast depends on 
AgNPs size, since the smallest (10 nm) AgNPs were 
significantly more toxic than larger-sizes particles. 
Kim et al. (2012) also observed that the smallest 
AgNPs (10 nm) had a greater ability to induce 
apoptosis in mouse preosteoblast MC3T3-E1 cells 
than the other sized (50 and 100 nm) by Annexin V/PI 
assay. Therefore, the size of NPs appears to be 
extremely relevant to their toxicity. In our previous 
studies the smaller NPs (4.7 nm AgNPs) was also the 
most cytotoxic and genotoxic (Ávalos et al. 2014, 
Ávalos et al. 2015b). Several attributes of smaller-size 
NPs may contribute to their enhanced toxicity (Haase 
et al. 2011, Pan et al. 2007). It is recognized that 
smaller NPs are able to penetrate to mammalian cell 
membrane more efficiently than larger NPs. Once 
they are internalized, smaller NPs also have a larger 
surface area available for interaction with cellular 
organelles (Liu et al. 2010). 
Furthermore, the higher sensitivity of HepG2 cells to 
AgNPs (4.7 and 42 nm) than HL-60 cells. A possible 
explanation of this variation could be attributed to the 
differences in the levels of enzymatic activities in 
HepG2 and HL-60 cells (García et al. 2009). 
Moreover, living cells have nuclear pore complexes 
(NPCs) in nuclear envelop, and the diameter of NPCs 
is largely 20-50 nm, which varies depending on cell 
type (Wente 2000). Small neutral particles (diameter 5 
nm) can diffuse unaided across the NPC, while many 
small macromolecules will generally only be 
transported efficiently if they display a particular 
transport signal sequence, such as a nuclear 
localization signal (NLS) or nuclear export signal 
(NES) (Feldherr and Akin, 1997). NPCs can pass 
cargoes up to 30 nm diameter, at rates as high as 
several hundred macromolecules per second—each 
transport factor– cargo complex dwelling in the NPC 
for a time on the order of 10 ms (Kubitscheck et al., 
2005; Yang et al., 2004).  
However, with the 30 nm AuNPs exposure we did not 
observe significant difference between both cell lines. 
Therefore, this different behaviour between metallic 
NPs could be explained because NPs of different 
chemical compositions and properties follow different 
uptake pathways and employ different mechanisms 
toward their final biological responses (Hsiao and 
Huang 2011). 
In terms of mechanisms of toxicity, we have 
previously demonstrated that one of the main 
mechanisms of AgNPs (4.7 and 42 nm) and AuNPs 
(30 nm) toxicity seems to be mediated by an increase 
in ROS production (Ávalos et al. 2014, Mateo et al. 
2014). Several reports indicated oxidative stress to be 
involved directly in DNA damage and apoptosis 
(Gopinath et al. 2010). Among the different apoptotic 
pathways, the intrinsic mitochondrial apoptotic 
pathway would play a major role in metal oxide NP-
induce cell death since mitochondria are one of the 
major target organelles for NP-induced oxidative 
stress (Manke et al. 2013). Accordingly, Hsin et al. 
(2008) and Selim and Hendi (2012) observed that the 
exposure with AgNPs and AuNPs stimulated the 
release of cytochrome c into the cytosol and the 
translocation of Bax into the mitochondria in 
NIHT3T3 and MCF-7 cells, indicating that the AgNPs 
and AuNPs activated a mitochondria-dependent 
apoptotic pathway. Release of cytochrome c is a 
critical to caspase activation (Higuchi et al. 2003). 
Therefore, the mitochondrial apoptotic pathway might 
be involved in the HepG2 and HL-60 cells apoptosis 
after exposure with AgNPs (4.7 and 42 nm) and 
AuNPs (30 nm). 
Conclusion 
The present study shows that 4.7 and 42 nm AgNPs 
and 30 nm AuNPs induce apoptosis time and 
concentration-dependent in HepG2 and HL-60 cells 
via a pathway that involves caspases. Moreover, 
AgNPs induced apoptosis size-dependent in both cell 
lines, being the smallest one (4.7 nm) the most 
effective to induce apoptosis. Our findings can help to 
know better the mechanisms of toxicity of the AgNPs 
and AuNPs. Thus, the commercial application of 
AgNPs and AuNPs should be more carefully and 
thoroughly assessed as to their potential toxic effects 
to the environment and humans. 
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V.1. CARACTERIZACIÓN DE LAS NANOPARTÍCULAS DE PLATA 
 
El aumento del uso e interés de las NPs ha dado lugar a una enorme cantidad de NPs con 
diferentes composiciones y propiedades físico-químicas. Estas propiedades únicas no sólo 
determinan su utilidad para sus aplicaciones, sino también su toxicidad. 
 
Las propiedades físico-químicas de las NPs juegan un papel significativo en los efectos 
sobre los sistemas biológicos (Donaldson y col., 2004; Oberdörster y col., 2000). Por tanto, la 
caracterización de las NPs es de suma importancia con el fin de establecer un correlación 
entre propiedades físico-químicas/ actividad biológica (Warheit, 2008). Oberdörster y col. 
(2005) propusieron una lista con las características físico-químicas que podrían ser 
importantes para comprender la actividad biológica y las propiedades tóxicas de las NPs. El 
tamaño de la partícula y la distribución de tamaño, el estado de aglomeración, la morfología, 
la estructura cristalina, la composición química, la carga superficial y la porosidad se 
sugirieron como características principales. 
 
En el presente trabajo de investigación estudiamos algunas de las características más 
importantes de las AgNPs mediante microscopía electrónica de transmisión (MET) y la 
dispersión de luz dinámica (DLS). La MET se basa en la irradiación de una muestra con un 
haz de electrones acelerados. Estos electrones son generados en el cañón del microscopio a 
través de un sistema de lentes electromagnéticas (condensadoras) y se aceleran por una 
diferencia de potencial en condiciones de vacío para evitar la interacción con el aire. El haz 
creado, se dirige hacia la muestra a través de otro sistema de lentes electromagnéticas 
objetivo y tras la interacción, el haz que contiene los electrones que atraviesan la muestra 
(transmitidos) es aumentado y proyectado por las lentes proyectoras. Esta técnica permite 
determinar el tamaño, la distribución de tamaño y la forma de las partículas. Los resultados 
obtenidos del tamaño de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en solución acuosa coinciden con la 
información suministrada (5.5 ± 2.77 nm y 41.06 ± 9.29 nm, respectivamente) (Tabla 1, 
artículo 2), sin embargo con las AgNPs de 157 nm el tamaño observado fue menor al dado 
por el fabricante (93.5 ± 12.1 nm) (Figura 1 A, artículo 1). Con las AgNPs de 4.7 nm 
observamos un rango de tamaño de NPs que iba desde 2.63 nm a 20 nm, con las AgNPs de 
42 nm el rango de tamaños fue de 25 nm a 61.76  nm y finalmente las AgNPs de 157 nm 
presentaron una distribución de tamaños de 30 nm a 123 nm, por lo tanto, las tres AgNPs 
evaluadas son polidispersas, es decir presentan una gran variabilidad los tamaños de las NPs. 
V. Discusión integradora 
 
 188 
Aunque no existe ninguna definición de NMs mundialmente aceptada, el punto focal en las 
definiciones existentes es el rango de tamaño, por lo tanto, el tamaño puede ser reconocido 
como el parámetro más importante para los NMs en general. Desde el punto de vista 
toxicológico, existe una relación inversa entre tamaño y toxicidad. 
 
El tamaño de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en solución acuosa también fue evaluado por el 
DLS. Mediante esta técnica se puede determinar el diámetro hidrodinámico de un material en 
suspensión por medio de medidas del movimiento browniano de las partículas. Cuando se 
tienen partículas en solución, éstas se desplazan de manera aleatoria como consecuencia de 
los choques con el medio en el que están inmersas (movimiento browniano). Al hacer incidir 
un haz de luz sobre estas partículas es dispersado y su intensidad varía con el tiempo debido 
al movimiento browniano. Utilizando varios algoritmos matemáticos se puede relacionar esta 
variación en la intensidad con el tamaño hidrodinámico de las partículas. Las AgNPs de 4.7 y 
42 nm presentaron un tamaño superior al obtenido con la MET (10.48 ± 4.27 nm y 83.08 ± 
15.08 nm, respectivamente). Estas diferencias obtenidas se deben a que el DLS mide la 
muestra en el estado acuoso donde habrá moléculas de disolvente asociadas con las NPs, 
mientras que el MET mide las NPs en estado seco (Domingos y col., 2009). 
 
Se ha observado que la aglomeración de las NPs en medio de cultivo puede tener un 
importante impacto en su toxicidad in vitro (Liu y col., 2009). La aglomeración se sabe que 
ocurre en la mayoría de las NPs manufacturadas con alta actividad superficial (Skebo y col., 
2007). Por ello, el tamaño de nuestras AgNPs incubadas en los diferentes medios de cultivo 
empleados en nuestro estudio fue evaluado por MET y DLS. Cuando las AgNPs de 4.7 y 42 
nm se incubaron en medio de cultivo, observamos, tanto por MET como por DLS (Figura 
1B, 1D y 2B, 2D, artículo 2; Figura 1 artículo 3), la formación de aglomerados, indicando 
la posible interacción de las AgNPs con el medio (AgNPs 4.7 nm: 106.2 ± 6.5 nm en HepG2, 
101 ± 2.4 nm en HL60 y 138.9 ± 4.9 nm en fibroblastos; AgNPs 42 nm: 126.5 ± 6 nm en 
HepG2, 102.3 ± 9.4 nm en HL60 y 259.9 ± 12.3 nm en fibroblastos) (Tabla 2, artículo 2). 
Este hecho ha sido ampliamente publicado con diferentes NPs que conducen a la formación 
de “proteínas corona” (Lynch y Dawson, 2008; Lundqvist y col., 2008). Sin embargo, el 
análisis por DLS de las AgNPs de 157 nm tras ser incubadas en medio de cultivo, mostró que 
el tamaño de estas aumentó solo ligeramente (191- 216 nm) (Figura 1 B, artículo 1). 
 




Cuando las NPs entran en contacto con un fluido biológico, proteínas y/o enzimas 
pueden adherirse a su superficie, creando proteínas corona. Estas proteínas corona tienen un 
gran impacto en las propiedades superficiales de las NPs, ya que puede cambiar 
completamente la carga total (potencial zeta), las propiedades de agregación y el diámetro 
hidrodinámico de las NPs. Además, las proteínas adheridas pueden sufrir cambios 
conformacionales que afectan a su avidez, a los epítopos expuestos y a su funcionalidad 
(Lundqvist y col., 2008; Cedervall y col., 2007; Linse y col., 2007). Por lo tanto, no sólo el 
tamaño primario de las NPs (el de fábrica) sino también el tamaño secundario de las NPs se 
podría usar como un parámetro característico para determinar la toxicidad in vitro de NPs en 
un medio de cultivo celular (Kato, 2011). 
 
Otra de las principales características de las NPs es la morfología. Se ha comprobado que 
las formas de triángulo truncado son más tóxicas que las formas esféricas y alargadas, ya que 
contienen más caras y por tanto son más reactivas (Pal y col., 2007). Las formas esféricas son 
las que presentan menor toxicidad. Nuestros resultados mostraron que la mayoría de las 
AgNPs de 4.7 y 42 nm observadas por MET fueron esféricas, de múltiples facetas, siendo 
algunas de ellas ligeramente alargadas (Figura 1A, 1C y 2A, 2C, artículo 2), mientras que 
las AgNPs de 157 nm presentaron una morfología más ovalada (Figura 1 A, artículo 1). 
 
V.2. CITOTOXICIDAD DE LAS NANOPARTÍCULAS DE PLATA 
 
Una adecuada selección de los ensayos de citotoxicidad es vital para una evaluación 
precisa de la toxicidad de las AgNPs. La EFSA en 2011 publicó la “Guía para evaluar el 
riesgo de la aplicación de la nanociencia y la nanotecnología en los alimentos y en la cadena 
alimentaria”, que recomienda realizar al menos dos pruebas para estudiar la citotoxicidad de 
los NMs in vitro, sugiriendo ensayos para evaluar la integridad de la membrana (liberación de 
la LDH) y la actividad mitocondrial (reducción del MTT) (EFSA Comité Científico, 2011a). 
En el presente trabajo de investigación evaluamos el efecto de tres AgNPs de diferentes 
tamaños (4.7, 42 y 157 nm) en la viabilidad de las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF, 
utilizando los métodos MTT y LDH.  
 
El efecto tóxico de las NPs es altamente dependiente de los órganos y específicamente 
del tipo de célula (Kong y col., 2011). Por lo tanto, la selección del tipo apropiado de célula 
es un factor importante en los ensayos de citotoxicidad. Con el fin de identificar el efecto de 
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las AgNPs en los órganos o células de interés, los ensayos de citotoxicidad deben incluir 
células que representen la vía de exposición u órganos diana de estas. Las principales rutas de 
exposición humana de las AgNPs son la administración oral, el contacto dérmico, la 
inhalación y la inyección intravenosa. Por esta razón, en el presente estudio se emplearon las 
células humanas HepG2, HL-60, NHDF y HPF. Las células de hepatoma humano (HepG2) 
se utilizaron debido a que numerosos estudios han observado que tras la exposición a las 
AgNPs el hígado es el principal órgano de acumulación (Johnston y col., 2010). Las células 
de leucemia (HL-60) se utilizaron para investigar el efecto de las AgNPs en células 
sanguíneas, importante en el caso de aplicaciones biomédicas. Los fibroblastos de piel  
(NHDF) y pulmón (HPF) se usaron para determinar la implicación de la exposición cutánea 
de las AgNPs (debido a la explotación de estas NPs en apósitos para heridas) y para evaluar 
la respuesta de las células epiteliales que recubren las vías respiratorias o alvéolos (debido a 
su papel destacado en la eliminación de partículas, Johnston y col., 2010). 
 
En primer lugar evaluamos la citotoxicidad de las AgNPs de 157 nm a las 
concentraciones de 0,84; 1,6; 3,36; 6,72 y 13,45 µg/ml (24, 48 y 72 horas) usando los 
métodos MTT y LDH en las cuatro líneas celulares descritas. El ensayo MTT determina la 
capacidad de las mitocondrias de células viables para reducir el MTT soluble (amarillo) en 
cristales de formazán insolubles (púrpura). La disminución de la reducción de MTT a 
formazán indica un descenso en el metabolismo mitocondrial de las células. Los resultados 
en este estudio mostraron que las células tumorales fueron más sensibles que los fibroblastos. 
En las células tumorales no se observó disminución de la viabilidad celular tras 24 horas de 
tratamiento con las AgNPs de 157 nm (0,84-13,45 µg/ml). Sin embargo, se observó un 
descenso significativo de la supervivencia celular tras el tratamiento con 13,45 µg/ml a las 48 
y 72 horas, llegando a un 7% y 46% de la viabilidad celular en HepG2 y HL-60, 
respectivamente (Figuras 2 y 3, artículo 1). En los fibroblastos de piel y pulmón no se 
observó citotoxicidad a ninguna de las concentraciones y tiempos de incubación evaluados, 
excepto después del tratamiento con 13,45 µg/ml durante 72 horas que disminuyó la 
supervivencia celular de los fibroblastos de pulmón al 34% (Figuras 4 y 5, artículo 1). 
 
El ensayo LDH es otro método colorimétrico que determina la liberación de la enzima 
LDH al medio de cultivo debido al daño en la integridad de la membrana celular. El aumento 
de la liberación de esta enzima indica la disminución de la viabilidad celular. Los resultados 
obtenidos tras el tratamiento con las AgNPs de 157 nm fueron muy similares a los del 




método MTT. En las células tumorales se observó un aumento de más del 50% de LDH 
después del tratamiento con 13,45 µg/ml a las 48 y 72 horas (50-95% de LDH en HepG2; 60-
64% de LDH en HL-60) (Figuras 2 y 3, artículo 1). Los fibroblastos de piel resultaron ser 
los más resistentes presentando un 36% de LDH liberada a la concentración de 13,45 µg/ml 
(72 horas) (Figura 4, artículo 1). Finalmente, los fibroblastos de pulmón mostraron un 
porcentaje superior al 50% de LDH liberada tras el tratamiento de 13,45 µg/ml a las 72 horas 
(63%) (Figura 5, artículo 1). 
 
En resumen, las AgNPs de 157 nm inducen citotoxicidad dosis dependiente en las cuatro 
líneas celulares estudiadas, siendo las células tumorales más sensibles al tratamiento que las 
células normales. Sin embargo, no fue posible determinar la IC50 (concentración de 
inhibición del 50% de la viabilidad celular) a las 24 horas en ninguna de las líneas celulares, 
ya que la viabilidad celular siempre fue mayor del 50%. Por esta razón y por su tamaño (157 
nm) [a pesar de que no hay consenso sobre el tamaño mínimo o máximo de un NM, algunos 
autores restringen su tamaño de 1 a 100 nm, (The Royal Society, 2004; Borm y col., 2006)], 
se decidió no continuar con el estudio de estas AgNPs y centrarnos en las AgNPs de 4.7 y 42 
nm que sí están incluidas en el intervalo de tamaño de los NMs. Según la recomendación de 
la Comision Europea del 18 de octubre de 2011, nanomaterial se define como “un material 
natural, secundario o fabricado que contenga partículas, sueltas o formando un agregado o 
aglomerado y en el que el 50% o más de las partículas en la granulometría numérica 
presente una o más dimensiones externas en el intervalo de tamaños comprendido entre 1 nm 
y 100 nm”. 
 
Los resultados obtenidos con el tratamiento de las AgNPs de 4.7 nm recubiertas con PEI 
(polieterimida) y PVP (polivinilpirrolidona)  (0,84-13,45 µg/ml) y las AgNPs de 42 nm no 
recubiertas o desnudas (6,72-2000 µg/ml) mostraron una disminución dosis dependiente en la 
reducción del MTT a formazán con el incremento de las concentraciones en las células 
HepG2 (Figura 3, artículo 2), HL-60 (Figura 4, artículo 2), NHDF (Figuras 2 y 3, artículo 
3) y HPF (Figura 1, artículo 4). Además, con el ensayo LDH se observó un aumento de la 
liberación de la LDH al medio de cultivo con el incremento de las dosis de las AgNPs de 4.7 
nm (0,84- 13,45 µg/ml) y de las AgNPs de 42 nm (6,72-2000 µg/ml), lo que indica que la 
viabilidad celular disminuyó de manera dosis dependiente en todas las líneas celulares 
estudiadas, células HepG2 (Figura 3, artículo 2), HL-60 (Figura 4, artículo 2), NHDF 
(Figuras 2 y 3, artículo 3) y HPF (Figura 1, artículo 4). La reducción de la viabilidad 
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celular, es uno de los efectos tóxicos publicados en casi todos los experimentos realizados 
con AgNPs en cultivos celulares, lo que indica que estas NPs afectan potencialmente a la 
supervivencia de las células perturbando la estructura y el metabolismo mitocondrial 
(Asharani y col., 2009; Chairuangkitti y col., 2013; Sun y col., 2013). Faedmaleki y col. 
(2014) observaron la reducción de la actividad mitocondrial de las células HepG2 y de las 
células hepáticas de ratón tras la exposición a las AgNPs de 20-40 nm (1-400 µg/ml), 
mediante el ensayo MTT. Resultados similares se han publicado con AgNPs de diferentes 
tamaños (7-100 nm) en distintas líneas celulares, tales como queratinocitos humanos 
(HaCaT) (11-36 µg/ml), células hepáticas humanas (0,5-3 µg/ml) y murinas (10-50 µg/ml), 
macrófagos alveolares (10-75 µg/ml), fibroblastos dérmicos murinos (30 µg/ml) o células 
madre germinales de ratón (10 µg/ml) (Braydich-Stolle y col., 2005; Hussain y col., 2005; 
Carlson y col., 2008; Kim y col., 2009; Arora y col., 2009). 
 
La toxicidad de las AgNPs de 4.7 nm fue comparada con la observada por las AgNPs de 
42 nm. Basándonos en el valor de la IC50, las AgNPs de 4.7 y 42 nm mostraron una drástica 
diferencia en la citotoxicidad. Las AgNPs pequeñas fueron mucho más citotóxicas que las 
grandes. En las células HepG2, las AgNPs de 42 nm mostraron una IC50 de 83,1 y 65,8 µg/ml 
(MTT/LDH, respectivamente), mientras que la IC50 de las AgNPs de 4.7 nm fue de 2,3 y 2,2 
µg/ml (MTT/LDH, respectivamente), alrededor de 40 veces más citotóxica (Tabla 3, 
artículo 2). Las AgNPs de 4.7 nm en las células HL-60 presentaron una IC50 de 9,46 y 8,64 
µg/ml (MTT/LDH, respectivamente) unas 44 veces más citotóxicas que las AgNPs de 42 nm 
(IC50 de 420 y 300 µg/ml, MTT/LDH, respectivamente) (Tabla 3, artículo 2). En los 
fibroblastos de piel las AgNPs de 4.7 nm mostraron una IC50 de 4,17 y 5,01 µg/ml, mientras 
que la IC50 de las AgNPs de 42 nm fue de 2000 y 1959 µg/ml, 400 veces menos citotóxica 
(Figuras 2 y 3, artículo 3). Por último, en los fibroblastos de pulmón las AgNPs de 4.7 nm 
fueron aproximadamente 149 veces más citotóxicas (IC50 de 7,7 y 6,8 µg/ml, MTT/LDH, 
respectivamente) que las AgNPs de 42 nm (IC50 de 1150 y 548,3 µg/ml, MTT/LDH, 
respectivamente) (Tabla 1, artículo 4). Por lo tanto, en este trabajo de investigación 
demostramos que el tamaño de las AgNPs es uno de los parámetros físico-químicos que más 
influyen en su toxicidad.  
 
El tamaño de las NPs además de influir en su toxicidad (Cha y col., 2008; Hsin y col., 
2008), también lo hace en su distribución tisular (De Jong y col., 2008), en la penetración 
intestinal y dérmica (Sonavane y col., 2008) y, en la captación celular (Chithrani y col., 




2006). Desde el punto de vista toxicológico, la mayoría de los estudios indican que el tamaño 
de las NPs tienen un efecto con una relación inversamente proporcional entre el tamaño y el 
potencial tóxico. Esta relación inversa se explica por el hecho de que las partículas más 
pequeñas tienen una mayor proporción de átomos superficiales (Luyts y col., 2013). Auffan y 
col. (2009) postularon que la mayoría de los tipos de NPs tienen un tamaño crítico de 
aproximadamente 30 nm por debajo del cual las NPs poseen propiedades típicas “nano” 
diferentes a las del mismo material en su tamaño original. Por debajo del tamaño crítico, las 
NPs se caracterizan por poseer un exceso de energía superficial y son por tanto, 
termodinámicamente menos estables resultando en una mayor reactividad superficial. En 
consecuencia una mayor cantidad de átomos superficiales con una mayor potencia a 
reaccionar debido a las inestabilidad termodinámica son la clave para el aumento de toxicidad 
de estas NPs. Park y col. (2011a) y Gliga y col. (2014) estudiaron los efectos dependientes 
del tamaño de las AgNPs en monocitos humanos (U937) y células epiteliales bronquiales 
humanas (BEAS-2B), respectivamente. Ambos estudios mostraron que las AgNPs más 
pequeñas (4 nm en el estudio de Park y 10 nm en el estudio de Gliga) indujeron una mayor 
disminución de la viabilidad celular en comparación con las AgNPs más grandes (20 y 70 nm 
en el estudio de Park y 40 y 75 nm en el estudio de Gliga). Además, Liu y col. (2010) 
comparando las IC50 encontraron que las AgNPs de 5 nm eran más tóxicas que las AgNPs de 
20 y 50 nm en cuatro líneas celulares (A549, HepG2, MCF-7, SGC-7901).  
 
Además del tamaño de las NPs, el recubrimiento de las AgNPs es otra característica 
distintiva entre las AgNPs de 4.7 y 42 nm, pudiendo afectar también a la toxicidad de estas, 
ya que la superficie química puede influir en la interacción de las AgNPs con las células. En 
nuestro estudio, las AgNPs de 42 nm están desnudas (sin recubrimiento) mientras que las 
AgNPs de 4.7 nm están recubiertas con PEI y PVP. En general, la estabilización 
termodinámica de las NPs se consigue mediante la adición de agentes de recubrimiento, los 
cuales se unen a la superficie de las NPs a través de enlaces covalentes o por interacción 
química. Estos agentes de recubrimiento son esenciales para evitar la agregación de las NPs y 
aumentar la solubilidad de estas (Lima y col., 2012). La naturaleza química de estos agentes 
de recubrimiento es muy importante, ya que algunos agentes son más tóxicos que otros. 
Según las recomendaciones de la OCDE, los recubrimientos de las NPs con PVP y citrato 
están reconocidos como los más y los menos estables, respectivamente (Tejamaya y col., 
2012). Sin embargo, en un reciente estudio llevado a cabo por Gliga y col. (2014), no se 
observaron diferencias citotóxicas entre AgNPs de 10 nm recubiertas con citrato y PVP, en 
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las células BEAS-2B. En estudios anteriores se observó que las AgNPs recubiertas con 
polisacáridos dieron lugar a un daño mayor en el ADN que las AgNPs sin recubrimiento. Se 
sugiere que las AgNPs no recubiertas se aglomeran y no entran al núcleo, mientras que las 
AgNPs recubiertas con macromoléculas, tales como polisacáridos, polímeros solubles en 
agua o proteínas, pueden aumentar la probabilidad de entrar en la mitocondria y en el núcleo 
(Kittler y col., 2010; Ahamed y col., 2008). En este trabajo de investigación, las AgNPs 
desnudas, sin recubrimiento (42 nm) fueron menos citotóxicas que las AgNPs recubiertas 
(4.7 nm). 
 
En el presente estudio también fue comparada la respuesta celular de las distintas líneas a 
las AgNPs (4.7 y 42 nm). El tratamiento con ambas AgNPs redujo significativamente la 
viabilidad de las cuatro líneas celulares, sin embargo como se puede observar en los valores 
de IC50 anteriormente descritos, las líneas celulares  presentaron diferentes susceptibilidades 
a dichos tratamientos. Las células HepG2 fueron las más sensibles al tratamiento de ambas 
AgNPs, hasta 4 veces más que las más resistentes al tratamiento con las AgNPs de 4.7 nm, 
las células HL-60, y sobre 24 veces más que las células NHDF, las más resistentes al 
tratamiento de las AgNPs de 42 nm. Kim y col. (2009) también estudiaron la citotoxicidad de 
AgNPs menores de 10 nm en células HepG2. Las células mostraron una enorme sensibilidad 
al tratamiento con las AgNPs (IC50 de 3,38 µg/ml por el ensayo MTT y 0,53 µg/ml por el 
ensayo LDH). Sambale y col. (2015) estudiaron el efecto de las AgNPs de 70 nm en 
diferentes líneas celulares, fibroblastos de rata (NIH-3T3), carcinoma pulmonar humano (A-
549), feocromocitona adrenal de rata (PC-12) y células HepG2. También observaron 
diferencias entre líneas, siendo las líneas celulares de rata más sensibles que las humanas. Sin 
embargo, Arora y col. (2008) no observaron diferencias de citotoxicidad tras el tratamiento 
con AgNPs  entre células de fibrosarcoma humano (HT-1080) y carcinoma de piel humano 
(A431). Las diferencias entre las líneas celulares pueden ser debidas a la variación en la 
fisiología de las células (por ejemplo, epitelial o linfoide) o al estado de proliferación 
(tumorales o normales), además de características de la membrana y características 
fagocíticas entre los diferentes tipos de células (Díaz y col., 2008). Estudios de investigación 
revelan que las NPs pueden producir efectos distintos en células normales y tumorales ya que 
las membranas lisosomales pueden soportar diferentes estímulos en los dos tipos celulares y 
la capacidad de contrarrestar el estrés oxidativo es muy diferente para los dos tipos celulares 
(Wang y col., 2011; Zhang y col., 2013). 
 




Entre los dos ensayos de citotoxicidad utilizados en este trabajo de investigación (MTT y 
LDH) en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF, el ensayo de la LDH, como se puede 
observar en los valores de la IC50 calculados por ambos métodos, fue ligeramente más 
sensible. Esto sugiere que la integridad de la membrana celular se ve afectada más fácilmente 
por las AgNPs que la actividad metabólica. De acuerdo con nuestros resultados, Kim y col. 
(2009) también observaron que la IC50  de las AgNPs determinada por el ensayo de la LDH 
fue menor que la calculada con el MTT, en las células HepG2. Del mismo modo Gaiser y col. 
(2013) mostraron valores de la IC50 más bajos con el ensayo de la LDH en comparación con 
el ensayo Alamar Blue utilizando AgNPs de 4-25 nm en la línea celular hepática humana 
C3A. Esto puede indicar un mecanismo específico de toxicidad de las suspensiones de 
AgNPs dirigidas a la membranas y particularmente a las de los lisosomas. Es posible que las 
AgNPs puedan causar daño lisosómico a concentraciones de exposición más bajas. De hecho, 
la perturbación lisosomal se ha descrito en una variedad de NMs (Stern y col., 2012) y se 
considera como un mecanismo emergente de toxicidad de los NMs. Según un estudio de Yue 
y col. (2015), utilizando células branquiales de la trucha arcoíris (RTgill-W1), la integridad 
de la membrana lisosomal fue significativamente sensible a la toxicidad de las AgNPs 
recubiertas con citrato. Además, también demostraron que la cisteína puede proteger frente a 
la actividad metabólica y al daño a la membrana celular pero no frente a los daños 
lisosómicos, en el caso de las AgNPs.  
 
V.3. GENOTOXICIDAD DE LAS NANOPARTÍCULAS DE PLATA 
 
La integridad del ADN genómico está constantemente amenazada, incluso en células 
sanas. El daño al ADN celular puede resultar de la acción de las EROs endógenas o de 
errores en la replicación o recombinación, así como por tóxicos ambientales (Franco y col., 
2009). Un aspecto importante en el análisis del riesgo dentro de la evaluación del peligro es 
la posibilidad de que un nuevo agente pueda inducir genotoxicidad, daños en el material 
genético que pueda resultar en la inducción o promoción de carcinogénesis, además de 
efectos reproductivos si se ve comprometido el ADN de células germinales (Doak y col., 
2012). Las AgNPs tienen la capacidad de causar estrés oxidativo mediante la producción de 
las EROs, pero además, las AgNPs pueden interaccionar directamente con el ADN y 
provocar alteraciones del huso mitótico y sus componentes.  
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Las pruebas de genotoxicidad de las NPs pueden realizarse tanto in vitro como in vivo. 
El enfoque in vitro es apropiado para las pruebas de genotoxicidad primaria, mientras que los 
modelos in vivo también proporcionan información sobre efectos secundarios tales como la 
inflamación (Kisin y col., 2007, Vega-Villa y col. 2008; Dusinska y col., 2011, Arora y col. 
2012). Actualmente, no existen métodos de ensayo estandarizados para evaluar la 
genotoxicidad de las NPs. Sin embargo, la guía de la EFSA de 2011 para evaluar el riesgo de 
la aplicación de la nanociencia y la nanotecnología en los alimentos y en la cadena 
alimentaria, recomienda una serie de pruebas para estudiar la genotoxicidad de los NMs tanto 
in vitro como in vivo, sugiriendo ensayos para evaluar los tres puntos críticos de la 
genotoxicidad: mutación genética, aberraciones cromosómicas estructurales y aberraciones 
cromosómicas numéricas (EFSA Comité Científico, 2011a). El ensayo de mutación reversa 
bacteriana suele recomendarse para la detección de mutaciones genéticas (EFSA Scientific 
Committee, 2011b). Sin embargo, esta prueba no se recomienda y no se considera apropiada 
para la evaluación de la genotoxicidad de las NPs, ya que las NPs no son capaces de atravesar 
la pared bacteriana (Landsiedel y col., 2009), y porque a diferencia de las células de los 
mamíferos, las células bacterianas no tienen la capacidad de fagocitar las NPs. La EFSA 
recomienda como estudios in vitro el test de inducción de mutación genética en células de 
mamífero o el ensayo de los micrónúcleos. Si al menos un ensayo in vitro indica actividad 
genotóxica, normalmente se requiere un seguimiento mediante pruebas in vivo (Eastmond y 
col., 2009). Los ensayos recomendados son el ensayo Cometa o el ensayo de los 
micronúcleos. 
 
La mayoría de los ensayos experimentales para identificar compuestos genotóxicos en 
humanos estudian los efectos biológicos que resultan como consecuencia del daño al ADN 
(formación de micronúcleos, mutaciones, aberraciones cromosómicas, etc.). Sin embargo, en 
los últimos años se han desarrollado técnicas para la detección directa de daños al ADN, y 
uno de los principales avances es la electroforesis alcalina de células individuales o ensayo 
Cometa. El ensayo Cometa es un método sensible cada vez es más utilizado en 
nanotoxicología para estudios de genotoxicidad (Karlsson, 2010). 
 
V.3.1. Genotoxicidad in vitro 
 
En el presente trabajo de investigación, para determinar si las AgNPs de 4.7 y 42 nm 
inducen daño al ADN, evaluamos la ruptura de las cadenas de ADN y el daño oxidativo 




(oxidación de purinas y pirimidinas) al ADN en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF, 
utilizando el ensayo Cometa. Los resultados obtenidos indican que ambas AgNPs (4.7 y 42 
nm) aumentaron significativamente el daño al ADN después de 24 horas de tratamiento en 
todas las líneas celulares evaluadas (Figuras 1 y 2, artículo 5).  
 
Comparando el daño al ADN en las cuatro líneas celulares con las AgNPs a la misma 
concentración (1,6 µg/ml), observamos que las de 4.7 nm fueron más genotóxicas que las de 
42 nm. En las células HepG2, las AgNPs de 4.7 nm indujeron un 50.8% de ADN en la cola, 
mientras que con las AgNPs de 42 nm solo un 40.1% (Figuras 1 A, 2 A). El porcentaje de 
ADN en la cola tras el tratamiento de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las células HL-60 fue de 
60.8% y 47.6%, respectivamente (Figuras 1 B, 2 B). Finalmente, en los fibroblastos, NHDF 
y HPF, las AgNPs de 4.7 nm indujeron un 63.5% y 65.6% de ADN en la cola, 
respectivamente, mientras que las AgNPs de 42 nm indujeron un 45.5% y 55%, 
respectivamente (Figuras 1C, 1 D, 2 C, 2 D). Por tanto, las AgNPs de 4.7 nm son más 
genotóxicas que las AgNPs de 42 nm. El efecto genotóxico de las AgNPs (5-260 nm) ha sido 
observado en diferentes estudios in vitro en células humanas y animales (Ahamed y col., 
2008; AshaRani y col., 2009; Kawata y col., 2009; Foldberjg y col., 2011; Hackenberg y col., 
2011; Kim y col., 2011; Flower y col., 2012; Li y col., 2012; Nymark y col., 2013). De 
acuerdo con nuestros resultados, Park y col. (2011b) también observaron genotoxicidad 
dependiente del tamaño de las AgNPs en fibroblastos embrinarios (MEF-Lacz), siendo las 
AgNPs de 20 nm mucho más genotóxicas que las de 80 y 113 nm. Sin embargo, Gliga y col. 
(2014) observaron, usando el ensayo Cometa, que las AgNPs de 10, 40 y 75 nm indujeron un 
daño al ADN similar en células pulmonares después de 24 horas de tratamiento. Como 
discutió Barillet y col. (2010), los estudios in vitro muestran que las NPs de menor tamaño 
puede llegar al núcleo a través de poros nucleares (diámetro entre 8 y 10 nm), mientras que 
las NP más grandes sólo pueden tener acceso al ADN en la división de las células, durante la 
mitosis cuando la membrana nuclear se disuelve (Singh y col., 2009, Liang y col., 2008). 
 
Además, al contrario de lo observado en los ensayos de citotoxicidad, las células HepG2 
fueron las más resistentes al daño genotóxico de ambas AgNPs. Los diferentes tipos de 
células (epiteliales, macrófagos, neuronales, etc…) varían en su actividad metabólica (Vevers 
y Jha, 2008). Las líneas celulares del mismo o de diferente tejido pueden presentar diferente 
susceptibilidades a la exposición de las NPs a causa de la variación en enzimas metabólicas, 
receptores de superficie celular, capacidad antioxidante y reparadora del ADN, presencia de 
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diferentes enzimas y hormonas, etc. Todos estos factores pueden afectar al comportamiento, 
y a la interacción de las NPs con las diferentes células (Magdolenova y col., 2014). 
 
El daño oxidativo inducido por ambas AgNPs también se evaluó en las cuatro líneas 
celulares. Para este fin, las bases oxidadas dañadas se detectaron mediante la adición de dos 
enzimas específicas reparadoras, Endo III y Fpg, en el ensayo Cometa. Nuestros resultados 
mostraron que las AgNPs de 4.7 nm (1,6 µg/ml) provocaron un incremento significativo de la 
oxidación de las purinas en las células HepG2, HL-60, NHDF y HPF (12%, 12%, 13.5% y 
6.5% de incremento del ADN en la cola con respecto al control, respectivamente) (Figuras 3 
A, 4 A, 5 A, 6 A, artículo 5). Sin embargo, el incremento en la oxidación de las pirimidinas 
causada por las AgNPs de 4.7 nm (1,6 µg/ml) fue significativo únicamente en las células HL-
60, NHDF y HPF (9.4%, 7.5% y 7% de incremento del ADN en la cola con respecto al 
control, respectivamente) (Figuras 4 A, 5 A, 6 A). Las AgNPs de 42 nm (6,7 µg/ml) también 
provocaron un incremento significativo en la oxidación de las pirimidinas y purinas en las 
células HepG2 (Figura 3 B) (7.5% y 13% de incremento de ADN en la cola con respecto el 
control, respectivamente), HL-60 (Figura 4 B) (10% y 17.3%  de incremento de ADN en 
cola con respecto al control, respectivamente) y NHDF (Figura 5 B) (9.5% y 14.5% de 
incremento de ADN en la cola con respecto al control, respectivamente). Sin embargo, en las 
células HPF no se observó daño oxidativo en las purinas ni en las pirimidinas del ADN tras el 
tratamiento con las AgNPs de 42 nm (Figura 6 B). El daño oxidativo al ADN tras el 
tratamiento de AgNPs de 43 nm y 5 nm ha sido también descrito en células humanas 
epiteliales bronquiales y en células de linfoma murino, respectivamente (Kim y col., 2011; 
Mei y col., 2012). Por tanto, observamos que las AgNPs de 4.7 y 42 nm pueden inducir un 
desequilibrio oxidativo en las células, pudiendo promover la formación de las EROs, y 
contribuir así al efecto genotóxico de las mismas. 
 
Nuestros resultados también mostraron que las células NHDF y HL-60 fueron las más 
sensibles a la oxidación de las bases pirimidínicas y púricas. Además, nuestro estudio 
muestra que los valores de las purinas oxidadas fueron superiores a los de las pirimidinas tras 
el tratamiento con las AgNPs de 4.7 nm y 42 nm en las células HepG2 (26-14% y 25-18% de 
ADN en cola, respectivamente), HL-60 (16-14.8% y 23-15% de ADN cola, respectivamente), 
NHDF (24-14% y 25-18% de ADN en cola, respectivamente) y HPF (11-10% y 8-3% de 
ADN en cola, respectivamente). Este resultado es consistente con otros estudios que han 
observado que las purinas son más vulnerables al daño oxidativo al ADN que las pirimidinas, 




ya que éstas últimas se pueden reparar más rápidamente transfiriendo un electrón a las 
purinas (Jovanovic y Simic, 1986). Con estos resultados, observamos que la inducción de las 
roturas de las cadenas tras la adición de las enzimas Endo III y Fpg aumenta, por lo que los 
tratamientos con AgNPs de 4.7 y 42 nm provocan principalmente la oxidación de los 
nucleótidos. 
 
V.3.2. Genotoxicidad in vivo 
 
A pesar del creciente interés de los riesgos genotóxicos relacionados con los nuevos 
NMs, solo existen unos pocos datos sobre la genotoxicidad in vivo de las AgNPs (De Lima y 
col., 2012). En el presente trabajo de investigación el ensayo de mutación y recombinación 
somática (SMART) en Drosophila Melanogaster fue utilizado para evaluar la genotoxicidad 
in vivo de las AgNPs de 4.7 y 42 nm. Cabe señalar que el ensayo SMART empleado en este 
estudio presenta una serie de ventajas a la hora de evaluar la actividad genotóxica de 
diferentes tipos de agentes, tantos físicos como químicos. Una de las principales ventajas 
radica en que es una prueba de corta duración, lo cual implica una evaluación rápida, sencilla 
y económica de cualquier agente. Además, se trata de un ensayo in vivo que utiliza un 
organismo eucariota no mamífero, evitando así los problemas de limitación en el número de 
individuos utilizados que lógicamente conllevan los ensayos con mamíferos.  
 
En el presente estudio, el tratamiento con AgNPs de 4.7 y 42 nm se evaluó en la progenie 
larval (larvas de tercer estadio) de los cruces estándar (ST) (hembras vírgenes de la cepa flr3/ 
TM3, BdS con machos mwh/mwh) y los cruces de alta bioactivación (HB) (hembras vírgenes 
de la cepa ORR; flr3/ TM3, BdS con machos mwh/mwh). Este último cruce mejora la 
sensibilidad del ensayo en el caso de compuestos promutagénicos activados a través de las 
vías metabólicas dependientes del citocromo P450 (Saner y col., 1996). Los resultados 
obtenidos en ambos cruces mostraron que las AgNPs de 4.7 nm (25, 30 y 50 µg/ml)  y 42 nm 
(250, 500 y 1000 µg/ml) no indujeron incrementos significativos en la frecuencia de ninguna 
de las tres categorías de clones mutantes analizados (clones simples pequeños, clones simples 
grandes y clones dobles), indicando así la ausencia de mutaciones o actividad 
recombinogénica  en el rango de concentraciones evaluadas (Tablas 2 y 3, artículo 6).  
 
Estos resultados son contradictorios con los observados en nuestros estudios in vitro con 
el ensayo cometa. Hay que tener en cuenta que los resultados in vitro pueden no reflejar el 
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potencial genotóxico de los AgNPs, ya que bajo condiciones in vivo, las AgNPs pueden 
actuar de manera considerablemente diferente (Klien y Godnic-Cvar, 2012). De acuerdo con 
nuestros resultados, Tavares y col. (2012) también observaron diferencias entre los estudios 
in  vivo e in vitro sobre los efectos genotóxicos de AgNPs (5-45 nm). En los estudios in vitro 
realizados en células sanguíneas humanas observaron efectos genotóxicos de las AgNPs a 
todas las concentraciones evaluadas (10, 25 y 50 µg/ml), mientras que en los estudios in vivo 
con ratones Swiss no fueron capaces de observar efectos genotóxicos a ninguna 
concentración (10, 25 y 50 µg/kg de peso vivo). Esta diferencia entre los estudios in vivo e in 
vitro podría ser debido entre otros factores a la activación de las defensas antioxidantes en los 
animales y a la naturaleza hidrófoba de las AgNPs. En condiciones in vitro, la naturaleza 
hidrófoba se puede modificar, pudiendo atraer sobre su superficie las proteínas presentes en 
el medio de cultivo y ser así más fácilmente capturadas por las células (Oberdörster y col., 
2005). Otros estudios in vivo tampoco han observado efectos genotóxicos de las AgNPs, 
como por ejemplo en embriones de peces cebra, en los cuales las AgNPs con diferentes 
recubrimientos y diferentes tamaños no presentaron genotoxicidad a la concentración de 25 
µg/ml (Asharani y col., 2008; 2011). En el caso de estudios in vivo usando ratas Sprague-
Dawley tampoco se observó un incremento significativo en la frecuencia de eritrocitos 
policromáticos micronucleados después de 90 días de inhalación con AgNPs de 18 nm y 28 
días de tratamiento oral con AgNPs de 60 nm (Kim y col., 2008; 2011). Según nuestro 
conocimiento, solo existe un estudio de genotoxicidad in vivo de las AgNPs usando el ensayo 
SMART en Drosophila en el cual sí observaron pequeñas pero significativas diferencias en el 
incremento de clones mutantes (Demir y col., 2011).  
 
Por tanto, el potencial genotóxico de los NMs no es concluyente hasta la fecha ya que los 
resultados de las pruebas in vitro e in vivo parecen depender no sólo del tipo de NPs, si no 
también del diseño experimental, incluyendo el sistema de ensayo y la vía de exposición, la 
concentración administrada y el organismo diana (Gonzalez y col., 2011; Hennes y col., 
2014).  
 
Sin embargo, en el presente trabajo de investigación a pesar de no encontrar efectos 
genotóxicos de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en Drosophila con el ensayo SMART de alas, 
pudimos observar otros procesos biológicos. Tras la ingestión durante el periodo larvario de 
ambas AgNPs, las moscas adultas resultantes de ambos cruces presentaron defectos en la 
melanización de la cutícula (Figura 1, artículo 6) y reducción en la actividad locomotora a 




todas las concentraciones evaluadas (AgNPs de 4.7 nm: 25, 30 y 50 µg/ml  y AgNPs de 42 
nm: 250, 500 y 1000 µg/ml). Como se puede observar en la Figura 1, las moscas adultas 
pertenecientes a las larvas expuestas a las AgNPs presentaron una despigmentación de la 
cutícula comparado con las moscas control. Estos mismos efectos fueron observados en 
estudios llevados a cabo por Posgai y col. (2011), Key y col. (2011) y Armstrong y col. 
(2013) después de la ingestión de AgNPs de diferentes tamaños durante el periodo larvario. 
 
La pigmentación de la cutícula es el resultado principalmente de la síntesis bioquímica 
de las melaninas a través de precursores de catecolaminas dopa y dopamina, sintetizados a 
partir de la tirosina (Prota, 1992). Por otro lado, el metabolismo de la dopamina puede 
generar EROs que pueden afectar al sistema nervioso y en general afectar negativamente a la 
longevidad (Pérez y Hastings, 2004). Las AgNPs de alguna manera interfieren con la 
biosíntesis de melanina durante el desarrollo larvario. La pigmentación cuticular es un 
proceso esencial en la vida de los insectos debido a su participación en diversas funciones, 
que incluye inmunidad, duración de la vida y manifestaciones conductuales como la 
resistencia a la desecación (Brisson y col., 2005), alimentación, dominación social, 
preferencia de pareja y exhibición del cortejo (Wittokpp y Beldade, 2009). Por lo tanto, el 
efecto de desmelanización observado en el laboratorio en Drosophila a unas concentración 
no tóxicas podría ser importante en las poblaciones de insectos en la naturaleza ya que estas 
poblaciones podrían desarrollar alteraciones en sus procesos biológicos. 
 
Se ha descrito que la despigmentación puede ser debida a la inducción de una respuesta 
de estrés, y esto puede estar asociado con un aumento de la expresión de la proteína de 
choque térmico 70 (Hsp70) (Denman y col., 2008; Galván y Alonso-Alvarez, 2009; 
Glassman, 2011; Ong y col., 2015). Armstrong y col. (2013) demostraron a su vez, que las 
AgNPs ejercían acción sobre la actividad del enzima Cu-ZnSOD, lo cual concuerda con la 
teoría acerca de que los efectos nanotóxicos surgen de las EROs. Cu-ZnSOD es una enzima 
esencial en las moscas, la cual se encarga de la dismutación de los radicales superóxido 
principalmente en el citoplasma (Phillips y col., 1989). Además, se sugiere que los defectos 
de la pigmentación están asociados con una disminución de la longevidad y la actividad 
locomotora (Walter y col., 1991; Drapeau y col., 2003; Suh y Jackson, 2007; Key y col., 
2011). Por tanto, la reducción de la capacidad de movimiento que observamos en el presente 
trabajo en las moscas pertenecientes a larvas alimentadas con AgNPs, puede estar asociada a 
los defectos de pigmentación de las mismas. 
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V.4. MECANISMOS DE ACCIÓN DE LAS NANOPARTÍCULAS DE PLATA 
 
V.4.1. Estrés oxidativo 
 
La mayoría de los estudios hasta la fecha sugieren que la generación de las EROs y el 
estrés oxidativo están asociados a la toxicidad de las NPs (Saquib y col., 2012; Yu y col., 
2013). En concreto, las EROs dañan macromoléculas celulares, como los sustratos lipídicos, 
los hidratos de carbono, las proteínas, el ARN y el ADN, inhibiendo los procesos metabólicos 
fundamentales y desencadenando como respuesta al estrés celular, inflamación y apoptosis 
(Ueda y col., 1998; Huang y col., 2010).  
 
Algunos de los factores claves que favorecen los efectos prooxidantes de los NMs 
incluyen el agotamiento de los antioxidantes o el aumento de la producción de las EROs 
(Manke y col., 2013). Estudios científicos indican que las AgNPs pueden acumularse fuera 
de las mitocondrias, principal fuente intracelular de EROs, y causar una disfunción 
mitocondrial además de perturbar la función de la cadena respiratoria, desencadenando la 
producción de EROs y el estrés oxidativo (AshaRani y col., 2009). Las EROs interrumpen la 
cadena respiratoria mitocondrial y la síntesis de ATP, provocando finalmente daño al ADN 
(Gurunathan y col., 2015a; Gurunathan y col., 2015b; AshaRani y col., 2009). La producción 
excesiva de EROs puede dar lugar a su vez a la apertura del poro de permeabilidad transitoria 
mitocondrial (PPTM), facilitando la liberación de moléculas proapoptóticas como el 
citocromo c y la procaspasa-9 (vía intrínseca) (Hsin y col., 2008; Park y col., 2010). 
 
Por tanto, en el estrés oxidativo celular intervienen factores como la captación celular de 
partículas extrañas o las propiedades redox y las propiedades catalíticas de las partículas 
internalizadas (Lynch y col., 2006; Auffan y col., 2008). Para investigar si las AgNPs de 4.7 
y 42 nm inducen estrés oxidativo en las cuatro líneas celulares utilizadas, en el presente 
trabajo de investigación se determinó la producción de las EROs intracelulares, el efecto 
protector de la NAC (N-acetilcisteína), la actividad de la SOD (superóxido dismutasa) y los 
niveles de la GSH (glutatión). La producción de las EROs intracelulares se cuantificó por 
citometría de flujo mediante la fluorescencia de la sonda DCF a diferentes tiempos de 
incubación de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las células HepG2, HL-60 (Figura 6, artículo 2), 
NHDF (Figura 5, artículo 3) y HPF (Figura 3 A, artículo 4). La producción de las EROs en 
las células HepG2 comenzó inmediatamente, alcanzando niveles máximos  (2.03 veces más 




que el control) a los 15 minutos después de la exposición de las AgNPs de 4.7 nm (1,62 
µg/ml) (Figura 6 A, artículo 2). Sin embargo, con las AgNPs de 42 nm (13,45 µg/ml) la 
producción de las EROs fue menor, alcanzando lo niveles máximos (1.55 veces más que el 
control) a las 24 horas de tratamiento (Figura 6 A, artículo 2). Ambas AgNPs disminuyeron 
la producción de las EROs alcanzando niveles basales a las 48 horas. 
 
Como se muestra en la Figura 6 B, (Artículo 2) la producción de las EROs en las 
células HL-60 tratadas con las AgNPs de 4.7 nm (3,36 µg/ml) y 42 nm (13,45 µg/ml) alcanzó 
el máximo nivel tras 24 h de incubación (1.64 y 1.21 veces más que el control, 
respectivamente) y disminuyó hasta niveles basales a las 48 h. En las células NHDF (Figura 
5, artículo 3) se observó un incremento de los niveles de las EROs después del tratamiento 
con las AgNPs de 4.7 nm (3,36 µg/ml) y 42 nm (100 µg/ml), alcanzando una señal máxima 
tras 3 y 24 horas de tratamiento, respectivamente (2.41 y 1.76 veces más que el control, 
respectivamente). Finalmente, en las células HPF (Figura 4 A, artículo 4) la producción de 
las EROs fue ligeramente menor, alcanzando su máximo nivel tras 30 minutos (1.32 veces 
más que el control) y 24 horas (1.55 veces más que el control) del tratamiento con las AgNPs 
de 4.7 nm (7,66 µg/ml) y 42 nm (1000 µg/ml), respectivamente.  
 
Nuestros resultados coinciden con numerosos estudios que han demostrado que el estrés 
oxidativo está relacionado con los cambios encontrados en células de mamífero y de peces 
después de la exposición a las AgNPs. La producción de las EROs detectada con la sonda 
basada en diclorofluoresceína en la mayoría de los estudios, comienza tras el tratamiento de 
las células con AgNPs a la concentración de 0,2 µg/ml o superior  (Asharani y col., 2009, 
Braydich-Stolle y col., 2010; Carlson y col., 2008; Eom y Choi, 2010; Foldbjerg y col., 2009, 
2011; Hsin y col., 2008; Hussain y col., 2005, 2006; Kim y col., 2009; Liu y col., 2010; 
Nishanth y col., 2011; Piao y col., 2011; Sanpui y col., 2011; Schrand y col., 2008). Por 
ejemplo, Kim y col. (2012) publicaron que las AgNPs de tamaños de 10, 50 y 100 nm 
indujeron la producción de las EROs entre un 50-60% más que el control en las líneas 
celulares MC3T3 y PC12 de manera dosis y tamaño dependiente. Además, el pretratamiento 
de células con cianuro, un inhibidor de la actividad de transferencia de electrones de 
citocromo c oxidasa en la mitocondria, provocó la inhibición de la producción de las EROs 
inducida por las AgNPs (Hsin y col., 2008). Estos resultados sugieren que las mitocondrias 
están involucradas en la producción de las EROs inducida por las AgNPs. 
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La inducción de la producción de las EROs por las AgNPs también dependió del tamaño 
de las NPs y de la línea celular. En este caso, las células HepG2 fueron las más sensibles a la 
producción de las EROs, seguida de las células NHDF. Como se puede observar además en la 
Figura 6 (artículo 2), la Figura 5 (artículo 3), y la Figura 3 A (artículo 4), las AgNPs de 
menor tamaño (4.7 nm) provocaron una mayor producción de las EROs que las AgNPs de 42 
nm en las cuatro líneas celulares. Otros autores también han observado diferencias en la 
producción de las EROs en función de los tamaños de las AgNPs (Park y col., 2011b; 
Carlson y col., 2008). Ambos autores mostraron que las AgNPs de menor tamaño (4 y 15 nm, 
respectivamente) indujeron una mayor producción de las EROs en macrófagos, mientras que 
las de mayor tamaño (70 y 55 nm) no indujeron la producción de las EROs. Esto puede ser 
debido a que las AgNPs más pequeñas son capaces de penetrar la membrana celular de los 
mamíferos más eficientemente que las de mayor tamaño (Kim y Ryu, 2013). Una vez 
internalizadas, las AgNPs más pequeñas también presentan una mayor superficie disponible 
para la interacción con los orgánulos celulares, lo que se traduce en una mayor citotoxicidad 
y una mayor producción de las EROs (Liu y col., 2010).  
 
La NAC es un agente quimiopreventivo de naturaleza hidrofílica que protege frente al 
daño al ADN a través de múltiples mecanismos de acción. En concreto, es capaz de atrapar o 
reaccionar con las EROs procedentes del metabolismo celular gracias a su capacidad 
antioxidante, ya que sirve como precursor de la síntesis de glutatión (Plantin-Carrenard y col. 
2000; Zafarullah y col., 2003; Nel y col., 2006). En relación con estos hallazgos, el método 
MTT fue utilizado para evaluar el efecto protector del NAC frente a la citotoxidad inducida 
por las AgNPs  de 4.7 y 42 nm en las 4 líneas celulares. Para ello, las células fueron 
previamente pretratadas durante 24 horas con diferentes concentraciones de NAC (1-20 mM) 
y posteriormente tratadas durante 24 horas con la IC50 de las AgNPs calculada previamente. 
La citotoxicidad inducida por las AgNPs en las cuatro líneas celulares fue eficientemente 
prevenida por el tratamiento del NAC, sugiriendo por tanto que el estrés oxidativo está 
implicado en la toxicidad de las AgNPs (Figura 5, artículo 2; Figura 4, artículo 3; Figura 
3, artículo 4). De acuerdo con nuestros resultados, Kim y col. (2009) también observaron 
que el pretratamiento con la NAC (2h, 10 mM) previno la inhibición de la reducción del 
MTT inducida por las AgNPs en las células HepG2.  
 
El organismo ha adquirido a lo largo de la evolución mecanismos de defensa contra el 
estrés oxidativo. Estos mecanismos intentan prevenir la producción de las EROs, detener o 




retardar la reacción de oxidación, reparar los daños que causan a las macromoléculas o 
degradar las lesionadas. Los mecanismos antioxidantes se agrupan en dos sistemas de defensa 
antioxidante: sistema enzimático y sistema no enzimático. El sistema antioxidante enzimático 
constituye la primera y mejor línea de defensa contra los radicales libres. Está integrado por 
tres enzimas principales que trabajan en cadena para desactivar selectivamente radicales 
libres: superóxido dismutasa, (SOD), catalasa (CAT) y glutatión peroxidasa (GPx); otras tres 
enzimas, glutatión reductasa (GR), glutatión-S-transferasa (GST) y Γ-glutamil cisteinil 
sintetasa (GCS), sin ser estrictamente enzimas antioxidantes, colaboran indirectamente con la 
GPx ya que contribuyen a regular el contenido intracelular de glutatión reducido (GSH), uno 
de los principales antioxidantes celulares no enzimáticos. El sistema antioxidante no 
enzimático está integrado por una serie de sustancias que, aun estando presentes a bajas 
concentraciones, en presencia de compuestos oxidables (como ADN, proteínas o lípidos), se 
oxidan antes que éstos, y retrasan, inhiben, amortiguan o previenen su oxidación, la 
producción de radicales libres o los efectos deletéreos de éstos (Eckhardt y col., 2013). El 
sistema antioxidante no enzimático incluye una larga serie de compuestos de bajo peso 
molecular, siendo los más importantes el glutatión reducido (GSH), la vitamina E (α-
tocoferol), la vitamina C (ácido ascórbico y la vitamina A (trans-retinol/ß-caroteno). Sin 
embargo, el exceso de las EROs puede cambiar la estructura y la función de estas moléculas 
perdiendo su capacidad antioxidante (Choi y col., 2011). En el presente trabajo de 
investigación, determinamos los niveles totales de glutatión (GSSG/GSH) y la actividad de la 
SOD tras la exposición de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las células HepG2, HL-60 (Figuras 
7 y 8, artículo 2), NHDF (Figuras 6 y 7, artículo 3) y HPF (Figuras 5 A y 6 A, artículo 4).  
 
El GSH es una molécula antioxidante que puede eliminar los radicales libres o servir 
como un sustrato para otras enzimas antioxidantes, como la glutatión peroxidasa y la 
glutatión reductasa. Los resultados obtenidos en nuestro estudio mostraron una drástica 
disminución del contenido total de glutatión (84-99%) después de 72 horas de tratamiento 
con las IC50 de las AgNPs de 4.7 y 42 nm en las células HepG2 (Figura 7 A, artículo 2), 
HL-60 (Figura 7 B, artículo 2), NHDF (Figura 6, artículo 3) y HPF (Figura 5 A, artículo 
4). Nuestros resultados coinciden con los obtenidos por otros autores como Arora y col. 
(2008), Piao y col. (2011) y Ganapathi y col. (2014) que también observaron una disminución 
de los niveles de GSH después del tratamiento con AgNPs de diferentes tamaños (5-28 nm) 
en células epiteliales, hepáticas y de plasma humano. La disminución de los niveles de 
glutatión puede deberse a la unión de las AgNPs con grupos tiol (Srivastava y col., 2012; 
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Salma y col., 2011) o al aumento del uso de la GSH para minimizar el efecto de los radicales 
libres después de la exposición a las AgNPs (Adeyemi y Sulaiman, 2012). Los radicales 
libres activados por las AgNPs reducen el GSH en su forma oxidada, glutatión disulfuro 
(GSSG), contribuyendo al estrés oxidativo, a la apoptosis y a la sensibilización a los 
estímulos oxidantes (Rahman, 2007; Fenoglio y col., 2008). Pero además de la GSH, las 
EROs generadas por las NPs también pueden modular las actividades de las enzimas de 
metabolización de las EROs incluyendo la SOD, la catalasa y la glutatión peroxidasa (Stambe 
y col., 2004).  
 
Sin embargo, en nuestro trabajo de investigación, a pesar de observarse una ligera 
disminución de la actividad de la SOD tras el tratamiento con las IC50 de las AgNPs de 4.7 y 
42 nm durante 24, 48 y 72 horas, en ninguna de las líneas celulares [HepG2 (Figura 8 A, 
artículo 2), HL-60 (Figura 8 B, artículo 2), NHDF (Figura 7, artículo 3) y HPF (Figura 6 
A, artículo 4)] este descenso fue estadísticamente significativo. Este resultado sugiere una 
respuesta diferencial y menos pronunciada de la SOD como mecanismo de defensa celular en 
comparación con la GSH. Arora y col. (2009) tampoco observaron cambios estadísticamente 
significativos en la actividad de la SOD tras el tratamiento con AgNPs (7-20 nm) en 
fibroblastos. Por el contrario, en el caso de células primarias hepáticas, observaron un 
incremento en la actividad de la SOD. En estudios in vivo en ratones tratados con AgNPs (10 
nm) se observó una ligera disminución de la actividad de la SOD dosis dependiente a las 
concentraciones de 5, 50 y 250 mg/kg, sin embargo tras el tratamiento con 500 mg/kg la 
actividad de la SOD incrementó significativamente (Ranjbar y col., 2014).  
 
En definitiva, los resultados presentados en este trabajo de investigación demuestran que 
las AgNPs de 4.7 y 42 nm alteraron el sistema de defensa antioxidante de las células HepG2, 
HL-60, NHDF y HPF, induciendo la producción de las EROs, agotando los niveles de 





La apoptosis se ha descrito como el principal mecanismo de muerte celular causada por 
el estrés oxidativo inducido por las NPs (Hsin y col., 2008; Eom y Choi, 2010). Este proceso 
ocurre como un mecanismo de defensa cuando las células están dañadas, especialmente 




cuando el daño mediado por la enfermedad o el agente tóxico afecta al ADN celular, y los 
mecanismos de reparación celular son incapaces de hacer frente a la lesión (Kim y Ryu, 
2013). En la apoptosis o muerte celular programada, las células destinadas a morir activan las 
enzimas que degradan su propio ADN nuclear, además de proteínas nucleares y 
citoplásmicas. Las enzimas proteolíticas como las caspasas son importantes moléculas 
efectoras en la apoptosis. La activación de las caspasas en respuesta a tóxicos ambientales 
puede iniciarse mediante la vía extrínseca (receptor de membrana) o la vía intrínseca 
(mitocondria) (Franco y col., 2009; Cullen y Martín, 2009). La vía intrínseca desempeña un 
papel importante en la muerte celular inducida por NP metálicas, ya que las mitocondrias son 
uno de los principales orgánulos diana de las EROs inducidas por NPs (Ma y Yang, 2016). 
Los altos niveles de las EROs en las mitocondrias pueden producir daños a los fosfolípidos 
de la membrana que inducen la despolarización de la membrana mitocondrial (Guo y col., 
2013). En el presente trabajo de investigación seleccionamos las células HepG2 y HL-60 para 
evaluar la inducción de apoptosis por las AgNPs de 4.7 y 42 nm. Ambas líneas celulares han 
sido utilizadas en muchos estudios in vitro para caracterizar la muerte celular programada, ya 
que ambas expresan las enzimas del metabolismo celular (Terasaka y col., 2005; Nair y col., 
2014; Fan y col., 2014). 
 
Para la detección y cuantificación de la apoptosis inducida por las AgNPs de 4.7 y 42 nm 
en las líneas celulares HepG2 y HL-60 hemos empleado una variedad de métodos analíticos. 
La apoptosis es un proceso dinámico en el cual la célula presenta distintas características 
morfológicas y bioquímicas dependiendo del momento en el que se encuentre. Esto permite 
disponer de diferentes “marcadores”, aunque no todos están presentes en las diferentes líneas 
celulares ni tampoco son exclusivos de este proceso. Por este motivo y para evitar errores en 
la detección de la apoptosis se recomienda la utilización de dos o más técnicas (Gómez-
Lechón y col., 2002; Morgan, 2005). Además, es necesario considerar otros aspectos como el 
momento en el que se producen estos cambios morfológicos o bioquímicos (tempranos o 
tardíos), su duración o el nivel de detección (célula individual o población celular). Así, en 
este trabajo de investigación hemos empleado los siguientes métodos: (i) Microscopía de 
fluorescencia utilizando colorantes vitales como el Hoechst 33342 más bromuro de etidio 
para estudiar la condensación de la cromatina, (ii) Citometría de flujo para detectar la 
exposición de la fosfatidilserina (FS) (ensayo Anexina V/PI), la degradación del ADN 
(método TUNEL) y la actividad de las caspasas. 
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Con el fin de seleccionar las concentraciones adecuadas para estos estudios utilizamos la 
microscopía de fluorescencia. El examen al microscopio de fluorescencia, nos permitió 
observar en ambas líneas celulares las características morfológicas propias de apoptosis, tales 
como la condensación de la cromatina y la formación de los cuerpos apoptóticos (Figura 1, 
artículo 7) a las concentraciones de 1,68-3,36 µg/ml (HepG2) y 3,36-6,72 µg/ml (HL-60) 
con las AgNPs de 4.7 nm y 25-50 µg/ml (HepG2) y 150-200 µg/ml (HL-60) con las AgNPs 
de 42 nm tras 24 horas de incubación. La microscopía de fluorescencia es una técnica rápida 
y económica, ampliamente utilizada para determinar la inducción de apoptosis (Solhaug y 
col., 2004; Ulukaya y col., 2011). Sin embargo, presenta una serie de inconvenientes: es 
altamente cualitativa, subjetiva a la capacidad del investigador en cuanto a la observación y 
detección, y el tiempo del ensayo es limitado (cuando los cambios morfológicos son 
máximos) (Haza y col., 2000). 
 
La citometría de flujo es una técnica actual que determina dos tipos de propiedades 
celulares, las intrínsecas, que son aquellas que podemos medir sin necesidad de añadir 
fluorocromos, como pueden ser el tamaño o la granularidad, y las extrínsecas, como la 
medición de la exposición de la FS o la degradación del ADN, que precisan de la adición de 
un fluorocromo. Además, los principios en los que se basa esta técnica no son complicados. 
Una suspensión de células convenientemente procesada y teñida con fluorocromos, se inyecta 
en la cámara del citómetro de flujo. Las células de la muestra atraviesan de forma individual 
y sucesiva esta cámara e interaccionan físicamente con un haz de luz monocromática. La 
excitación de los fluorocromos en el punto de interacción entre la célula y el haz lumínico da 
lugar a la emisión de una luz de longitud de onda superior a la incidente. Esta señal es 
procesada por un ordenador y nos permite efectuar el análisis de la muestra. Las ventajas que 
proporciona la citometría de flujo frente a otros métodos que emplean fluorocromos incluyen 
la objetividad y la elevada sensibilidad, ya que permite el análisis individual y cuantitativo de 
un gran número de células en un corto periodo de tiempo (Wlodkowic y col., 2009). Las 
desventajas y limitaciones son los altos costes de instrumentación y la incapacidad de 
visualizar las células que estamos analizando. 
 
La citometría de flujo se ha utilizado en este estudio para detectar (i) la exposición de la 
FS mediante el ensayo de Anexina V/IP en la línea celular HL-60, (ii) la degradación del 
ADN mediante el método TUNEL en las líneas celulares HepG2 y HL-60 y (iii) la actividad 
de las caspasas 3 y 7, tras la incubación con las AgNPs de 4.7 y 42 nm. El ensayo Anexina 




V/IP se ha empleado únicamente en la línea celular HL-60, puesto que su uso en células 
adherentes como las HepG2 se considera poco fiable y no está recomendado. Esto se debe a 
que los tratamientos empleados para el desprendimiento de las células adherentes, como la 
tripsinización, aumentan el porcentaje de células positivas a la Anexina V y generan, por 
tanto, errores en la cuantificación de la apoptosis (Zamai y col., 2001). La exposición de la 
FS en la cara externa de la membrana celular se produce sólo en los estadíos tempranos o 
intermedios del proceso apoptótico, previamente a otros eventos celulares como la 
degradación del ADN, por lo que se considera un marcador temprano de apoptosis (Akiyama 
y col., 1999; Balasubramanian y col., 2007; Lee y col., 2013). Sin embargo, este método 
presenta el inconveniente de no diferenciar las células apoptóticas tardías, en las que la 
integridad de la membrana celular está comprometida, de las células necróticas. Por está 
razón, utilizamos también el método TUNEL, el más sensible y específico hasta el momento, 
para la detección de la apoptosis en ambas líneas celulares. Esta técnica detecta la 
degradación del ADN, biomarcador del proceso apoptótico (Kyrylkova y col., 2012), y 
permite por tanto diferenciar las células apoptóticas tardías de las necróticas. 
 
La Figura 2 (Artículo 7) muestra que la exposición de la FS en las células HL-60 
comenzó a las 17 horas de tratamiento con las AgNPs de 4.7 nm (3,36-6,72 µg/ml) y 
aumentó progresivamente en las 7 horas posteriores de incubación. Con el tratamiento de las 
AgNPs de 42 nm (150-200 µg/ml) fue a las 24 horas cuando se observó la exposición de la 
FS en las células. Así, el mayor aumento en el número de células HL-60 apoptóticas se 
produjo tras 24 horas de incubación con 6,72 µg/ml de AgNPs de 4.7 nm (60.1%) (Figura 2 
A) y a las 48 horas de incubación con 200 µg/ml de AgNPs de 42 nm (64.4%) (Figura 2 B). 
En contraste, fue necesario aumentar el período de incubación de las AgNPs hasta 72 horas 
para detectar un porcentaje elevado de células HL-60 apoptóticas mediante el método 
TUNEL (Figura 4, artículo 7). El tratamiento de las células HL-60 durante 72 horas con 
6,72 µg/ml de AgNPs de 4.7 nm aumentó el porcentaje de células apoptóticas hasta un 76.2% 
(Figura 4 A), mientras que con las AgNPs de 42 nm se observó un máximo de un 38% de 
células apoptóticas a las 72 horas de incubación con 200 µg/ml (Figura 4 B). 
 
En la línea celular HepG2, tras el tratamiento con 3,36 µg/ml de AgNPs de 4.7 nm 
durante 48 horas se detectó un 34% de células apoptóticas, aumentando hasta alcanzar un 
51.6% a las 72 horas de incubación, utilizando el método TUNEL (Figura 3 A, artículo 7). 
En los tratamientos con las AgNPs de 42 nm, el porcentaje de células apoptóticas fue 
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máximo tras 48 y 72 horas de incubación con 50 µg/ml (76.5% y 78.5%, respectivamente) 
(Figura 3 B, artículo 7). 
 
Los resultados obtenidos con el método TUNEL indican que la degradación del ADN 
(cambio bioquímico asociado al proceso apoptótico) en las células HepG2 (Figura 3, 
artículo 7) y HL-60 (Figura 4, artículo 7) tras el tratamiento con ambas AgNPs, tiene lugar 
a partir de las 48 horas de incubación. En general, con el microscopio de fluorescencia los 
cambios morfológicos se observaron en ambas líneas celulares tras 24 horas de incubación. 
En la bibliografía existente, otros autores han descrito que los cambios morfológicos y 
bioquímicos asociados a la apoptosis celular no se producen simultáneamente. Según 
Willingham (1999) no existe ninguna razón para asumir que los cambios morfológicos 
producidos en el núcleo de la célula durante el proceso apoptótico (p.e. la condensación de la 
cromatina) y los cambios bioquímicos (p.e. la degradación del ADN), puedan ser detectados 
en el mismo momento. 
 
En definitiva, los resultados obtenidos con la microscopía de fluorescencia y la 
citometría de flujo confirman que las AgNPs de 4.7 y 42 nm inducen apoptosis en las células 
HepG2 y HL-60 dependiente de la concentración y del tiempo de incubación. Además, en 
nuestro estudio las AgNPs de 4.7 nm mostraron un efecto apoptótico mayor en ambas líneas 
celulares. Tras 72 horas de incubación con las AgNPs de 4.7 nm  a una concentración de 3,36 
µg/ml (HepG2) y de 6,72 µg/ml (HL-60) el porcentaje de células apoptóticas superó el 50%, 
mientras que fue necesario incrementar las dosis de las AgNPs de 42 nm a 25 µg/ml (HepG2) 
y 200 µg/ml (HL-60) para obtener un porcentaje de apoptosis similar (Figura 3 y 4, artículo 
7). Estos resultados coinciden con los obtenidos previamente en los estudios de citotoxicidad 
(MTT y LDH) (Apartado V.2.) donde las AgNPs de menor tamaño (4.7 nm) fueron más 
citotóxicas que las AgNPs de 42 nm. Park y col. (2011a) y Kumar y col. (2015) también 
observaron mayores efectos apoptóticos tras el tratamiento con las AgNPs más pequeñas (4 y 
10 nm, respectivamente) en comparación con las AgNPs de mayor tamaño (20, 70, 100 y 200 
nm) en macrófagos y fibroblastos L-929, respectivamente, utilizando el ensayo Anexina 
V/IP. Numerosos estudios han descrito efectos apoptóticos similares en otras líneas celulares, 
incluyendo células NIH3T3 de ratón, preosteoblastos de ratón, células musculares y células 
de colon (Hsin y col., 2008; Kim y col., 2012). 
 




La regulación de los productos génicos relacionados con la apoptosis puede estar 
alterada en las células tratadas con AgNPs. Entre estos productos se encuentra el gen supresor 
de tumores p53, la activación del gen p53 por daño en el ADN provoca la detención del ciclo 
celular y la inducción de apoptosis. La activación del p53 inducida por las AgNPs se ha 
observado en los fibroblastos de ratón NIH3T3, fibroblastos embrionarios, células madre 
embrionarias, células de riñón y células de cáncer de colón y mama humanas (Hsin y col., 
2008; Ahamed y col., 2008; Gopinath y col., 2010; Gurunathan y col., 2015b). Sin embargo, 
estudios recientes han determinado lo contrario, es decir que la apoptosis inducida por las 
AgNPs es independiente de la activación del p53 (Kovacs y col., 2016). Por otra parte, en 
otros trabajos de investigación se ha observado la disminución de la proteína antiapoptótica 
Bcl-2 o un aumento de la expresión de productos génicos proapoptóticos como Bax y Bad en 
células humanas y animales tratadas con AgNPs (Gopinath y col., 2010; Piao y col., 2011; 
Mishra y col., 2012; Baharara y col., 2015). Además, el tratamiento de las AgNPs estimuló la 
liberación del citocromo c y la translocación de Bax en las mitocondrias de las células 
NIH3T3, lo que indica que las AgNPs activaron la vía apoptótica mitocondrial (Hsin y col., 
2008). El aumento de la expresión de la caspasa -9, que es activada por el citocromo c 
liberado de la mitocondria en las células apoptóticas, se observó también en células de hígado 
humano (Piao y col., 2011). A la luz de estos hallazgos, no es sorprendente que la activación 
de la caspasa -3, una molécula crucial en ambas vías de inducción de apoptosis, se encuentre 
activada en células humanas y animales tratadas con AgNPs (Arora y col., 2009; Jain y col., 
2009; Sanpui y col., 2011; Jeyaraj y col., 2013; Gurunathan y col., 2015b; Baharara y col., 
2015; Ma y col., 2015). 
 
Las caspasas son enzimas proteolíticas que se activan en respuesta a señales pro-
apoptóticas, como el estrés o el daño celular. Las caspasas activas consisten en dos 
subunidades grandes (20 kDa) y dos pequeñas (10 kDa) que se asocian de manera no 
covalente para formar un heterotrámero, con dos sitios activos de catálisis (Fuentes-Prior y 
Salvesen, 2004). Una vez activas, las caspasas escinden los sustratos específicos que incluyen 
proteínas citosólicas y nucleares (Elmore, 2007). Las caspasas de mamífero desempeñan 
papeles distintos tanto en la apoptosis como en la inflamación, existiendo tres categorías: (i) 
caspasas iniciadoras (-2, -8, -9, -10) que regulan la apoptosis, (ii) caspasas efectoras (-3, -6, -
7) que son las responsables de las escisiones proteolíticas que conducen a la muerte celular, 
siendo la caspasa -3 la principal efectora y por último (iii) caspasas inflamatorias (-1, -4, -5, -
11, -12, -13, -14) que participan en los procesos de activación de las citoquinas. 
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Para determinar la implicación de las caspasas en el proceso de apoptosis inducido por 
las AgNPs en las células HepG2 y HL-60, empleamos un inhibidor fluorescente específico 
(FLICA) de las caspasas -3 y -7 utilizando el citómetro de flujo. Los reactivos FLICA han 
sido utilizados ampliamente para realizar estudios de apoptosis utilizando la citometría de 
flujo y la microscopía de fluorescencia (Amstad y col., 2001; Dorsey y col., 2002; Hussain y 
col., 2014). Como se observa en la Figura 5 A y 5 B (Artículo 7), las células HepG2 tratadas 
con 1,68 y 3,36 µg/ml de AgNPs de 4. 7 nm y, 25 y 50 µg/ml de AgNPs de 42 nm durante 24 
horas mostraron un alto porcentaje de células con caspasas -3 y -7 activadas (49.4-57.1% con 
AgNPs 4.7 nm y 61.4-80.9% con AgNPs 42 nm, respectivamente) en comparación con el 
control de células sin tratamiento (10% de células con caspasas activadas). El tratamiento de 
las células HL-60 con las AgNPs de 4.7 nm a las concentraciones de 3,36 y 6,72 µg/ml 
también evidenció un alto porcentaje de células con caspasas activadas (36.1% y 76.2%) 
(Figura 6 A, artículo 7). Sin embargo, el tratamiento de las células HL-60 con 150 y 200 
µg/ml de AgNPs de 42 nm aunque presentó un porcentaje de células con caspasas activadas 
superior al control celular, no llegó a superar el 34% de la población celular (Figura 6 B, 
artículo 7). Una vez más el tratamiento con las AgNPs de 4.7 nm en ambas líneas celulares 
presentó un porcentaje de células con caspasas activadas superior al de las células tratadas 
con AgNPs de 42 nm, por tanto se confirma que el tamaño de las AgNPs es una de las 
propiedades que más influye en su toxicidad.   
 
Por otra parte, la línea celular HL-60 mostró una mayor resistencia a la inducción de 
apoptosis por las AgNPs de 4.7 y 42 nm que la línea celular HepG2, ya que se necesitaron 
concentraciones más altas para obtener porcentajes de apoptosis similares (Figuras 3, 4, 5 y 
6, artículo 7). Estos resultados coinciden con los obtenidos en los estudios de citotoxicidad 
(MTT y LDH) donde las células HepG2 fueron las más sensibles a los tratamientos con 
ambas AgNPs. 
 
El presente trabajo de investigación demuestra que las AgNPs de 4.7 y 42 nm inducen 
apoptosis dosis, tiempo y tamaño dependiente en dos líneas tumorales humanas, HepG2 y 
HL-60, utilizando varias técnicas analíticas, tales como la microscopía de fluorescencia y la 
citometría de flujo. Además la apoptosis inducida por ambas AgNPs es dependiente de la 
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1. Las AgNPs de 4.7 y 42 nm en solución acuosa presentan una morfología esférica y 
conservan su tamaño primario. Sin embargo, cuando se incuban en medio de cultivo 
celular ambas AgNPs forman aglomerados incrementando su tamaño secundario hasta 
100-200 nm. 
 
2. Las AgNPs de 4.7 y 42 nm disminuyen la viabilidad de las líneas celulares HepG2, HL-
60, NHDF y HPF, reduciendo la actividad mitocondrial y aumentando la permeabilidad 
de la membrana celular. Las NPs de menor tamaño son 40 (HepG2), 44 (HL-60), 400 
(NHDF) y 149 (HPF) veces más citotóxicas que las grandes, y de las cuatro líneas 
celulares utilizadas las células HepG2 son las más sensibles al tratamiento con ambas 
AgNPs. 
 
3. Las AgNPs de 4.7 y 42 nm son genotóxicas in vitro, causando ruptura de las cadenas y 
daño oxidativo (oxidación de purinas y pirimidinas) al ADN en todas las líneas celulares 
estudiadas. Además, las AgNPs de 4.7 nm son las más genotóxicas y las células HPF las 
más resistentes a la oxidación del ADN. 
 
4. Las AgNPs de 4.7 y 42 nm no muestran genotoxicidad in vivo, es decir no presentan 
actividad mutagénica o recombinogénica detectable. Sin embargo, ambas AgNPs 
inducen defectos en la pigmentación de la cutícula y reducen la capacidad de 
movimiento de las moscas adultas, sugiriendo una respuesta frente al estrés oxidativo. 
 
5. El mecanismo principal de toxicidad de las AgNPs de 4.7 y 42 nm in vitro es el estrés 
oxidativo, ya que ambas NPs agotan los niveles de GSH, reducen ligeramente la 
actividad de la SOD, incrementan la producción de las EROs e inducen apoptosis 
dependiente de caspasas. Además, la NAC reduce considerablemente la citotoxicidad de 
las AgNPs. 
 
6. Las AgNPs más pequeñas producen más EROs y apoptosis. Las células HPF son las más 
resistentes al estrés oxidativo y las HL-60 a la inducción de apoptosis. 
 
7. Finalmente, el tamaño de las AgNPs juega un papel fundamental en la citotoxicidad, 
genotoxicidad in vitro, producción de las EROs y en la inducción de apoptosis. 
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1. AgNPs of 4.7 and 42 nm have a spherical morphology and retain their primary size in 
aqueous solution. However, when they are incubated in cell culture medium, both 
AgNPs form agglomerates increasing their secondary size to 100-200 nm. 
 
2. AgNPs of 4.7 and 42 nm decrease the viability of HepG2, HL-60, NHDF and HPF cell 
lines, reducing mitochondrial activity and increasing cell membrane permeability. The 
smaller NPs are 40 (HepG2), 44 (HL-60), 400 (NHDF) and 149 (HPF) times more 
cytotoxic than large NPs, and of the four cell lines used HepG2 cells are the most 
sensitive to treatment with both AgNPs. 
 
3. AgNPs of 4.7 and 42 nm are genotoxic in vitro, causing chain breakage and oxidative 
damage (oxidation of purines and pyrimidines) to DNA in all cell lines studied. In 
addition, AgNPs of 4.7 nm are the most genotoxic and HPF cells are the most resistant to 
DNA oxidation. 
 
4. AgNPs of 4.7 and 42 nm do not show genotoxicity in vivo, they do not exhibit detectable 
mutagenic or recombinogenic activity. However, both AgNPs induce defects in cuticle 
pigmentation and reduce the movement capacity of adult flies, suggesting a response to 
oxidative stress. 
 
5. The main mechanism of toxicity of 4.7 and 42 nm AgNPs in vitro is oxidative stress, 
since both NPs deplete GSH levels, slightly reduce SOD activity, increase ROS 
production, and induce caspase-dependent apoptosis. In addition, NAC significantly 
reduces the cytotoxicity of AgNPs. 
 
6. Smaller AgNPs produce more ROS and apoptosis. HPF cells are the most resistant to 
oxidative stress and HL-60 to induction of apoptosis. 
 
7. Finally, the size of AgNPs plays a fundamental role in cytotoxicity, genotoxicity in vitro, 
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Nd   No definido 
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